Entwicklung von Massenspektrometrie-basierten Multimethoden zur Bestimmung von Ferulasäure, Oligoferulasäuren und Ferulasäure-Metaboliten by Waterstraat, Martin
Entwicklung von Massenspektrometrie-basierten
Multimethoden zur Bestimmung von Ferulasäure,
Oligoferulasäuren und Ferulasäure-Metaboliten
Zur Erlangung des akademischen Grades eines
DOKTORS DER NATURWISSENSCHAFTEN
(Dr. rer. nat.)
von der KIT-Fakultät für Chemie und Biowissenschaften






KIT-Dekan: Prof. Dr. Reinhard Fischer
Referent: Prof. Dr. Mirko Bunzel
Korreferentin: Prof. Dr. Andrea Hartwig




I N H A LT S V E R Z E I C H N I S
1 Einleitung 1
1.1 Aufbau der pflanzlichen Zellwand 2





1.3 Metabolisierung der Ferulasäure 12
1.4 Zellwandgebundene Ferulasäure-Oligomere 14
1.4.1 Photodimerisierung 14
1.4.2 Oxidative Kopplung 15
1.4.3 Ferulasäure-Crosslinks 19
1.5 Metabolisierung von Dehydrodiferulasäuren 20
1.6 Bedeutung der Ferulasäure und ihrer Derivate 21
1.6.1 Einfluss und Verwendung in Lebensmitteln 21
1.6.2 Futtermittel 22
1.6.3 Herstellung von Biokraftstoff 23
2 Zielsetzung 25
3 Material und Methoden 27






3.2 Methoden zur Bestimmung von Ferulasäure-Metaboliten 30
3.3 Gewinnung von Ferulasäure-Dimeren und -Trimeren 32
3.3.1 Isolierung aus Maiskleie 32
3.3.2 Totalsynthesen 33
3.3.3 Chemische Kopplung von Monomeren der Ferulasäure 34
3.3.4 Enzymatische Kopplung von Monomeren der Ferulasäure 36
3.3.5 Photochemische Synthesen von Ferulasäure-Cyclobutandimeren 37
3.4 Methoden zur Bestimmung von Oligoferulasäuren 40
3.4.1 Isolierung von Ballaststoffen 40
3.4.2 Freisetzung von Oligoferulasäuren 41
3.4.3 Bestimmung von Oligoferulasäuren 42
3.4.4 Methoden zur Summenbestimmung von Oligoferulasäuren 45
i
ii inhaltsverzeichnis
4 Ergebnisse und Diskussion 49
4.1 Entwicklung einer Methode zur Bestimmung von Ferulasäure-Metaboli-
ten 49
4.1.1 Synthese von Standardsubstanzen 49
4.1.2 Probenaufarbeitung nach QuEChERS 50
4.1.3 Chromatographische und massenspektrometrische Parameter 51
4.1.4 Kalibrierung 53
4.1.5 Validierung 53
4.1.6 Beurteilung der Methode 56
4.2 Synthese von Oligoferulasäuren 57
4.2.1 Synthesen von 13C-Ferulasäure, Ferulasäureethylester und 13C-Fe-
rulasäureethylester 57
4.2.2 Oxidative Kopplung mittels Cu[Tetramethylethylendiamin]-Komplex 58
4.2.3 Enzymatische Kopplung mittels Peroxidase/H2O2 63
4.2.4 Synthese von 4-O-5-Dehydrodiferulasäure 67
4.2.5 Synthesen von 5-5- und 5-5(methyl)-Dehydrodiferulasäure 68
4.2.6 Synthese von Ferulasäure-Cyclobutandimeren 69
4.3 Strukturaufklärung neuartiger Oligoferulasäuren 73





4.3.5 8-8(nicht cyclisch)/8-O-4-Dehydrotriferulasäure 78
4.3.6 5-5/8-8(nicht cyclisch)-Dehydrotriferulasäure 79
4.3.7 Dehydrotetraferulasäuren 81
4.4 Nachweis von Oligoferulasäuren in Pflanzenzellwänden 85
4.4.1 Nachweis der Diastereomere von 8-8(Tetrahydrofuran)-Dehydrodi-
ferulasäure 85
4.4.2 Nachweis bislang nicht beschriebener Dehydrotri- und -tetraferula-
säuren 86
4.5 Entwicklung von Methoden zur Bestimmung von Oligoferulasäuren 88
4.5.1 Chromatographische Parameter 88
4.5.2 Summenbestimmung der Isomere von 8-8(Tetrahydrofuran)-Dehy-
drodiferulasäure 90
4.5.3 Bestimmung von Ferulasäure und p-Cumarsäure mittels Diodenar-
raydetektor 91
4.5.4 Bestimmung von Oligoferulasäuren mittels Stabilisotopenverdün-
nungsanalyse 94
4.5.5 Bestimmung von Oligoferulasäuren unter Verwendung der internen
Standardsubstanz 5-5(methyl)-Dehydrodiferulasäure 99
inhaltsverzeichnis iii
4.5.6 Beurteilung und Vergleich der Methoden 102
4.6 Summenbesimmung von Ferulasäure-Dimeren mittels SEC-FLD 106
4.7 Entwicklung einer SEC-FTIR-Methode 109
4.7.1 Chromatographische Parameter 109
4.7.2 Bestimmung von Response-Faktoren 109
4.7.3 Kalibrierung und Validierung 111
4.7.4 Beurteilung der Methode 114
4.8 Zusammenfassende Diskussion 115
5 Zusammenfassung 123
6 Literaturverzeichnis 127





8.1 Synthese von (isotopenmarkierten) Ferulasäure-Metaboliten 155
8.1.1 [13C2]Zimtsäuren 155
8.1.2 [13C2]Phenylpropionsäuren 155




8.1.6 3-Hydroxyhippursäure und [13C2]3-Hydroxyhippursäure 156
8.2 Bestimmung von Ferulasäure und Ferulasäure-Metaboliten in Milch 157
8.2.1 Probenvorbereitung nach QuEChERS 157
8.2.2 LC-MS/MS-Messung 158
8.3 Synthesen von Oligoferulasäuren 158
8.3.1 Synthese von [9-13C]Ferulasäure 158
8.3.2 Synthese von Ethylferulat und [9-13C]Ethylferulat 159
8.3.3 Synthese von 5-5-Dehydrodiferulasäure und [13C2]5-5-Dehydrodife-
rulasäure 159
8.3.4 Synthese der internen Standardsubstanz 5-5(methyl)-Dehydrodife-
rulasäure 160
8.3.5 Synthese von 4-O-5-Dehydrodiferulasäure und [13C2]4-O-5-Dehydro-
diferulasäure 160
8.3.6 Synthese von Dehydridi-, -tri- und -tetraferulasäuren mittels Cu[Tetra-
methylethylendiamin]-Komplex 161
8.3.7 Enzymatische Synthese von 8-8(Tetrahydrofuran)-Dehydrodiferula-
säuren und weiteren Ferulasäure-Dimeren 163
8.3.8 Synthese von Ferulasäure-Derivaten zur Photodimerisierung 164
8.3.9 Photodimerisierung von Ferulasäure 165
iv inhaltsverzeichnis
8.4 Präparative Ballaststoffisolierung 166
8.5 Bestimmung von Ferulasäure, p-Cumarsäure und Oligoferulasäuren 166
8.5.1 Probenvorbereitung 166
8.5.2 LC-MS/MS-Messung 167
8.6 Untersuchungen zur Fluoreszenzderivatisierung von Ferulasäure-Dimeren 168
8.6.1 Derivatisierung von Ferulasäure-Dimeren 168
8.6.2 Bestimmung von Response-Faktoren 168







A B K Ü R Z U N G S V E R Z E I C H N I S
ACN Acetonitril





















hh head to head (Bezeichnung für Truxinsäuren)
HMBC Heteronuclear Multiple Bond Correlation
HPLC Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (engl. High Performance Liquid
Chromatography)
HSQC Heteronuclear Single Quantum Coherence
ht head to tail (Bezeichnung für Truxillsäuren)
IR Infrarot










NMR Kernspinresonanz (engl. Nuclear Magnetic Resonance)





QuEChERS Quick, Easy, Cheap, Effective, Rugged and Safe
RP Umkehrphasen (engl. Reversed Phase)
SEC Größenausschlusschromatographie (engl. Size Exclusion Chromatography)





TFA Trifluoressigsäure (engl. trifluoroacetic acid)
THF Tetrahydrofuran
TMS Trimethylsilyl- (in Abbildungen)




ZS4H Zimtsäure-4-Hydroxylase (in Abbildungen)
1
E I N L E I T U N G
Pflanzenzellen sind von einer komplexen Zellwand umgeben, die die Protoplasten vonein-
ander abgrenzen. Die wichtigsten Aufgaben der pflanzlichen Zellwand sind Formgebung,
Regulation des Zellwachstums und die Stabilisierung der Zelle gegenüber exogenen me-
chanischen Kräften sowie dem endogenen Turgordruck. Außerdem trägt sie entscheidend
zur Widerstandsfähigkeit gegenüber abiotischen und biotischen (beispielsweise Insekten
und pathogenen Mikroorganismen) Belastungen bei und spielt eine Rolle bei Signalüber-
tragungsprozessen und dem Stoffaustausch. Diese Eigenschaften werden durch komplexe
Interaktionen von Polymeren erreicht, die sowohl nicht-kovalent als auch kovalent mitein-
ander verknüpft sind. Zu den nicht-kovalenten Bindungen gehören Wasserstoffbrücken-
bindungen, welche beispielsweise von Cellulose-Ketten innerhalb der Mikrofibrillen aus-
gebildet werden und diese wiederum mit Hemicellulosen vernetzen, aber auch elektrosta-
tische Interaktionen.
Eine Möglichkeit zur kovalenten Verknüpfung von Polymeren bietet die Bildung von
Ferulasäure (FS)-Crosslinks. Estergebundene FS (4-Hydroxy-3-methoxyzimtsäure) kann
über verschiedene Mechanismen zu Dehydrodiferulasäuren (DFS), Dehydrotriferulasäuren
(TriFS) und Dehydrotetraferulasäuren (TetraFS) reagieren, wodurch theoretisch bis zu
vier Polymere miteinander verknüpft werden können (Iiyama et al. 1994; Bunzel 2010).
Für die Pflanze ist dies wichtig, da durch die zusätzliche Vernetzung die Stabilität und
Widerstandsfähigkeit der Zellwand weiter erhöht wird. FS-Crosslinks können aber auch
als nachteilig angesehen werden, zum Beispiel in Bezug auf die Qualität von Futtermit-
teln, zu deren Herstellung global etwa 60 % der Ackerflächen dienen (Raschka und Carus
2012). Durch einen hohen Anteil an FS-Crosslinks sinkt der Anteil an verwertbarer Ener-
gie für Wiederkäuer, da die Polysaccharide nicht für mikrobielle Enzyme zugänglich sind
(Grabber et al. 1998; Grabber et al. 2009). Aus ähnlichen Gründen ist die Bestimmung
von Oligoferulasäuren (OFS) auch in pflanzlichen Rohstoffen, die zur Herstellung von
Biokraftstoffen der zweiten Generation verwendet werden, von Interesse. Anhand der
Kenntnisse über das Vorkommen von Crosslinks über OFS können einerseits Sorten mit
höherem Energieertrag ausgewählt und andererseits die chemischen Zersetzungsbedin-
gungen optimal angepasst werden (Ralph 2010; Vismeh et al. 2013). Bisherige Methoden
zur Quantifizierung von OFS sind jedoch aus verschiedenen Gründen in ihrer Anwend-
barkeit limitiert.
Pflanzliche Zellwände machen außerdem den Hauptteil des Ballaststoff-Komplexes in
der menschlichen Ernährung aus. Ballaststoffe leisten einen wichtigen Beitrag zur aus-
gewogenen und gesunden Ernährung des Menschen. Sie verbessern die Darmmotilität,
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verringern den Anstieg des postprandialen Blutzuckerspiegels und senken das Risiko, an
Typ-II-Diabetes, koronaren Herzerkrankungen oder Dickdarmkrebs zu erkranken (Harris
und Ferguson 1999; Slavin 2013). Einen Beitrag zu den ernährungsphysiologischen Eigen-
schaften von Ballaststoffen könnte auch die FS leisten, welche in verschiedenen Testsys-
temen antioxidative, antiinflammatorische und antiarteriosklerotische Wirkung zeigt (Ou
und Kwok 2004). Ein Großteil der im Dickdarm freigesetzten FS wird allerdings durch
mikrobielle Enzyme metabolisiert, sodass neben der freien FS auch die Metaboliten ab-
sorbiert und in der Leber weiter metabolisiert werden können (Rosazza et al. 1995; Zhao
und Moghadasian 2008). Inwieweit die ernährungsphysiologisch positiven Wirkungen
FS-haltiger Lebensmittel auf die mikrobiell und hepatisch gebildeten Metaboliten zurück-
zuführen ist, ist bisher kaum erforscht.
Aus diesen Gründen ist sowohl die Quantifizierung der FS- und OFS-Gehalte in be-
stimmten Pflanzenmaterialien, als auch die Bestimmung von FS und FS-Metaboliten in
verschiedenen menschlichen und tierischen Matrices von Interesse. Dieser Thematik wid-
met sich die vorliegende Dissertationsschrift.
1.1 Aufbau der pflanzlichen Zellwand
Zellwände weisen je nach Pflanze, Gewebe, Zelltyp und Reifegrad enorme Unterschie-
de in ihrer Zusammensetzung auf. Insbesondere im Zuge der Zelldifferenzierung, in der
einzelnen Zellen spezielle Funktionen zugewiesen werden, müssen die Zellwände den
neuen Aufgaben angepasst werden. Dennoch gibt es allgemeine Prinzipien, nach denen
alle Zellwände aufgebaut sind (Abbildung 1).
Zwischen den Zellwänden von benachbarten Zellen befindet sich die hauptsächlich aus
Pektinen bestehende Mittellamelle. An sie grenzt die Primärwand, deren wichtigsten Be-
standteile Cellulose, verschiedene Hemicellulosen, Pektine und Proteine sind. Aufgrund
der Anteile dieser Polymere kann zwischen zwei Zellwand-Typen unterschieden werden.
Die Primärwände von dikotylen Pflanzen und Monokytelodenen außer Commeliniden be-
sitzen einen höheren prozentualen Anteil an Pektinen, Xyloglucanen, (Gluco-)Mannanen
und Proteinen (Zellwand-Typ 1), wohingegen Commeliniden, zu denen auch die Süßgrä-
ser (Poaceae) gehören, prozentual mehr (Arabino-)Xylanen und β-(1→3,1→4)-Glucanen
enthalten (Zellwand-Typ 2) (Vogel 2008).
Der im ersten Augenblick anzunehmende Widerspruch aus Stabilität, Flexibilität und
Dehnungsfähigkeit bei wachsenden Zellen wird in Primärzellwänden durch die Coexis-
tenz zweier Netzwerke gelöst, die in allen primären Zellwänden das Grundgerüst bilden
(Bidhendi und Geitmann 2016). Hemicellulosen können nicht-kovalent an Cellulose-Mi-
krofibrillen binden, sodass diese untereinander verknüpft werden und ein Cellulose-He-
micellulose-Netzwerk entsteht. Die hohe Bindungskraft wird erreicht, indem Abschnitte














Abbildung 1: Schematische Darstellung der pflanzlichen Zellwand.
der Hemicellulose-Kette entweder während der Cellulose-Biosynthese in die kristallinen
Mikrofibrillen eingegliedert werden oder nachträglich über Wasserstoffbrücken an die
Oberfläche der Mikrofibrillen binden. Andere Bereiche der Hemicelluloseketten ragen in
die Zellwandmatrix und können dort Bindungen mit weiteren Hemicellulosen eingehen
oder an benachbarte Cellulose-Mikrofibrillen binden. In dikotylen Pflanzen wird dieses
Netzwerk hauptsächlich durch Xyloglucane gebildet, während in Typ-2-Zellwänden Ara-
binoxylane diese Aufgabe übernehmen. Auch für Mannane wurde gezeigt, dass sie Cel-
lulose-Mikrofibrillen quervernetzen können (Whitney et al. 1998). Das zweite Netzwerk
besteht aus Pektinen, deren Struktur in Kapitel 1.2.2 ausführlich beschrieben ist. Pektine
werden definiert als Polysaccharide, die α-(1→4)-verknüpfte Galacturonsäure enthalten.
Dies sind sowohl lineare, als auch verzweigte Struktureinheiten, die über nicht-kovalente
und kovalente Bindungen miteinander verknüpft sein können (Vincken et al. 2003). Durch
dieses Netzwerk wird die Zellwand stabil gegenüber Druck- und Scherspannungen, wäh-
rend das Cellulose-Hemicellulose-Netzwerk Zugspannungen entgegenwirkt (Albersheim
et al. 2010; Bidhendi und Geitmann 2016).
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Mit Beginn der Differenzierung kann der Primärwand eine Sekundärwand aufgelagert
werden. Sie besteht hauptsächlich aus Cellulose, (Glucurono-)Xylanen und Mannanen
(Zellwand-Typ 1) bzw. Cellulose, (Arabino-)Xylanen und Mannanen (Zellwand-Typ 2).
Außerdem kann Lignin in die Sekundärwand eingelagert werden, was als Lignifizierung
bezeichnet wird und eine maßgebliche Verstärkung der Zellwand zur Folge hat (Gibson
2012; Vogel 2008; Scheller und Ulvskov 2010).
Neben Polysacchariden und Lignin sind auch Proteine und Glycoproteine am Aufbau
der Zellwand beteiligt. Ihre Funktionen reichen von strukturgebenden Eigenschaften über
enzymatische Tätigkeiten und Wundheilung bis hin zur Regulation interzellulärer Prozes-
se wie Signalweiterleitung und Stoffaustausch. Die Strukturproteine können anhand von
charakteristischen Aminosäure-Motiven in hydroxyprolinreiche Glycoproteine, glycinrei-
che Proteine und prolinreiche Proteine eingeteilt werden. In der Zellwand liegen sie in
ungelöster Form vor. Es wird angenommen, dass Crosslinks innerhalb der Proteine sowie
zu Zellwandpolysacchariden (Kapitel 1.2.4) dazu führen, dass die Proteine fest in der
Zellwand verankert werden (Fry 1986; Iiyama et al. 1994).
1.2 Zellwandgebundene Ferulasäure
FS und andere Phenolcarbonsäuren wie beispielsweise p-Cumarsäure (p-CS) und Sinapin-
säure sind Minorkomponenten der pflanzlichen Zellwand. Trotz der geringen Mengen
sind sie von zentraler Bedeutung für die Zellwandarchitektur (Harris und Hartley 1976;
Bunzel 2010). Die Produkte des Shikimisäureweges, Phenylalanin und Tyrosin, sind die
Ausgangsverbindungen für die Biosynthese der Phenolcarbonsäuren (Abbildung 2). Der
erste Schritt, die Deaminierung von Phenylalanin, wird durch Phenylalanin-Ammoniak-
Lyase (PAL) katalysiert. Die daraus resultierende Zimtsäure wird durch Zimtsäure-4-Hy-
droxylase (ZS4H) zu p-CS umgesetzt, die in Süßgräsern auch aus Tyrosin durch Tyrosin-
Ammoniak-Lyase (TAL) gebildet werden kann (Rosler et al. 1997). Das Einbringen einer
weiteren Hydroxygruppe durch p-Cumarsäure-3-Hydroxylase (p-CS3H) führt zu Kaffee-
säure, die durch Methylierung mittels Catechol-O-Methyltransferase (COMT) an Position
O-3 zu FS überführt werden kann. Eine erneute Hydroxylierung und Methylierung an
Position 5 ergibt Sinapinsäure. Neuere Untersuchungen zeigen, dass p-CS und die folgen-
den Zwischenprodukte eine Aktivierung durch Veresterung mit Coenzym A, Chinasäure
oder Shikimisäure benötigen, um die enzymatischen Reaktionen zu durchlaufen (Hatfield
und Marita 2010; Vanholme et al. 2012).
Hydroxyzimtsäuren sind wichtige Verbindungen des Phenylpropan-Stoffwechselweges,
da sie Vorläufer zahlreicher sekundärer Pflanzenstoffe bilden. Beispielsweise werden durch
Reduktion von p-CS, FS und Sinapinsäure die Monolignole p-Cumarylalkohol, Coniferyl-
alkohol und Sinapylalkohol gebildet (Kapitel 1.2.3). Desweiteren sind einige Hydroxy-
zimtsäuren wichtige Komponenten der pflanzlichen Zellwand. Insbesondere FS und p-CS










































Abbildung 2: Vereinfachte Darstellung der Biosynthese von Phenolcarbonsäuren. PAL:
Phenylalanin-Ammoniak-Lyase, TAL: Tyrosin-Ammoniak-Lyase, ZS4H: Zimtsäure-4-Hydroxylase,
COMT : Catechol-O-Methyltransferase, p-CS3H: p-Cumarsäure-3-Hydroxylase, FS5H: Ferulasäure-
5-Hydroxylase.
sind in den Zellwänden von Commeliniden, zu denen die Süßgräser gehören, und in der
Ordnung der Caryophyllales weit verbreitet. In Getreiden hat sich gezeigt, dass die gesam-
ten Körner und insbesondere Kleien hohe Mengen an Ferulasäuren besitzen (Tabelle 1),
während p-CS die dominierende phenolische Säure in den Halmen darstellt (Faulds und
Williamson 1999). Diese Verteilung ist vermutlich darin begründet, dass der Einbau von
p-CS in die pflanzliche Zellwand überwiegend mit der Lignifizierung zusammenhängt.
Eine positive Korrelation der Gehalte an p-CS und Lignin konnte in Studien an Mais ge-
zeigt werden (Hatfield und Chaptman 2009).
Wie genau die Acylierung von Zellwand-Polysacchariden mit Hydroxyzimtsäuren statt-
findet, konnte bislang nicht eindeutig aufgeklärt werden (Oliveira et al. 2015). Der derzeit
wahrscheinlichste Mechanismus basiert auf Untersuchungen in Reis-Suspensionskulturen.
Die Identifizierung einer cytosolischen FS-CoA-Transferase, die FS auf ein Arabinoxylan-
Trisaccharid überträgt, weist darauf hin, dass die Bindung von FS während der Arabin-
oxylan-Biosynthese im Golgi-Apparat stattfindet (Yoshida-Shimokawa et al. 2001). Eine
extrazelluläre FS-CoA-Transferaseaktivität kann zwar nicht ausgeschlossen werden, wird
jedoch als unwahrscheinlich angesehen (Hatfield und Marita 2010).
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Tabelle 1: Gehalte an Ferulasäure und Dehydrodiferulasäuren (DFS, Kapitel 1.4.2) in Getreiden.
kA: keine Angabe.
Getreide (Anzahl der Ferulasäure ∑ DFS Quelle
untersuchten Sorten) [µg/g] [µg/g]
Roggenkörner (17) 895–1174 241–409 Andreasen et al. (2000)
Weizenkörner (6) 535–783 kA Abdel-Aal et al. (2001)
Weizenkörner (2) 860–870 140–150 Barron et al. (2007)
Gerstenkörner (11) 359–624 135–234 Hernanz et al. (2001)
Sorghumhirsenkörner (7) 92–297 kA Hahn et al. (1983)
Maiskörner (4) 3300–5290 kA Mora-Rochin et al. (2010)
Maiskleie (9) 14 100–32 700 2900–8400 García-Lara et al. (2004)
Maiskleie (7) 13 900–20 600 2200–4900 Bily et al. (2003)
1.2.1 Arabinoxylane
In Gräsern wie Mais, Reis und Weizen kommt FS hauptsächlich an Arabinoxylane gebun-
den vor, die, wie bereits in Kapitel 1.1 beschrieben, in Typ II-Zellwänden die dominie-
rende Klasse unter den Hemicellulosen darstellen (Vogel 2008). Arabinoxylane bestehen
aus einem Rückgrat aus β-(1→4)-verknüpfter Xylopyranose mit Seitenketten, die über
die Positionen O-2 und/oder O-3 verknüpft sein können. Den größten Anteil unter den
Substituenten macht α-l-Arabinofuranose aus, die an Position O-5 mit FS verestert sein
kann (Abbildung 3, Smith und Hartley 1983). Die FS-Gehalte einiger Süßgräser sind in Ta-
belle 1 gegeben. Weitere Seitenketten sind Glucuronsäure, O-4-Methylglucuronsäure und

























































Abbildung 3: Schematische Darstellung einer Arabinoxylankette mit typischen Strukturmerkma-
len. Der Ausschnitt zeigt ein Xylan-Rückgrat (schwarz), an das an Position O-2 und/oder O-3
Arabinose (blau) gebunden sein kann. Diese kann an Position O-5 mit Ferulasäure (rot) verestert
sein und weitere Xylosyl-Einheiten (grün) tragen. Das Xylan-Rückgrat kann auch mit Glucuron-
säure (orange) oder Acetylgruppen (violett) substituiert sein.
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In Körnern von Roggen, Mais und Wildreis wurden außerdem komplexere, ferulasäure-
haltige Seitenketten nachgewiesen, bei denen zusätzliche Substituenten an die O-2-Position
der Arabinose gebunden sind. Nach saurer Hydrolyse konnte das Fragment 2-O-β-d-Xy-
lopyranosyl-(5-O-feruloyl)-l-arabinose identifiziert werden, das auf die in Abbildung 3
dargestellte Seitenkette schließen lässt (Wende und Fry 1997; Bunzel et al. 2002; Steinhart
und Bunzel 2003). Weiterhin wurden in Mais Fragmente freigesetzt, bei denen zusätzlich
α-l-Galactopyranosyl-, α-d-Galactopyranosyl- und α-d-Xylopyranosyl-Einheiten mit der
O-2-Position dieser Xyloseseitenkette verknüpft sind (Saulnier et al. 1995; Allerdings et al.
2006; Appeldoorn et al. 2013).
Oft wird bei der Charakterisierung von Zellwänden das Arabinose/Xylose-Verhältnis
bestimmt, welches als Indikator für den Substitutionsgrad fungiert. Dieses Verhältnis ist
abhängig von Pflanze, Gewebe und Reifegrad und liegt in vielen Getreidekörnern zwi-
schen etwa 0,5 und 1 (Buksa et al. 2016; Ayala-Soto et al. 2014). Vergleichsweise gerin-
ge Arabinose/Xylose-Verhältnisse von 0,13 wurden beispielsweise in Blättern der Mais-
pflanze gefunden, was für einen niedrigen Verzweigungsgrad spricht (Ebringerová und
Heinze 2000). Durch Substitutionsart, -grad und -muster werden unter anderem die gel-
bildenden Eigenschaften der Arabinoxylane beeinflusst. Ketten mit relativ geringem Ver-
zweigungsgrad können Wasserstoffbrücken untereinander oder zu Cellulosemikrofibril-
len ausbilden. Abschnitte mit höherem Substitutionsgrad stärken dagegen die Gelbildung
durch Ausbildung von FS-Crosslinks, die die Polysaccharidketten vernetzen (Kapitel 1.4)
(Carvajal-Millan et al. 2005; Marquez-Escalante et al. 2017).
1.2.2 Pektine
In dikotylen Pflanzen bilden Pektine neben Cellulose den größten Anteil an Nicht-Stärke-
Polysacchariden. In den Zellwänden von Pflanzen der Ordnung Caryophyllales, wie bei-
spielsweise Zuckerrübe, Amarant oder Spinat, wurden außerdem hohe Mengen an ester-
gebundener FS gefunden (Ralet et al. 1994; Vogel 2008). Pektine bestehen aus verschie-
denen Struktureinheiten, deren wichtigste Vertreter Homogalacturonane, Typ I Rhamno-
galacturonane und Typ II Rhamnogalacturonane sind. All diese Strukturen besitzen ein
Rückgrat aus (unter anderem) Galacturonsäure, wodurch der Galacturonsäure-Anteil oft
mehr als 20 mol % beträgt (Albersheim et al. 2010).
Homogalacturonane bestehen aus einer unverzweigten α-d-Galactopyranuronsäure-Ket-
te, deren Säuregruppen teilweise als Methylester vorliegen. Desweiteren können in man-
chen Pflanzen die Positionen O-2 und/oder O-3 acetyliert sein (Ridley et al. 2001). Ho-
mogalacturonane besitzen ausgeprägte Gelbildungseigenschaften, die in verschiedenen
Lebensmitteln angewendet (Kapitel 1.6.1) und – abhängig vom Methylierungsgrad – über
zwei Modelle erklärt werden können. In Homogalacturonan mit niedrigem Methylie-
rungsgrad können sogenannte egg-boxes ausgebildet werden, indem die freien Carboxy-
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gruppen zweier Polysaccharidstränge abschnittsweise durch Ca2+-Ionen komplexiert wer-
den (Abbildung 1, Thakur et al. 1997). Auf der anderen Seite können auch Homogalactu-
ronane mit einem hohen Veresterungsgrad Gele bilden, die unabhängig von Ca2+-Ionen
sind. Damit Bereiche innerhalb dieser Strukturen aggregieren können, müssen die an-
ionischen Abstoßungskräfte der Carboxylatgruppen durch Protonierung bei niedrigem
pH-Wert verhindert werden. Außerdem fördern Mono- und Dissacharide die Gelbildung,
da sie die Ausbildung von Hydrathüllen bei den Polysacchariden herabsetzen. Folglich
können Wasserstoffbrücken unter den Polysacchariden ausgebildet werden, die zusam-
men mit den unpolaren Wechselwirkungen der Methylgruppen zur Gelbildung führen
(Thakur et al. 1997).
Typ I Rhamnogalacturonane besitzen ein Rückgrat aus alternierenden d-Galactopy-
ranuronsäure- und l-Rhamnopyranose-Einheiten. Dabei ist Galacturonsäure über eine
α-(1→2)-Verknüpfung an Rhamnose und diese über eine α-(1→4)-Verknüpfung an Ga-
lacturonsäure gebunden (Abbildung 4). Zwischen 25 und 80 % der Rhamnose-Einheiten
besitzen an Position O-4 Seitenketten, die sich abhängig von Art der Pflanze, Gewebe und
Reifezustand stark unterscheiden können. Die dominierenden Seitenketten sind Arabina-
ne, Galactane und Typ 1-Arabinogalactane. In geringeren Mengen können die Seitenket-
ten auch l-Fucose und d-Glucuronsäure enthalten (Caffall und Mohnen 2009). Arabinane
sind Seitenketten aus α-(1→5)-verknüpften l-Arabinofuranose-Einheiten, die an Positi-
on O-2 und/oder O-3 mit l-Arabinose verzweigt sein können. Zusätzlich kann FS an
Position O-2 des Arabinose-Rückgrats und in geringerem Ausmaß an Position O-5 der
terminalen Arabinose-Einheit gebunden sein (Ishii und Tobita 1993; Levigne et al. 2004;
Colquhoun et al. 1994; Wefers et al. 2014; Bunzel et al. 2005b). Galactane liegen als größ-
tenteils unverzweigte Ketten aus β-(1→4)-verknüpften d-Galactopyranose-Einheiten vor.
Die Identifizierung von O-[6-O-trans-Feruloyl-β-d-galactopyranosyl]-(1→4)-d-galactopy-
ranose lässt darauf schließen, dass FS über Position O-6 an die Galactan-Seitenketten von
Rhamnogalacturonan I gebunden sein kann (Abbildung 4, Ishii und Tobita 1993; Ishii 1997;
Colquhoun et al. 1994; Bunzel et al. 2005b). Das isolierte FS-Digalactosid kann aber auch
aus Typ 1 Arabinogalactanen stammen. Dieses besteht ebenso aus einem Rückgrat aus
β-(1→4)-verknüpften d-Galactose-Einheiten, in das jedoch einzelne α-(1→5)-verknüpfte
l-Arabinofuranose-Einheiten eingestreut sein können (Huisman et al. 2001). Außerdem
können Seitenketten aus α-(1→3)-verknüpften l-Arabinose-Mono oder -Disacchariden
vorhanden sein (Habibi et al. 2004; Caffall und Mohnen 2009).
Typ II Rhamnogalacturonane machen den mengenmäßig kleineren Teil der Pektine aus.
Wie Homogalacturonane bestehen Typ II Rhamnogalacturonane aus einem Rückgrat aus
α-(1→4)-verknüpften Galacturonsäure-Einheiten, besitzen aber äußerst komplexe Seiten-
ketten. Diese sind stark verzweigt und bestehen aus bis zu zwölf verschiedenen Monosac-
chariden und 20 Bindungstypen. Dennoch ist ihre Struktur weitestgehend aufgeklärt und
kann als hochkonserviert angesehen werden, da sie in Angiospermen, Gymnospermen,
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Abbildung 4: Vereinfachte Grundstruktur von Rhamnogalacturonan I. Das Rückgrat bilden Galac-
turonsäure (GalA) und Rhamnose (Rha). Häufig vorkommende Seitenketten bestehen aus Arabi-
nose (Ara) und Galactose (Gal). Die Seitenketten können zusätzlich mit Ferulasäure (FS) verestert
sein.
Farnen und Moosen zu finden sind (O’Neill et al. 2004). Bindungen von FS oder anderen
Phenolcarbonsäuren an Typ II Rhamnogalacturonane wurden bislang nicht beschrieben.
1.2.3 Lignin
Lignin ist ein komplexes, phenolisches Polymer, das in der Zellwand gebildet wird, so-
bald die Ausbildung der Polysaccharidmatrix der Sekundärzellwand begonnen hat. Die
Lignifizierung führt zu einer Festigung der Zellwand, wodurch die mechanische Stabilität
gegenüber Umwelteinflüssen erhöht und die Barriere gegen Pathogene gestärkt wird. Die
Hydrophobizität des Lignins führt außerdem zu einer Wasserundurchlässigkeit, die ins-
besondere für den Wasser- und Assimilattransport in Xylem und Phloem von Bedeutung
ist (Boerjan et al. 2003; Bhuiyan et al. 2009). Lignin wird hauptsächlich aus den 4-Hydro-
xyphenylpropanalkoholen p-Cumarylalkohol, Coniferylalkohol und Sinapylalkohol auf-
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gebaut. Nach der Polymerisierung werden diese als p-Hydroxyphenyl (H)-, Guaiacyl (G)-
und Syringyl (S)-Einheiten bezeichnet (Abbildung 5, Ralph et al. 2004b).


























Abbildung 5: Strukturen der dominieren-
den Monolignole (oben) und ihre Struktur-
Einheiten im Lignin-Polymer (unten).
auch Monolignole genannt, werden im Cyto-
sol über den Phenylpropan-Stoffwechselweg
gebildet und anschließend in die Zellwand
transportiert. Hier werden sie durch Peroxi-
dasen und H2O2 oder Laccasen und O2 zu
Phenoxyradikalen umgesetzt, welche das po-
lymere Lignin in der Polysaccharidmatrix bil-
den (Barros et al. 2015). Die Startpunkte der
Lignifizierung (nucleation sites) befinden sich
hauptsächlich in den Ecken der Primärzell-
wand und der Mittellamelle. Von diesen ex-
pandiert das Lignin-Netzwerk bis in die in-
nere Schicht der Sekundärwand (Donaldson
2001). Die Phenoxyradikale werden über meh-
rere Positionen resonanzstabilisiert, über die
sie koppeln und verschiedene Bindungstypen bilden können. Einige häufig vorkommen-
de Bindungstypen sind in Abbildung 6 dargestellt. Aufgrund der höheren Einelektro-
nendichte an der β-Position koppeln Monolignole bevorzugt über diese Position. Bei der
Kopplung zweier Phenoxyradikale entstehen daher hauptsächlich β-β-gekoppelte Dimere
sowie geringere Mengen an β-5- und β-O-4-Dimeren. 5-5- oder 4-O-5-gekoppelte Dime-



















































Abbildung 6: Auswahl an möglichen Struktureinheiten im Lignin-Polymer.
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Pflanzengeweben der Anteil an β-O-4-Bindungtypen dominiert, wird davon ausgegangen,
dass die Kopplung zweier monomerer Phenoxyradikale eine untergeordnete Rolle spielt
und stattdessen die Vergrößerung eines bestehenden Lignin-Oligomers oder -Polymers
bevorzugt stattfindet (Ralph et al. 2004b; Vanholme et al. 2010).
Schon lange ist bekannt, dass auch FS in das Lignin-Netzwerk integriert ist und somit
zur Quervernetzung von Lignin mit Arabinoxylanen oder Pektinen führen kann (Lam
et al. 1992b). Es werden zwei Mechanismen diskutiert, über die Polysacharid-Lignin-
Crosslinks entstehen können. Dem passiven Mechanismus liegt die Entstehung des be-
vorzugten β-O-4-Bindungstyps in Lignin zugrunde. Hierbei entsteht ein Chinonmethid-
Intermediat, das durch die Addition von Wasser rearomatisiert wird. Anstelle von Wasser
können aber auch andere Nucleophile addieren (Lam et al. 1992a). Im Falle von poly-
saccharidgebundener FS würde dies in einer 4-O-α-Kopplung resultieren (Abbildung 7).




























Abbildung 7: Postulierter passiver Mechanismus, bei dem polysaccharidgebundene Ferulasäure
als Nucleophil an die α-Position des β-O-4-Chinonmethid-Intermediates addiert (Lam et al. 2001).
passiven Mechanismus an Lignin bindet (Lam et al. 2001). Dagegen gilt die Kopplung
über den aktiven Mechanismus als allgemein anerkannt. Hierbei wird polysaccharidge-
bundene FS durch Peroxidasen und H2O2 oder Laccasen und O2 dehydrogeniert und
kann anschließend in einer Radikalreaktion mit Lignin koppeln. Beispielsweise konnte in
mit 13C angereichertem Weidelgras mittels Heteronuclear Multiple Bond Correlation (HMBC)-
Experimenten die Bindung von FS über deren Position 8 an die β-Position von Lignin-Mo-
nomeren aufgezeigt werden (Ralph et al. 1995). β-O-4- und β-8-verknüpfte Monolignol-
FS-Dimere konnten nach alkalischer Hydrolyse von Roggen, Weizen, Hafer und weite-
ren Getreideproben nachgewiesen werden (Jacquet et al. 1995; Bunzel et al. 2004b). Dies
deutet darauf hin, dass FS als nucleation site die Lignifizierung initiieren kann. Des Wei-
teren konnte gezeigt werden, dass auch DFS (Kapitel 1.4.2) in der Lage sind, Crosslinks
mit Lignin zu bilden, wobei 5-5-DFS die höchste Tendenz zur Vernetzung mit Lignin be-
sitzt (Grabber et al. 2002). Neben der Initiierung der Lignifizierung können FS und DFS
auch mit schon bestehenden Lignin-Oligomeren oder -Polymeren quervernetzt werden.
Dies kann aufgrund von Kopplungsprodukten abgeleitet werden, bei denen die Positio-
nen O-4 oder 5 der Guaiacyl-Einheiten mit FS verknüpft sind. Diese Kopplungstypen
konnten in Zellwänden von Mais-Zellsuspensionen im Lignin-Polymer, allerdings nicht
als FS-Coniferylalkohol-Dimer nachgewiesen werden (Grabber et al. 2002).
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1.2.4 Strukturproteine
Strukturproteine werden als unlöslich beschrieben, was zum Teil auf kovalente Bindun-
gen mit anderen Zellwandpolymeren zurückzuführen ist. Es wurde gezeigt, dass Tyro-
sin aufgrund der phenolischen Gruppe über eine radikalische Reaktion mit einer wei-
teren Tyrosin-Einheit koppeln kann, wodurch ein Isodityrosin-Derivat entsteht. Dieser
Mechanismus ist bereits seit über 30 Jahren bekannt (Fry 1986). Allerdings wird vermu-
tet, dass Isodityrosin hauptsächlich durch intramolekulare Kopplung entsteht, während
Di-Isodityrosin und Pulcherosin – nachgewiesen in Zellwänden von Tomatenzellkulturen
– durch intermolekulare Kopplung entstehen (Brady und Sadler 1996; Brady et al. 1998).
Da der radikalische Mechanismus zur Kopplung von Tyrosin dem von FS (Kapitel 1.4.2)
ähnelt, wurde auch deren gemeinsame Kopplung vermutet (Bacic et al. 1988). In-vitro-
Versuche mit einem Tyrosin-haltigen Tripeptid (Gly-Tyr-Gly) zeigten, dass dieses durch
Peroxidase und H2O2 mit FS oxidativ gekoppelt werden kann (Oudgenoeg et al. 2001).
Dass die Quervernetzung von Proteinen und Arabinoxylanen auch in vivo möglich ist,
konnte anhand von Weizen- und Roggenmehl gezeigt werden (Piber und Koehler 2005).
Durch saure Hydrolyse wurden vier Substanzen freigesetzt, die mittels Massenspektrome-
trie (MS) als Dehydroferulasäure-Tyrosin-Dimere identifiziert wurden. Außerdem wur-
den zwei Trimere detektiert, die sich aus zwei FS- und einer Tyrosin-Einheit zusammen-
setzen. Es wird vermutet, dass es sich jeweils um Strukturisomere handelt, wie sie von
FS aufgrund der verschiedenen Kopplungstypen bekannt sind (Kapitel 1.4.2). Die Ergeb-
nisse zeigen, dass die Tyrosin-FS-vermittelte, kovalente Bindung von Proteinen mit Ara-
binoxylanen möglich ist, wodurch diese fest in der Zellwand verankert werden und zu
den physikochemischen Eigenschaften der Zellwand beitragen. Über das Ausmaß dieser
Kopplung sowie ein Vorhandensein in anderen Pflanzenarten kann jedoch bisher keine
Aussage getroffen werden.
1.3 Metabolisierung der Ferulasäure
Der größte Anteil an FS, der in der menschlichen Ernährung aufgenommen wird, ist wie
in Kapitel 1.2 beschrieben an Zellwandpolymere gebunden. Nur geringe Anteile an FS lie-
gen in freier oder konjugierten Formen vor, die im Magen oder Dünndarm freigesetzt und
absorbiert werden können (Andreasen et al. 2001a). Beispielsweise zeigten Adom und Liu
(2002) anhand verschiedener Getreidearten, dass 0,1–0,5 % der vorhandenen FS in freier
Form und 1–6,5 % als lösliche Konjugate vorliegen, während 93–99 % der FS zellwandge-
bunden ist. In gebundener Form kann FS nicht von körpereigenen Enzymen freigesetzt
werden und gelangt unverändert in den Dickdarm. Im Dickdarm wird die kompakte
Zellwandstruktur teilweise aufgeschlossen. Dies ist möglich, da sich unter den Darm-
Mikroorganismen unter anderem auch fibrolytic bacteria (beispielsweise einige Vertreter
der Gattungen Bacteroides, Roseburia und Ruminococcus) befinden, welche die β-(1→4)-Bin-
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dungen von Hemicellulosen und zum Teil auch Cellulose sowie Pektine hydrolysieren
können (Chassard und Lacroix 2013). Infolgedessen können die FS-Ester durch mikrobi-
elle Esterasen gespalten werden (Kroon et al. 1997). Die Mikrobiota von Herbivoren wie
beispielsweise Rindern, Schafen, Ziegen und Pferden, deren Energiebedarf hauptsächlich
durch pflanzliche Materialien abgedeckt wird, ist entsprechend an diese Energiequelle an-
gepasst. Einige Mikroorganismen der vielfältigen Mikrobiota verfügen über Multienzym-
komplexe (Cellulosome), die durch die Kombination aus Cellulasen, Cellobiohydrolasen,
Endoglucanasen, Xylanasen, Mannanasen und Esterasen eine effiziente Fermentation der
Zellwandpolysaccharide und Freisetzung von FS ermöglichen (Blum et al. 2000; Schwarz
2001; Artzi et al. 2016).
Die Resorption von FS erfolgt mittels transzellulärer, passiver Diffusion im gesamten
Gastrointestinaltrakt, wobei aus den genannten Gründen der größte Teil im Dickdarm
aufgenommen wird (Zhao und Moghadasian 2010). Desweiteren ist auch eine erleich-
terte Diffusion mittels Monocarboxylat-Transportern möglich (Poquet et al. 2008). Aller-
dings wird nur ein Teil der freigesetzten FS absorbiert, da mikrobielle Enzyme diverse




























































FS-Ester 4-Vinylguajacol Vanillin Vanillinsäure
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hippursäure
Abbildung 8: Möglicher mikrobieller (durchgezogene Pfeile) und hepatischer (gestrichelte Pfeile)
Metabolismus von zellwandgebundener Ferulasäure (13). 3-Hydroxyhippursäure (1); 4-Hydroxy-
benzoesäure (2); Hippursäure (3); 3,4-Dihydroxyphenylpropionsäure (4); 3-Hydroxybenzoesäure
(5); Kaffeesäure (6); 4-Hydroxyphenylpropionsäure (7); 3-Hydroxyphenylpropionsäure (8); Dihy-
droferulasäure (9); p-Cumarsäure (10); Phenylessigsäure (11); Benzoesäure (12); Phenylpropion-
säure (14); und Zimtsäure (15)
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im Zuge der Metabolisierung sind Demethylierung, Hydrierung, Dehydroxylierung und
Decarboxylierung, was zu einer Vielzahl möglicher Metaboliten führt. Zusätzlich sind α-
und β-Oxidationsreaktionen möglich (Rosazza et al. 1995; Jansen und Wanders 2006). Im
Dickdarm des Menschen verläuft der Hauptmetabolismus über eine Hydrierung zu Dihy-
droferulasäure, gefolgt von einer Demethylierung zu 3,4-Dihydroxyphenylpropionsäure
und einer selektiven Dehydroxylierung an Position C-4 zu 3-Hydroxyphenylpropionsäure
(Russell et al. 2008; Perez-Ternero et al. 2017; Koistinen et al. 2017). Im Rumen von Wider-
käuern wird aufgrund der vielfältigeren Mikrobiota, die unter anderem auch Hefen und
Schimmelpilze umfasst (Lund 1974), Phenylpropionsäure als mikrobieller Hauptmetabo-
lit gebildet, indem 3-Hydroxyphenylpropionsäure erneut dehydroxyliert wird. Zusätzlich
können weitere Metaboliten gefunden werden, die aus FS gebildet werden, aber auch von
anderen phenolischen Säuren, Polyphenolen oder aromatischen Aminosäuren stammen
können (Chesson et al. 1999; Rechner et al. 2002; Clayton 2012).
Nach Resorption von FS und der mikrobiell gebildeten Metaboliten können diese in
der Leber (teilweise auch in der Darmschleimhaut und der Niere) weiter metabolisiert
werden (Abbildung 8, gestrichelte Pfeile). Im hepatischen Metabolismus finden haupt-
sächlich β-Oxidationen der Phenylpropionsäuren und Konjugationen mit Glucuronsäure,
Sulfat und Glycin statt (Perez-Ternero et al. 2017). Hohe Mengen an Hippursäuren (die
Glycinkonjugate der Benzoesäuren) sind insbesondere bei herbivoren Säugetieren zu fin-
den und bilden die Hauptausscheidungsform der über die Nahrung aufgenommenen
aromatischen Verbindungen (Chesson et al. 1999; Zhao und Moghadasian 2008).
1.4 Zellwandgebundene Ferulasäure-Oligomere
Zellwandgebundene Ferulasäureester können photochemisch oder oxidativ gekoppelt
werden, was zu FS-Dimeren und höheren Oligomeren führt (Bunzel 2010). Obwohl der
oxidative Mechanismus schon vor mehr als 45 Jahren entdeckt wurde, war lange Zeit
nur eines der vielen möglichen Kopplungsprodukte, die 5-5-DFS, bekannt (Geissmann
und Neukom 1971). Aus diesem Grund wurde der Einfluss der oxidativ gekoppelten
DFS stark unterbewertet und Pflanzenproben hauptsächlich auf photochemisch gebildete
Cyclobutandimere (CBD) untersucht. Erst nach der Identifizierung weiterer DFS verlager-
te sich der Fokus auf diese Kopplungsprodukte, da besonders in Getreidekörnern und
-kleien hohe Gehalte an DFS zu finden sind (Tabelle 1, Ralph et al. 1994). Im Folgenden
sollen die beiden Mechanismen näher erläutert werden.
1.4.1 Photodimerisierung
FS kann über einen lichtinduzierten Mechanismus dimerisieren. Dieser verläuft über ei-
ne [2+2]Cycloaddition (Abbildung 9). Liegen die Doppelbindungen zweier Monomere
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in antiparalleler bzw. paralleler Anordnung und mit einem Abstand von maximal 4,2 Å
vor, können unter Lichteinfluss Truxillsäuren (head to tail (ht)) bzw. Truxinsäuren (head to
head (hh)) entstehen (Cohen und Schmidt 1964; Schmidt 1964). Je nach Anordnung der
Monomere können unterschiedliche Diastereomere gebildet werden und neben FS kann








































Abbildung 9: Lichtinduzierte Bildung von Ferulasäure (R1=OH, R2=OCH3)-Cyclobutandimeren
mit Truxill- und Truxinsäurestruktur über eine [2+2]Cycloaddition. Ebenso kann zellwandgebun-
dene p-Cumarsäure (R1=OH, R2=H) an dieser Reaktion teilnehmen.
weils elf Homodimere und 14 Heterodimere möglich. Von den insgesamt 36 CBD konnten
bereits 18 in der Restpflanze von Mais nachgewiesen werden (Dobberstein und Bunzel
2010a). In Versuchen von Turner et al. (1993) konnte gezeigt werden, dass die Bildung
von CBD nicht aktiv von der Pflanzenzelle reguliert wird, sondern lediglich von der Dau-
er und Intensität der Bestrahlung mit Sonnenlicht abhängt. Dazu wurden Gerstenblätter
von lebenden Pflanzen und nach Gefriertrocknung mit Licht behandelt bzw. im Dunkeln
gelagert und die Anteile an CBD verglichen. Es zeigte sich, dass sowohl in lebendem
als auch totem Gewebe der CBD-Anteil durch die Bestrahlung zunahm, während in den
unbestrahlten Proben keine CBD detektierbar waren. In Lebensmitteln sind CBD kaum
von Interesse, da die hauptsächlich verwendeten Pflanzengewebe entweder nur wenig FS
enthalten oder – wie beispielsweise Getreidekörner durch Spelzen oder Hüllblätter – vor
Sonnenlicht geschützt sind. Bei Pflanzenmaterial, das als Futtermittel oder zur Produktion
von Biokraftstoffen eingesetzt wird, sind die Gehalte an CBD jedoch ein wichtiger Para-
meter, um die auf der Fermentation beruhenden Eigenschaften des Pflanzenmaterials zu
beurteilen.
1.4.2 Oxidative Kopplung
Zellwandgebundene FS kann in Gegenwart von Peroxidase und H2O2 leicht durch Ab-
spaltung des phenolischen Wasserstoffatoms oxidiert werden, da das entstehende Phen-
oxyradikal mesomeriestabilisiert wird (Abbildung 10). Dieses kann anschließend mit ei-
nem weiteren Phenoxyradikal koppeln und nach Rearomatisierung der Zwischenproduk-
te verschiedene DFS bilden. Obwohl der radikalische Mechanismus schon früh entdeckt
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wurde, war lange Zeit lediglich das 5-5-Kopplungsprodukt bekannt (Geissmann und Neu-































Abbildung 10: Mechanismus der oxidativen Kopplung zellwandgebundener Ferulasäure durch
Peroxidase und H2O2.
Dass 5-5-DFS nur einen kleinen Teil der DFS ausmacht, wurde erst nach über 20 Jahren
deutlich, nachdem die ebenso möglichen 8-5-, 8-O-4-, 8-8- und 4-O-5-gekoppelten DFS-
Regioisomere synthetisiert und (mit Ausnahme von 4-O-5-DFS, deren Existenz erst später
bestätigt wurde) in Zellwänden von Knäuelgras, Rutenhirse und Maissuspensionszellkul-
turen nachgewiesen wurden (Abbildung 11, Ralph et al. 1994). Dabei wurde beobachtet,
dass nach 8-5-Kopplung ein Chinonmethid-Intermediat entsteht, das durch intramoleku-
lare Ringbildung zwischen O-4 und C-7 schneller rearomatisiert als durch Eliminierung
des Protons an Position C-8. Dadurch entsteht ein FS-Dimer mit Dihydrobenzofuran-
Struktur, das durch die alkalischen Bedingungen bei der Verseifung zum Teil zu einer offe-
nen (nicht cyclisch (nc)) und einer decarboxylierten (dc) 8-5-DFS umgesetzt wird. 8-5(nc)-
und 8-5(dc)-DFS konnten jedoch weder in nativen Zellwänden, noch nach chemischer
oder enzymatischer Kopplung von FS-Estern nachgewiesen werden (Ralph et al. 1994;
Bunzel 2010), sodass davon ausgegangen wird, dass der Nachweis dieser Verbindungen
vollständig auf den Abbau der 8-5(cyclisch (c))-DFS im Zuge der Verseifung zurückzufüh-
ren ist.
Anders dagegen resultiert die 8-8-Kopplung in einem bis-Chinonmethid-Intermediat,
das in vitro und vermutlich auch in vivo in drei verschiedene DFS umgelagert werden
kann (Ralph et al. 2004a; Lu et al. 2012). Eine Möglichkeit ist die Abspaltung beider aci-
der Protonen an den Positionen C-8. Dadurch entsteht die offene Form 8-8(nc)-DFS. Die
cyclische Form 8-8(c)-DFS entsteht durch Abspaltung eines Protons an C-8 und einem
anschließenden nukleophilen Angriff von C-6 des rearomatisierten Rings an der C-7-Po-
sition der verbliebenen Chinonmethid-Einheit. Die dritte Möglichkeit besteht in der Anla-
gerung eines Wassermoleküls an Position C-7 und einem Ringschluss durch nucleophilen
Angriff der neu entstandenen Hydroxygruppe an der zweiten C-7-Position. Aufgrund
der gebildeten Tetrahydrofuran (THF)-Struktur wird dieses Dimer als 8-8(THF)-DFS be-
zeichnet. Die höhere Molekülmasse und der Verlust der Ultraviolett (UV)-Absorption bei
320–330 nm führten dazu, dass 8-8(THF)-DFS erst einige Jahre später in Mais-Zellsus-
pensionskulturen nachgewiesen wurde (Grabber et al. 2000; Ralph et al. 2004a). Somit








































































Abbildung 11: Strukturen der Dehydrodiferulasäuren (DFS), die nach alkalischer Hydrolyse von
Zellwänden gefunden werden können. Auf eventuelle Stereoisomere dieser Verbindungen wird
in dieser Abbildung nicht eingegangen. THF: Tetrahydrofuran, nc: nicht cyclisch, c: cyclisch, dc:
decarboxyliert.
können die insgesamt neun in Abbildung 11 dargestellten DFS in alkalischen Hydroly-
saten von Pflanzenzellwänden gefunden werden. Bislang unbekannt ist, wie viele der
sechs theoretisch möglichen Diastereomeren von 8-8(THF)-DFS existieren. Zwar wurde
zunächst vermutet, dass nur das cis-trans-trans-Isomer in vivo gebildet wird, jedoch erga-
ben Flüssigchromatographie (LC)-MS-Messungen Hinweise auf das Vorhandensein wei-
terer Diastereomere (Schatz et al. 2006; Jilek und Bunzel 2013).
Wie in Abbildung 11 ersichtlich ist, besitzen die durch oxidative Kopplung gebildeten
DFS noch immer eine (bzw. im Falle von 5-5-DFS und den 8-8-gekoppelten DFS zwei)
freie Phenolgruppe(n). Wie schon beschrieben sind 8-5(nc)- und 8-5(dc)-DFS Artefakte
der Probenaufarbeitung und existieren wahrscheinlich nicht in nativer Form. Unter oxi-
dativen Bedingungen können also auch DFS zu Phenoxyradikalen umgesetzt werden, die
mit weiteren FS-Monomeren oder -Dimeren koppeln können. In vitro wurde dies durch
Oligomerisierung freier FS mittels Lignin-Peroxidase gezeigt (Ward et al. 2001). Dass die
Bildung höherer Oligomere auch in planta möglich ist, wurde erstmals im Jahre 2003 bestä-
tigt, indem 5-5/8-O-4-TriFS (Abbildung 12) aus dem alkalischen Extrakt von Maiskleie iso-
liert und identifiziert wurde (Bunzel et al. 2003; Rouau et al. 2003). In den darauffolgenden
Jahren wurden sechs weitere TriFS und zwei TetraFS aus Zellwänden von Maiskleie iso-
liert und deren Struktur aufgeklärt (Abbildung 12): 8-O-4/8-O-4-TriFS, 8-8(c)/8-O-4-TriFS
(Funk et al. 2005), 5-5/8-O-4(H2O)-TriFS, 8-O-4/8-5(nc)-TriFS (Bunzel et al. 2005a), 5-5/8-
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5(nc)-TriFS, 5-5/8-8(THF)-TriFS, 8-O-4/5-5/8-O-4-TetraFS und 8-O-4/5-5/8-5(nc)-TetraFS
























































































Abbildung 12: Strukturen der bisher bekannten, aus Maiskleie isolierten Dehydrotriferulasäuren
(TriFS). Auf eventuelle Stereoisomere dieser Verbindungen wird in dieser Abbildung nicht einge-
gangen. THF: Tetrahydrofuran, nc: nicht cyclisch, c: cyclisch. Trimere mit 8-5(nc)-Struktur entste-
hen bei der alkalischen Hydrolyse aus den entsprechenden cyclischen Strukturen.
Neben den bereits bekannten Struktureinheiten wurde eine weitere Variante – 5-5/8-O-4-
(H2O)-TriFS – identifiziert, bei der ein H2O-Molekül an die Seitenkette der 8-O-4-Bindung
addiert. Da diese Struktureinheit bisher nicht unter den Dimeren gefunden wurde, wird
von einem spezifischen Reaktionsablauf ausgegangen: Zunächst wird das 5-5-gekoppelte
Dimer gebildet. Wird dieses erneut oxidiert und mit einem Monomer über eine 8-O-4-
Bindung gekoppelt, entsteht ein Chinonmethid-Intermediat, an dessen Position C-7 H2O
addieren kann (Bunzel et al. 2005a). Auch bei 8-8(c)/8-O-4-TriFS, 8-O-4/8-5(nc)-TriFS und
5-5/8-5(nc)-TriFS sind spezifische Reaktionsfolgen nachvollziehbar, die in ihren Trivialna-
men durch die Abfolge der Struktureinheiten verdeutlicht werden sollten (Bunzel 2010).
Bei den restlichen bekannten TriFS und TetraFS existieren mehrere Möglichkeiten, in wel-
cher Reihenfolge die Kopplungen entstehen können.
Die Bestätigung, dass nicht nur FS sondern auch DFS zellwandgebunden vorliegen,
konnte durch Isolierung einiger DFS-haltiger Oligosaccharide nach partieller Hydrolyse
von Zellwandpolysacchariden erbracht werden. So konnten aus Maiskleie nach saurer
Hydrolyse saccharidgebundene 5-5-DFS (Saulnier et al. 1999), 8-O-4-DFS (Allerdings et
al. 2005; Bunzel et al. 2008a) und 8-8(c)-DFS (Bunzel et al. 2008a) isoliert werden. Die
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estergebundenen Saccharide (Arabinofuranosyl- und Xylopyranosyl-β-(1→2)-arabinosyl-
Ester) belegen, dass DFS an Arabinoxylane gebunden sein können. Aus Zellwänden von
Zuckerrüben konnten außerdem durch aufeinanderfolgende Hydrolysen mit 0,05 M Tri-
fluoressigsäure (TFA), 0,1 M TFA und enzymatischer Hydrolyse Ballaststoff-Fraktionen
gewonnen werden, die mittels MS unter Verwendung einer Ionenfalle untersucht wurden.
In den isolierten Fraktionen waren Struktureinheiten, die sowohl DFS (5-5- oder 8-O-4-)
als auch Mono- und/oder Disaccharide von Arabinan- oder Galactan-Seitenketten ent-
hielten (Ralet et al. 2005). Arabinangebundene 5-5- und 8-O-4-DFS konnten außerdem
nach enzymatischer Hydrolyse in Quinoa-Samen isoliert und mittels LC-MS/MS und
Kernspinresonanz (NMR)-Spektroskopie identifiziert werden (Wefers et al. 2015). Somit
wird davon ausgegangen, dass auch pektingebundene FS oligomerisiert werden kann.
Wider Erwarten konnten bisher keine 8-5(c)-gekoppelten Oligosaccharide nachgewiesen
werden, obwohl dieser Kopplungstyp in vielen Pflanzen dominiert (Bunzel 2010).
1.4.3 Ferulasäure-Crosslinks
Die in den Kapiteln 1.4.1 und 1.4.2 genannten Mechanismen eröffnen die Möglichkeit
der FS-vermittelten Kopplung von Zellwandpolymeren. Die Ausbildung dieser Crosslinks
gehört zu den wahrscheinlich wichtigsten Funktionen zellwandgebundener FS. Dadurch
können Arabinoxylane und Pektine untereinander sowie mit Proteinen oder Lignin ver-
knüpft werden. Daraus resultiert eine höhere Stabilität gegenüber mechanischen Einwir-
kungen, Widerstandsfähigkeit gegen Angriffe von Insekten und phytopathogenen Mikro-
organismen, aber auch eine höhere Resistenz gegenüber chemischem und enzymatischem
Abbau (Ralph et al. 2004a). Um den den Einfluss dieser Kopplungen auf die Zellwand zu
beurteilen, ist jedoch von elementarer Bedeutung, ob es sich um inter- oder intramoleku-
lare Kopplungen handelt. Auch wenn bisher kein direkter Beweis erbracht wurde, gibt es
viele Ansätze, die für die Existenz von intermolekularen Crosslinks zwischen Zellwand-
polysacchariden sprechen. Beispielsweise kann Pektin, das aus Zuckerrüben isoliert wur-
de, Gele bilden, wenn es mit H2O2 und Peroxidase versetzt wird. Die höhere Viskosität
und das mittels Größenausschlusschromatographie (SEC) bestimmte höhere Molekular-
gewicht korreliert mit der Bildung von DFS aus monomerer FS, was nur durch inter-
molekularer Kopplung zu erklären ist (Oosterveld et al. 2000). Auch bei Versuchen mit
Arabinoxylanen aus Weizen, Gerste, Roggen und Triticale führte eine oxidative Kopplung
der gebundenen FS zur Gelbildung, einhergehend mit einer Steigerung des hydrodyna-
mischen Volumens der Polysaccharide. Dies deutet auf eine intermolekulare Quervernet-
zung der Arabinoxylane durch die Bildung von OFS hin (Dervilly-Pinel et al. 2001).
Weitere Hinweise resultieren aus molekularer Modellierung. Hierbei können komplexe
Moleküle dreidimensional dargestellt und ihre physikochemischen Eigenschaften berech-
net werden. Hatfield und Ralph (1999) untersuchten anhand stark vereinfachter Struk-
turmodelle, ob intramolekulare Kopplung möglich ist. Dabei wurde ein Rückgrat aus
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16 Xylose-Einheiten gewählt, an das an den O-3-Positionen über verschiedene Möglich-
keiten zwei 5-O-trans-Feruloyl-l-arabinofuranose-Einheiten gebunden waren. Sie kamen
zu dem Ergebnis, dass FS nur dann intramolekular koppeln kann, wenn zwischen den
beiden ferulasäurehaltigen Arabinose-Einheiten entweder zwei oder vier Xylose-Einhei-
ten liegen. Unter diesen Umständen ist lediglich eine 5-5-Kopplung möglich. Die anderen
Kopplungstypen müssen demnach durch intermolekulare Kopplung entstanden sein, da
für intramolekulare Kopplung die Energiebarrieren zu hoch sind. Auch wenn in dieser
Studie keine höheren Oligomere der FS berücksichtigt wurden, erscheint bei Betrachtung
der Trimere und Tetramere eine rein intramolekulare Kopplung äußerst unwahrschein-
lich. Auf der anderen Seite darf nicht vernachlässigt werden, dass simulierte Modelle
nicht den tatsächlichen Gegebenheiten in Zellwänden entsprechen. Durch die komplexe
Matrix könnten Polysaccharid-Ketten deformiert und Energiebarrieren verringert werden,
sodass intramolekulare Verknüpfungen möglicherweise auch durch andere Kopplungsty-
pen entstehen. Bei TriFS und insbesondere TetraFS wird vermutet, dass die Kopplung von
drei, bzw. vier Polymeren über einen Knotenpunkt sterisch zu anspruchsvoll ist. Deshalb
wird davon ausgegangen, dass zellwandgebundene FS in der Lage ist, sowohl inter- als
auch intramolekulare Kopplungen einzugehen.
1.5 Metabolisierung von Dehydrodiferulasäuren
In verschiedenen in-vitro-Testsystemen besitzen DFS radikalfangende und antioxidative
Eigenschaften (Garcia-Conesa et al. 1999; Andreasen et al. 2001c). Um jedoch die physio-
logische Relevanz der DFS in vivo beurteilen zu können, sind Untersuchung zur Bioverfüg-
barkeit dieser Substanzen notwendig, welche wie in den Kapiteln 1.2 und 1.4 beschrieben
durch die Bindung an Polysaccharide in eine komplexe Zellwandmatrix eingebettet sind.
Nur geringe Mengen der DFS liegen in freier Form vor (Grúz et al. 2015).
Bisher wurden Untersuchungen zur Resorption und Metabolisierung einzelner OFS auf-
grund begrenzter Verfügbarkeit von Standardsubstanzen lediglich mit 8-O-4-, 5-5- und
8-5-gekoppelten DFS durchgeführt. Andreasen et al. (2001b) zeigten, dass oral aufge-
nommene, freie 5-5-, 8-O-4-, 8-5(c)- und 8-5(nc)-DFS im Gastrointestinaltrakt von Rat-
ten absorbiert und im Blut nach Inkubation mit Glucuronidase/Sulfatase nachgewiesen
werden können. Außerdem wurde unter Einsatz von DFS-Diethylestern sowie Weizen-
und Roggenkleien gezeigt, dass geringe Mengen der estergebundenen DFS durch die
humane intestinale Mukosa freigesetzt werden. Deutlich höher sind dagegen die DFS-
Freisetzungsraten durch Inkubation mit humanen Fäzesproben, was auf eine effiziente
mikrobielle Spaltung der DFS-Ester im Dickdarm hindeutet. Die von Andreasen et al.
(2001b) bestimmten, unterschiedlich effizienten Freisetzungen aus Weizen- und Roggen-
kleien lassen vermuten, dass die Zellwandmatrix einen wesentlichen Einfluss auf die Sub-
stratzugänglichkeit und damit auf die Aktivität der Esterasen hat.
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Die Absorption von mikrobiell freigesetzten DFS-Regioisomeren konnte bislang jedoch
nicht nachgewiesen werden. Kern et al. (2003) analysierten Blutproben von Probanden
über einen Zeitraum von 24 h, denen eine Mahlzeit mit hohem Weizenkleie-Anteil ver-
abreicht wurde, konnten jedoch nach Glucuronidase-/Sulfatase-Inkubation keine 5-5-,
8-O-4-, 8-5(c)- oder 8-5(nc)-DFS detektieren. Dies wurde unter anderem auf eine rasche mi-
krobielle Metabolisierung der freigesetzten DFS zurückgeführt. In den folgenden Jahren
wurde der mikrobielle Metabolismus von 5-5-, 8-O-4- und 8-5-gekoppelter DFS anhand
der Inkubation der DFS mit humanen Fäzesproben untersucht. Ihre jeweiligen Hauptme-
taboliten wurden isoliert und deren Struktur aufgeklärt. So wurde gezeigt, dass 5-5-DFS
enzymatisch hydriert und demethyliert wird, was zur Bildung verschiedener Metabo-
liten führt. Eine Spaltung der Biphenyl-Bindung zu monomeren Verbindungen wurde
nicht nachgewiesen (Russell et al. 2008; Braune et al. 2009). Dagegen wurde gezeigt, dass
die Etherbindung der 8-O-4-DFS gespalten wird, wodurch monomere FS und vermut-
lich 3-(4-hydroxy-3-methoxyphenyl)-Brenztraubensäure entstehen. Diese können wie in
Kapitel 1.3 beschrieben, d.h. durch Hydrierung, Demethylierung, Dehydroxylierung und
Decarboxylierung zu zahlreichen Metaboliten umgesetzt werden (Braune et al. 2009; Ko-
istinen et al. 2017). In einer weiteren Studie wurde gezeigt, dass auch 8-5(c)-DFS und
8-5(nc)-DFS mikrobiell umgesetzt werden, was in Hydrierung der Seitenketten und De-
methylierung der Methoxygruppen resultiert (Schendel et al. 2015). Außerdem kann die
Ringstruktur der 8-5(c)-DFS reduktiv geöffnet werden, wohingegen eine Spaltung der Di-
mere zu Monomeren nicht beobachtet wurde. In dieser Studie wurde zusätzlich die Mo-
dellverbindung 8-5(c)-DFS-Diethylester einer Fäzesinkubation unterzogen. Dabei wurde
die Abspaltung beider Estergruppen, die bereits von Andreasen et al. (2001b) beobachtet
wurde, bestätigt. Interessanterweise konnte durch Isolierung und Strukturaufklärung ent-
sprechender Metaboliten gezeigt werden, dass diverse Metabolisierungsreaktionen auch
ohne die Spaltung der Esterbindung ablaufen (Schendel et al. 2015). Übertragen auf 8-O-4-
DFS könnte somit die Metabolisierung von polysaccharidgebundener 8-O-4-DFS zur Spal-
tung entsprechender Crosslinks führen, noch bevor die Esterbindungen hydrolysiert wer-
den. Untersuchungen zur mikrobiellen Metabolisierung von 8-8-gekoppelten DFS, CBD
oder TriFS wurden bislang nicht durchgeführt.
1.6 Bedeutung der Ferulasäure und ihrer Derivate
1.6.1 Einfluss und Verwendung in Lebensmitteln
Aufgrund ihrer antioxidativen Eigenschaften wird FS in vielen Lebensmitteln als phy-
siologisch wertvoll angesehen (Acosta-Estrada et al. 2014). Neben ihrer antioxidativen
Wirkung wurden weitere, für den menschlichen Organismus positive Eigenschaften wie
zum Beispiel Cholesterin-senkende (Kim et al. 2003), antiarteriosklerotische (Nagy et al.
2013), anti-inflammatorische (Russell et al. 2008) und antikanzerogene (Mancuso und San-
tangelo 2014) Effekte postuliert. Auch für Lebensmittel selbst können hohe Gehalte an FS
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vorteilhaft sein, da durch ihre Wirkung als Radikalfänger der oxidative Verderb verzögert
wird. Des Weiteren besitzt FS in vitro antibakterielle Eigenschaften, was den mikrobiellen
Verderb von Lebensmitteln verlangsamen könnte (Borges et al. 2013). Aus diesen Gründen
wurde die Zugabe von Rohstoffen oder Extrakten mit hohen Gehalten an FS und anderen
phenolischen Säuren zu vielfältigen Lebensmitteln untersucht. So konnte gezeigt werden,
dass die oxidative Stabilität von Keksen erhöht werden kann, wenn das verwendete Son-
nenblumenöl mit einem Extrakt aus Reiskleie angereichert wurde (Bhanger et al. 2008).
Ebenso kann die oxidative Stabilität und Haltbarkeit von Fleischpasteten erhöht werden,
indem den Teigen bei der Produktion 3–7 % Weizen- oder Hafer-Kleien zugegeben wer-
den (Kumar et al. 2016).
Des Weiteren trägt FS durch Bildung von Crosslinks zwischen Zellwandpolymeren zur
Knusprigkeit von Obst und Gemüse bei. Die hohe thermische Stabilität der Textur von
Wasserkastanien (Parker und Waldron 1995; Parr et al. 1996) und Zuckerrüben (Waldron
et al. 1997) ist vermutlich auf die relativ hohen Gehalte an DFS in den Zellwänden zu-
rückzuführen. Die Zellen dieser Gewebe lassen sich auch nach langem Kochen aufgrund
starker Zell-Zell-Adhäsion nicht separieren.
Die gelbildende Eigenschaft von Pektinen (Kapitel 1.2.2), die beispielsweise in Kon-
fitüren ausgenutzt wird, kann durch eine stärkere Quervernetzung der Polysaccharide
gesteigert werden. Durch Behandlung mit Peroxidase/H2O2 oder Laccase kann polysac-
charidgebundene FS oxidativ gekoppelt werden, wodurch die Viskosität erhöht und die
Gelbildung verbessert wird (Oosterveld et al. 2000; Oosterveld et al. 2001; Micard und Thi-
bault 1999). Beim Brotbackprozess sind Arabinoxylane aufgrund ihrer wasserbindenden
und gelbildenden Eigenschaften von großer Bedeutung. FS scheint dabei einen Einfluss
auf diese Eigenschaften zu haben, da die Zugabe von isolierten Arabinoxylanen zu Mehl
in einer gesteigerten Wasserbindungsfähigkeit resultierte, während dieser Effekt bei Zu-
gabe alkalisch verseifter Arabinoxylane nicht nachgewiesen wurde (Hartmann et al. 2005).
FS wird außerdem als Vorstufe zur Produktion von Vanillin verwendet, das als „natürli-
ches Vanillin“ vermarktet werden darf. Durch enzymatische Hydrolyse kann FS zunächst
aus verschiedenen Nebenprodukten anderer Industriezweige freigesetzt und anschlie-
ßend zu Vanillin umgesetzt werden. Zahlreiche Mikroorganismen wurden identifiziert,
die diese Biokonversion durchführen können (Kaur und Chakraborty 2013).
1.6.2 Futtermittel
Neben Leguminosen werden hauptsächlich die Blätter und Stängel verschiedener Gräser
als Futtermittel verwendet, die entweder direkt, nach Trocknung oder Silierung verfüt-
tert werden (Jackson 1977). Da etwa 60 % der globalen Ackerflächen zur Produktion von
Futtermitteln genutzt werden, ist das Interesse entsprechend groß, die Qualität der Fut-
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termittel zu steigern (Raschka und Carus 2012). Die Bioverfügbarkeit der Energie aus den
Zellwandpolysacchariden hängt von der Struktur und Zusammensetzung verschiedener
Zellwandkomponenten ab. Insbesondere die Menge und Zusammensetzung von Lignin
spielt eine entscheidende Rolle, da Lignin eine Barriere für Wasser und hydrolysierende
Enzyme darstellt. Die Limitierung der Fermentation durch Lignin ist in zahlreichen Pu-
blikationen zusammengefasst (Grabber et al. 2004; Grabber 2005; Frei 2013).
Dass auch der Gehalt an FS und p-CS mit der Verdaulichkeit von Zellwandpolysac-
chariden korreliert, wurde erstmals am Beispiel von Weidelgras gezeigt (Hartley 1972).
Zunächst konnte lediglich vermutet werden, dass der limitierende Effekt nicht von den
Monomeren der Hydroxyzimtsäuren selbst ausgeht, sondern die Bildung von Dimeren
für die Verringerung der Fermentation verantwortlich ist. Beispielsweise sind in Weidel-
gras, Gerste, Luzerne, rotem Klee, Mais und Sorghumhirse etwa 5–14 % der Monomere
zu Dimeren umgesetzt, wobei der Anteil an Dimeren aufgrund der damals verwendeten
Analysemethoden nach heutigem Wissen höher eingeschätzt werden muss. Insbesondere
CBD sind aufgrund des Sonnenlichts in den Blättern und Stängeln von Gräsern in relativ
hohen Gehalten vorhanden (Eraso und Hartley 1990).
Grabber et al. (2009) führten Untersuchungen zum Einfluss von FS auf die ruminale Fer-
mentation von Futtermitteln durch. Dazu wurden Zellwände aus Mais-Zellsuspensionen
mit normaler und gehemmter FS-Biosynthese isoliert und zum Teil künstlich lignifiziert.
Die Geschwindigkeit und das Ausmaß der Fermentation wurden bestimmt, indem die
Gasproduktion und die Menge an nicht-fermentierbaren Polysacchariden bei einer in-
vitro-Inkubation mit Pansensaft analysiert wurden. So wurde ermittelt, dass die enzyma-
tische Hydrolyse durch DFS-Crosslinks in nicht-lignifizierten Zellwänden geringfügig und
durch Lignin-Polysaccharid-Crosslinks in lignifizierten Zellwänden maßgeblich verringert
wird (Grabber et al. 2009). Zu dieser Schlussfolgerung kamen auch frühere Studien mit
Mais-Zellsuspensionen (Grabber et al. 1998) und Trespen (Casler und Jung 1999).
1.6.3 Herstellung von Biokraftstoff
Die Gewinnung von Biokraftstoffen basiert auf dem enzymatischen Abbau von Öl, Stär-
ke und Zucker (erste Generation) oder Nicht-Stärke-Polysacchariden (zweite Generation).
Im Vergleich zur Herstellung von Biokraftstoffen der ersten Generation sind die Verfahren
unter Verwendung der ganzen Pflanze aufgrund der komplexen und individuellen Zell-
wandstruktur deutlich aufwendiger und bislang weniger rentabel (Zhao et al. 2012a). Um
die Ausbeute und damit Wirtschaftlichkeit der Herstellung von Biokraftstoffen der zwei-
ten Generation zu erhöhen, muss das Netzwerk aus Cellulose, Hemicellulosen und Lignin
aufgeschlossen werden, damit die Polysaccharide für Hydrolasen und Wasser zugänglich
sind. Dazu wurden verschiedene Vorbehandlungen entwickelt, die je nach Rohmaterial
angewandt werden können (Balat 2011; Zhao et al. 2012b; Mood et al. 2013). Darunter
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zielen einige auf die Verringerung der FS-Crosslinks ab, die Hemicellulosen untereinan-
der und zu Lignin quervernetzen. Eines der führenden Verfahren ist die „ammonia fiber
expansion“-Vorbehandlung, bei der das Pflanzenmaterial mit flüssigem Ammoniak ver-
setzt und anschließend auf 90 ◦C erhitzt wird. Dieser Prozess findet zunächst unter Druck
statt, der dann schlagartig gesenkt wird, was zu einer explosionsartigen Verdampfung
des Ammoniaks führt. Mit Hilfe dieses Verfahrens wird der Kristallisationsgrad der Cel-
lulose reduziert, die Ligninstruktur verändert und estergebundene FS-Crosslinks gespalten
(Zhao et al. 2012b; Vismeh et al. 2013). Eine weniger aufwendige Variante stellt die alka-
lische Vorbehandlung dar, bei der das Pflanzenmaterial mit NaOH, KOH, Ca(OH)2 oder
Ammoniak für mehrere Stunden oder Tage behandelt wird. Auch bei diesem Verfahren
liegt der größte Vorteil in der Reduktion der FS-Crosslinks und somit im teilweisen Ab-
bau der Zellwandmatrix, wodurch die Cellulose zugänglicher gemacht wird (Zhao et al.
2012b; Mood et al. 2013).
Eine weitere Strategie zur Steigerung der Effizienz bei der Biokraftstoff-Produktion
bietet die Veränderung der Lignin-Struktur in planta, indem mittels genetischer Modifi-
kationen beeinflusst wird, welche Monomere für die Lignifizierung verwendet werden.
Dadurch kann beispielsweise der Polymerisationsgrad, die Hydrophobizität und/oder
die Vernetzung zu anderen Zellwandpolymeren verringert werden (Mottiar et al. 2016).
Vergleichsweise neu sind Konzepte, bei denen Monolignolferulate in das Lignin-Polymer
der Pflanzenzellwände eingebaut werden. Diese sogenannten „zip-Lignine“ bieten den
Pflanzen die lebensnotwendigen Eigenschaften, lassen sich aber leicht durch alkalische
Hydrolyse aufspalten (Wilkerson et al. 2014; Mottiar et al. 2016).
2
Z I E L S E T Z U N G
Zellwandgebundene FS und deren Derivate sind für Pflanzen in vielerlei Hinsicht von zen-
traler Bedeutung, beeinflussen aber auch die Qualität von pflanzlichen Nahrungsmitteln,
Futtermitteln und Rohstoffen zur Gewinnung von Biokraftstoff. In Bezug auf Nahrungs-
mittel wird FS mit verschiedenen physiologisch positiven Eigenschaften in Verbindung
gebracht. Jedoch ist zu berücksichtigen, dass ein Großteil der FS zellwandgebunden vor-
liegt und daher erst im Dickdarm freigesetzt wird. Die freigesetzte FS kann mikrobiell
fermentiert, resorbiert und anschließend hepatisch weiter metabolisiert werden. Entspre-
chende Vorgänge finden auch in Wiederkäuern statt, sodass derartige Metaboliten auch in
der Milch zu finden sein sollten. Des Weiteren sind zellwandgebundene OFS von großem
Interesse, da durch die Quervernetzung von Polysacchariden untereinander sowie mit Li-
gnin und eventuell Strukturproteinen die Widerstandsfähigkeit der Zellwand gegenüber
enzymatischem und chemischem Abbau gesteigert wird.
Die in der Literatur beschriebenen Methoden zur Analytik von FS sowie ihrer Derivate
und Metaboliten besitzen häufig eine geringe Selektivität und Empfindlichkeit. Außer-
dem liefern diese Methoden oft nur unvollständige Informationen über FS-Metaboliten in
Milch und anderen Matrices sowie über die in Zellwänden vorkommenden FS-Crosslinks,
da jeweils nur eine Auswahl an Metaboliten bzw. OFS erfasst wird. Insbesondere bei der
OFS-Analytik ist dies unter anderem darauf zurückzuführen, dass die etablierten Ver-
fahren zur Gewinnung entsprechender Standardsubstanzen mit einem hohen Zeit- und
Arbeitsaufwand verbunden sind.
Ziel der vorliegenden Arbeit war es daher, verschiedene Multimethoden zu entwickeln,
mit denen möglichst umfassende Informationen über FS, FS-Metaboliten und OFS er-
halten werden können. Unter anderem sollte eine LC-MS/MS-basierte Stabilisotopen-
verdünnungsanalyse (SIVA) entwickelt werden, mit der FS, typische FS-Metaboliten so-
wie weitere Präkursoren dieser Metaboliten selektiv und empfindlich in Milch quanti-
fiziert werden können. Da die meisten der für diese Methode benötigten isotopenmar-
kierten Standardsubstanzen nicht kommerziell verfügbar sind, sollten diese in geeigneten
Synthesen als zweifach markierte Isotopologe gewonnen werden. Ziel war zudem eine
Optimierung der Probenaufarbeitung, um eine schnelle und effiziente Extraktion zu er-
möglichen, die neben der Eliminierung störender Matrixbestandteile eine Konzentration
der Analyten zulässt.
Zur Entwicklung von Methoden für die Bestimmung von OFS sollten Strategien ent-
wickelt werden, mit denen ein breites Spektrum der nicht kommerziell erhältlichen OFS-
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Standardsubstanzen effizient und in hoher Reinheit gewonnen werden kann. Dabei sollten
Verfahren im Fokus stehen, bei denen durch den Einsatz von isotopenmarkierten Reak-
tanten auch die entsprechenden Isotopologe gebildet und isoliert werden können. Ein
weiterer Schwerpunkt lag in der Gewinnung von bislang nicht beschriebenen OFS, deren
Strukturen mittels moderner spektroskopischer Methoden aufgeklärt werden sollten. An-
hand verschiedener Proben sollte überprüft werden, ob die synthetisierten Verbindungen
auch in Pflanzenmaterialien vorkommen.
Ausgehend von einer möglichst großen Vielfalt an Standardsubstanzen sollten Metho-
den entwickelt werden, mit denen umfassende Informationen über die Gehalte an FS und
OFS in pflanzlichen Zellwänden erhalten werden können. Einerseits war das Ziel, eine
LC-MS/MS-basierte SIVA zu entwickeln, die sich durch eine hohe Selektivität und Emp-
findlichkeit auszeichnet, sodass auch geringe Gehalte an OFS unabhängig von der Kom-
plexität der Matrix richtig und präzise bestimmt werden können. Des Weiteren war vorge-
sehen, eine LC-MS/MS-Methode zu entwickeln, bei der anstelle von isotopenmarkierten
Standardsubstanzen die monomethylierte 5-5-DFS als alleinige interne Standardsubstanz
verwendet wird, da diese mit deutlich geringerem Aufwand synthetisiert werden kann.
Die Anwendbarkeit der Methoden sollte anhand der Analyse von unlöslichen Ballaststof-
fen (UBS) monokotyler und dikotyler Pflanzen demonstriert werden. Außerdem sollten
Möglichkeiten zur Etablierung von Screening-Verfahren zur Summenbestimmung von
FS-Dimeren und -Trimeren untersucht werden, deren Vorteile in einer schnellen Durch-
führung und Interpretation der Ergebnisse liegen.
3
M AT E R I A L U N D M E T H O D E N
3.1 Synthese von Ferulasäure und Ferulasäure-Metaboliten
Zur Entwicklung von Targeted Screening-Methoden, die auf die Bestimmung bekannter
Substanzen abzielen, werden Referenzsubstanzen benötigt, um die Eigenschaften der
Analyten in den jeweiligen Testsystemen beurteilen zu können. Für die SIVA sind außer-
dem isotopenmarkierte Standardsubstanzen notwendig, mit denen neben aufarbeitungs-
bedingten Analytverlusten die matrixbedingte Ionensuppression bei Verwendung weicher
Ionisationsmethoden ausgeglichen werden kann.
Die in dieser Arbeit untersuchten FS-Metaboliten beinhalten die in Abbildung 8 (Ka-
pitel 1.3) gezeigten Zimtsäuren, Phenylpropionsäuren, Benzoesäuren, Hippursäuren und
Phenylessigsäure. Mit Ausnahme von 3-Hydroxyhippursäure sind diese kommerziell er-
hältlich, jedoch sind ihre Isotopologen – bis auf [D2]Benzoesäure – nicht verfügbar oder
nur zu unrealistisch hohen Preisen. Aus diesem Grund wurden Möglichkeiten erarbeitet,
die benötigten Substanzen zu synthetisieren. Zu den gängigen Verfahren der Stabiliso-
topenmarkierung gehören der Austausch von H- mit D-Atomen oder der Einbau von
13C-Atomen in die Strukturen. Der H/D-Austausch hat den Vorteil, dass er oft mit einem
geringeren finanziellen und zeitlichen Aufwand durchgeführt werden kann. Allerdings
muss bei dieser Technik sichergestellt werden, dass die Isotopenmarkierung während der
Analyse stabil ist. 13C-Markierungen sind vergleichsweise teuer und können nur im Zu-
ge einer geeigneten Synthese in das Zielmolekül integriert werden. Dennoch wurden in
dieser Arbeit FS und die meisten FS-Metaboliten als zweifach 13C-markierte Standard-
substanzen hergestellt, da diese Art der Markierung beständig ist und einen geringe-
ren Isotopenshift im Vergleich zu D-Markierungen aufweist. Substanzen, bei denen eine
13C-Markierung nicht praktikabel war, wurden mittels H/D-Austausch deuteriert.
3.1.1 Zimtsäuren
Prinzipiell können 13C-markierte Zimtsäuren durch drei verschiedene Reaktionsmechanis-
men aus Benzaldehyden erhalten werden. Die Perkin-Reaktion beinhaltet eine Kondensa-
tion aromatischer Aldehyde mit Säureanhydriden (Perkin 1867; Bacharach und Brogan
1928; Pawar et al. 2011). Hierbei wird Essigsäureanhydrid und der Katalysator Pyridin
verwendet, um eine C2-Einheit auf den Benzaldehyd zu übertragen. Da 13C-markiertes
Essigsäureanhydrid in dieser Reaktion gleichzeitig als Lösungsmittel dient und deswe-
gen in hohem Überschuss eingesetzt werden muss, ist die Synthese von 13C-markierten
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Zimtsäuren über diesen Weg nicht praktikabel.
In der Horner-Wadsworth-Emmons-Variante der Wittig-Reaktion wird die C2-Einheit
von Trialkylphosphonoacetaten übertragen, wodurch entsprechende Alkylester der Zimt-
säuren entstehen (Horner et al. 1959; Wadsworth und Emmons 1961). Freie Phenolgrup-
pen müssen in dieser Reaktion mit Schutzgruppen versehen werden. Trialkylphosphono-
acetat wird mit NaH deprotoniert und kann anschließend mit dem Benzaldehyd zum
Zimtsäurealkylester umgesetzt werden. Zuletzt müssen die Schutzgruppe und der Alky-
lester abgespalten werden (Abbildung 13, Reaktionen II–V).
In der Knoevenagel-Reaktion mit Doebner-Modifikation dient Malonsäure als C2-Grup-
penüberträger (Knoevenagel 1898; Doebner 1900; Robbins und Schmidt 2004). Im Lö-
sungsmittel Pyridin mit katalytischen Mengen Anilin oder Piperidin wird Malonsäure
deprotoniert und addiert an die Carbonylverbindung. Durch spontane Wasserabspaltung









































Abbildung 13: Die Synthese von Zimtsäuren aus Benzaldehyden (hier am Beispiel von Ferula-
säure dargestellt) ist mittels Knoevenagel-Reaktion mit Doebner-Modifikation möglich (I: Malon-
säure, Pyridin, Anilin). Eine weitere Möglichkeit bietet die Horner-Wadsworth-Emmons-Variante
der Wittig-Reaktion, die aus Acetylierung (II: Pyridin, Essigsäureanhydrid), Deprotonierung (III:
Tetrahydrofuran, NaH), Kondensation (IV: Tetrahydrofuran) und Verseifung (V: wässrige NaOH-
Lösung) besteht.
Aufgrund der einfacheren Durchführbarkeit wurden die zweifach 13C-markierten Zimt-
säuren mittels Knoevenagel-Reaktion synthetisiert (Kapitel 8.1.1). Die Horner-Wadsworth-
Emmons-Variante der Wittig-Reaktion wurde durchgeführt, um mit [13C]Triethylphos-
phonoacetat FS mit einer 13C-Markierung zu synthetisieren (Kapitel 8.3.1). Diese wur-
de als Ausgangsprodukt zur Synthese von 13C-markierten OFS verwendet (Kapitel 3.3).
Aufgrund des hohen Bedarfs an [9-13C]FS war der erhöhte Arbeitsaufwand durch den
geringeren Preis von [13C]Triethylphosphonoacetat im Vergleich zu [13C2]Malonsäure ge-
rechtfertigt.
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3.1.2 Phenylpropionsäuren
Isotopenmarkierte Phenylpropionsäuren können durch Reduktion der entsprechenden
Zimtsäuren erhalten werden (Fumeaux et al. 2010). Allerdings finden bei Verwendung
von D2 als Reduktionsmittel zusammen mit Metallkatalysatoren wie PtO2 oder Pd/C zu-
sätzlich H/D-Austauschreaktionen statt, die in einem uneinheitlichen Deuterierungsgrad
resultieren (Sajiki et al. 2004a; Sajiki et al. 2004b; Esaki et al. 2007; Yu und Spencer 1997).
Aus diesem Grund wurden synthetisierte 13C2-markierte Zimtsäuren mit H2 reduziert,
sodass selektiv 13C2-markierte Phenylpropionsäuren entstanden (Kapitel 8.1.2).
3.1.3 Benzoesäuren
Die Integration von zwei 13C-Atomen in Benzoesäure, 3-Hydroxybenzoesäure und 4-Hy-
droxybenzoesäure kann nicht ohne einen erheblichen Aufwand durchgeführt werden.
Aus diesem Grund wurden in dieser Arbeit H/D-Austauschreaktionen untersucht, die
nach dem Mechanismus der elektrophilen aromatischen Substitution verlaufen. Kata-
lysiert durch starke Säuren addiert das Elektrophil D+ an den Ring. Hierbei werden
Positionen bevorzugt, bei denen das kationische Zwischenprodukt besonders gut me-
someriestabilisiert wird. Unter Deprotonierung erfolgt anschließend die Rearomatisie-
rung. Hydroxygruppen besitzen einen -I- und einen +M-Effekt, wodurch die Reaktions-
geschwindigkeit erhöht wird und die Protonen in ortho- und para-Stellung zur Hydro-
xygruppe bevorzugt ausgetauscht werden. Somit können mittels elektrophiler aromati-
scher Substitution wie in Kapitel 8.1.3 beschrieben [3,5-D2]4-Hydroxybenzoesäure und
[2,4,6-D3]3-Hydroxybenzoesäure erhalten werden (Marini et al. 2010). Eine selektive Deu-
terierung von Benzoesäure ist mittels elektrophiler aromatischer Substitution nicht mög-
lich, allerdings ist [2,6-D2]Benzoesäure kommerziell verfügbar.
3.1.4 Phenylessigsäure
Aufgrund von Keto-Enol-Tautomerie und Mesomeriestabilisierung über den aromatischen
Ring sind die Protonen des α-C-Atoms der Phenylessigsäure relativ acide und können un-
ter alkalischen Bedingungen mit D+ ausgetauscht werden (Orfanopoulos et al. 1990) (Kapi-
tel 8.1.4). Dem geringen synthetischen Aufwand steht jedoch gegenüber, dass [7,7-D2]Phe-
nylessigsäure nicht verwendet werden kann, wenn bei der Probenvorbereitung oder Mes-
sung hohe pH-Werte vorliegen, da sonst ein Rückaustausch stattfinden kann.
3.1.5 Hippursäuren
Hippursäure kann in einem Schritt durch Anwendung der Schotten-Baumann-Reaktion
aus Benzoylchlorid und Glycin synthetisiert werden (Schotten 1884; Baumann 1886; Kaus-
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hik et al. 2012) (Kapitel 8.1.5). Die Synthese von 3-Hydroxyhippursäure ist dagegen kom-
plexer, da zunächst die Hydroxygruppe mit einer geeigneten Schutzgruppe versehen wer-
den muss, bevor 3-Hydroxybenzoesäure mit Thionylchlorid zu 3-Hydroxybenzoylchlorid
umgesetzt werden kann (Abbildung 14). Dadurch wird verhindert, dass das Carbonsäu-
rechlorid intermolekular mit der Hydroxygruppe reagiert. Die Schutzgruppe muss so
gewählt werden, dass sie unter den alkalischen Bedingungen der Schotten-Baumann-Re-
aktion ausreichend stabil ist und dennoch anschließend leicht abgespalten werden kann.




















Abbildung 14: Für die Synthese von 3-Hydroxyhippursäure aus 3-Hydroxybenzaldehyd muss zu-
nächst eine Schutzgruppe eingebacht werden (I: N,O-bis(Trimethylsilyl)trifluoroacetamide, Trie-
thylamin). Anschließend kann die Carbonsäure zum Carbonsäurechlorid umgesetzt werden (II:
Thionylchloride). Die darauffolgende Schotten-Baumann-Reaktion (III: Toluol, Glycin in wässri-
ger NaOH-Lösung) führt zum gewünschten Produkt. TMS: Trimethylsilyl-Gruppe.
3.2 Methoden zur Bestimmung von Ferulasäure-Metaboliten
Prinzipiell können die in Abbildung 8 (Kapitel 1.3) gezeigten phenolischen Säuren mittels
Umkehrphasen (RP)-Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (HPLC), Ionenchromato-
graphie oder Gaschromatographie (GC) getrennt werden. Aufgrund der teilweise sehr
geringen Analytmengen empfiehlt sich die Detektion mittels Tandem-Massenspektrome-
trie (MS/MS), für die eine Kopplung mit Ionenchromatographie aufgrund der hohen
Salzmengen mit einem erhöhten technischen Aufwand verbunden ist. Zur Bestimmung
einiger phenolischer Säuren in Weizenkeimen konnte bereits eine GC-MS/MS-Methode
entwickelt werden (Wu et al. 1999). Durch Kopplung einer unpolaren mit einer polareren
GC-Kapillare und Time-of -Flight-Detektion wurden bis zu 980 Substanzen – darunter eini-
ge phenolische Säuren – in Fäzesproben analysiert (Aura et al. 2008; Koistinen et al. 2017).
Um eine ausreichende Flüchtigkeit zu erreichen, müssen die Analyten jedoch zuvor deri-
vatisiert werden, was mit einem zusätzlichen Arbeitsschritt verbunden ist. Mittels HPLC
können die Analyten nach entsprechender Probenaufarbeitung direkt analysiert werden.
Beispielsweise wurden verschiedene phenolische Substanzen auf einer C8-Säule getrennt
und mittels UV-Detektor quantifiziert (Besle et al. 2010).
In der vorliegenden Arbeit wurde eine LC-(Triple-Quadrupol)-MS/MS-Methode entwi-
ckelt, mit der die Bestimmung von FS und der in Abbildung 8 (Kapitel 1.3) als Struktur-
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formel dargestellten FS-Metaboliten in Milch möglich ist (Kapitel 8.2). Die Trennung der
Analyten erfolgte auf einer Phenyl-Hexyl-Säule, die mit aromatischen Verbindungen zu-
sätzlich zu hydrophoben Wechselwirkungen auch π-π-Wechselwirkungen eingehen kann.
Die zur massenspektrometrischen Detektion notwendige Ionisierung der Analyten erfolgt
mittels Elektronenspray-Ionisation (ESI), bei der im Vergleich zur härteren chemischen
Ionisation bei Atmosphärendruck (APCI) eine geringere Fragmentierung der Analyten
auftritt. Somit können im ersten Quadropol die jeweiligen Quasimolekülionen [M – H]–
selektiert werden, die im zweiten Quadrupol – der sogenannten Stoßkammer – durch
Kollision mit Argon fragmentiert werden. Anschließend werden im dritten Quadrupol
spezifische Fragmentionen selektiert. Dabei wird für jede Substanz neben dem Quantifier-
Fragmention, das zur Quantifizierung dient, wenn möglich ein zusätzliches Fragmention
(Qualifier-Ion) detektiert, welches zur eindeutigen Identifizierung der jeweiligen Verbin-
dung verwendet werden kann.
Eine der einfachsten Strategien zur Kalibrierung chromatographischer Methoden ist
die externe Kalibrierung, bei der Lösungen von Standardsubstanzen und Proben unab-
hängig voneinander gemessen werden. Anhand der Peakflächen und Konzentrationen
der Standardsubstanzen werden Kalibriergleichungen erstellt, mit denen die Analytge-
halte in den Proben berechnet werden können. Diese Methode hat zum Nachteil, dass
mögliche Fehler während der Probenaufarbeitung oder der Messung nicht berücksichtigt
werden. Häufig werden deshalb interne Standardsubstanzen verwendet, die möglichst
ähnliche chemische Eigenschaften wie die Analyten besitzen, sich jedoch chromatogra-
phisch von diesen trennen lassen und nicht natürlicherweise in den zu analysierenden
Proben enthalten sind. Die internen Standardsubstanzen werden zu Beginn der Proben-
aufarbeitung zur Probe gegeben und parallel zu den Analyten quantifiziert, sodass – un-
ter Voraussetzung vergleichbarer chemischer Eigenschaften von Analyten und internen
Standardsubstanzen – Fehler während der Probenaufarbeitung weitestgehend ausglei-
chen werden. Allerdings kann es bei der Verwendung MS-basierter Detektionsmethoden
zu einigen Fehlerquellen, darunter matrixbedingte Ionensuppression, kommen, die mit-
tels dieser internen Standardsubstanzen nicht ausgeglichen werden können. Aus diesem
Grund sollten bei massenspektrometrischen Methoden isotopenmarkierte Standardsub-
stanzen eingesetzt werden, was dem Prinzip der SIVA entspricht. Dabei wird der Probe
zu Beginn der Analyse eine bekannte Menge isotopenmarkierter Standardsubstanzen zu-
gegeben. Da sich sich die Isotopologe chemisch gleich verhalten, aber mittels MS bzw.
MS/MS unterschieden werden können, werden sowohl die Analytverluste während der
Probenaufarbeitung als auch matrixbedingte Ionensuppressionseffekte bei der Ionisation
der Analyten und sonstige Einflüsse auf die Ionenausbeute ausgeglichen, wodurch eine
hohe Methodenrichtigkeit erzielt wird. Da die in dieser Arbeit analysierten FS-Metaboli-
ten größtenteils in unkomplizierten Synthesen als isotopenmarkierte Standardsubstanzen
hergestellt werden können, wurde die Strategie der SIVA gewählt.
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Eine optionale Enzyminkubation mit Glucuronidase und Sulfatase zu Beginn der Pro-
benaufarbeitung ermöglicht es, sowohl die Gehalte an nicht-konjugierten als auch Phase-
II-konjugierten Analyten zu bestimmen. Zur Extraktion der FS und FS-Metaboliten wird
eine angepasste Version der Quick, Easy, Cheap, Effective, Rugged and Safe (QuEChERS)-
Methode angewandt, die ursprünglich zur Extraktion von Pestiziden aus Lebensmitteln
mit geringem Fettgehalt entwickelt wurde (Anastassiades et al. 2003; Lehotay et al. 2005).
Dabei wird die homogenisierte, wasserhaltige Probe mit Acetonitril (ACN) gemischt (Ein-
phasen-Extraktion) und anschließend durch Zugabe von MgSO4 und NaCl eine Phasen-
trennung ausgelöst, nach der sich die aromatischen Analyten größtenteils in der organi-
schen Phase befinden. Die bei der LC-MS/MS-Analyse möglicherweise störenden Koh-
lenhydrate, Lipide, Proteine und Salze werden durch die flüssig-flüssig-Extraktion größ-
tenteils entfernt. Anschließend wird bei Methoden zur Bestimmung von Pestiziden in
der Regel eine dispersive Festphasenextraktion mit primären und sekundären Aminen
durchgeführt, um Fettsäuren und andere Carbonsäuren abzutrennen. Da bei diesem Ver-
fahren jedoch auch FS und FS-Metaboliten adsorbiert und entfernt werden, wurde auf
den Einsatz der dispersiven Festphasenextraktion verzichtet. Stattdessen wurde der Ex-
trakt erneut mit MgSO4 getrocknet durch Entfernen des Lösungsmittels aufkonzentriert.
Anhand der Analyse von drei Milchproben mit unterschiedlichem Fettgehalt wurde
die die entwickelte LC-MS/MS-Methode validiert. So konnte gezeigt werden, dass sich
diese durch eine schnelle Probenaufarbeitung sowie eine selektive, empfindliche und prä-
zise Quantifizierung auszeichnet und aufgrund der Verwendung von isotopenmarkierten
Standardsubstanzen eine hohe Richtigkeit besitzt.
3.3 Gewinnung von Ferulasäure-Dimeren und -Trimeren
In den letzten Jahrzehnten wurden verschiedene Wege erarbeitet, OFS als Standardsub-
stanzen zu gewinnen. Dabei wurden sowohl Methoden zur Isolierung von natürlich vor-
kommenden Verbindungen verwendet, als auch Synthesen entwickelt, die von de-novo-
Synthesen über chemische Kopplungen bis zu biomimetischen Reaktionen reichen.
3.3.1 Isolierung aus Maiskleie
Aufgrund des relativ hohen FS-Gehaltes von bis zu 3,1 % des Trockengewichts hat sich
die Kleie von Mais als besonders geeignet zur Isolierung von FS-Oligomeren erwiesen
(Saulnier et al. 1995; García-Lara et al. 2004). Dennoch darf die Bedeutung der komple-
xen Zellwandmatrix sowie die Vielfalt zellwandgebundener phenolischer Verbindungen
in Maiskleie bei der Isolierung nicht unterschätzt werden. Sie sind der Grund dafür, dass
mehrere aufeinanderfolgende Arbeitsschritte nötig sind, damit einzelne Substanzen mit
ausreichender Reinheit erhalten werden. Dies erfordert entsprechende Trennsysteme und
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einen zeitlichen Aufwand von mehreren Wochen.
Die in der Vergangenheit publizierten Methoden zur Isolierung von DFS, TriFS und
TetraFS aus Maiskleie folgen dem selben Schema (Bunzel et al. 2003; Bunzel et al. 2004a;
Funk et al. 2005; Bunzel et al. 2005a). Nach Mahlen und Entfetten der Kleie werden
die UBS wie in Kapitel 8.4 beschrieben isoliert, indem Stärke, ein Großteil der Proteine,
lösliche Ballaststoffe (LBS) und weitere lösliche Bestandteile der Probe entfernt werden.
LBS enthalten zwar auch OFS, allerdings nur geringe Mengen im Vergleich zu den UBS.
Im nächsten Schritt werden mittels alkalischer Hydrolyse die estergebundenen Phenolsäu-
ren aus den UBS freigesetzt, die anschließend mit Diethylether oder Ethylacetat extrahiert
werden können. Weitere Extraktionsschritte in 5 %ige NaHCO3-Lösung und nach Ansäu-
ern zurück in ein organisches Lösungsmittel haben zur Folge, dass nur Substanzen mit
mindestens einer freien Carbonsäuregruppe isoliert werden. Somit wird ein Gemisch aus
hauptsächlich FS, p-CS und FS-Oligomeren erhalten. Die folgende Fraktionierung mittels
Sephadex LH-20-Chromatographie ist der zentrale Schritt der Isolierung von OFS. Die
stationäre Phase besteht aus hydroxypropylierten Dextranen, die über Crosslinks zu ei-
nem porösen Netzwerk verbunden sind. Dadurch werden die Moleküle zum einen nach
ihrem hydrodynamischen Volumen, aber auch durch hydrophile und lipophile Wechsel-
wirkungen aufgetrennt, sodass viele DFS und 5-5/8-O-4-TriFS mit Reinheiten von über
75 % aus Maiskleie isoliert werden. Diese können anschließend mittels semipräparativer
HPLC auf einer C18-Säule weiter aufgereinigt werden (Bunzel et al. 2003; Bunzel et al.
2004a). Durch kleine Modifikationen dieses Verfahrens können weitere Trimere isoliert
und als Standardsubstanzen gewonnen werden (Funk et al. 2005; Bunzel et al. 2005a). Die
Fraktionierung mittels Sephadex LH-20 kann außerdem optimiert werden, indem zuvor
eine Trennung der Dimere, Trimere und höheren Oligomeren mittels SEC durchgeführt
wird (Bunzel et al. 2006).
Der Nachteil der Isolierung aus Maiskleie ist, dass trotz des hohen zeitlichen Aufwan-
des viele OFS nur in geringen Mengen isoliert werden. Auch in Hinblick auf die Gewin-
nung von isotopenmarkierten Standardsubstanzen ist die Isolierung aus Pflanzenmateri-
al ungeeignet und wurde deshalb in dieser Arbeit nicht durchgeführt. Allerdings wurde
die Sephadex LH-20-Chromatographie eingesetzt, um komplexe Produktgemische che-
mischer Synthesen zu fraktionieren (Kapitel 8.3.6). Es zeigte sich, dass dieses Verfahren
insbesondere zur Aufreinigung von TriFS und TetraFS gegenüber der präparativen SEC
oder RP-HPLC überlegen ist (Kapitel 4.2.2).
3.3.2 Totalsynthesen
Mittels Totalsynthese können komplexe Moleküle aus vergleichsweise einfach aufgebau-
ten, kommerziell erhältlichen Vorgängersubstanzen erhalten werden. Der reversible Ein-
satz von Schutzgruppen findet oft Verwendung, um reaktive Gruppen zu inaktivieren,
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damit spezifische Produkte mit höherer Ausbeute erhalten werden.
Die Totalsynthese von 8-O-4-DFS kann aus Vanillin und Coniferylaldehyd in neun Syn-
theseschritten erfolgen. Darunter sind das Einbringen von drei verschiedenen Schutzgrup-
pen, die Kopplung der beiden Monomere, Abspaltung von Schutzgruppen, Bromierung,
Eliminierung, Oxidation des Aldehyds und abschließend eine Verseifung (Ralph et al.
1994). 8-8(THF)-DFS kann in einem komplexen, mehrstufigen Syntheseweg erhalten wer-
den, dessen Schlüsselschritt die Kopplung eines Zimtsäureesters mit einem β-Ketoester
durch Mn(OAc)3 ist (Schatz et al. 2006). Von sechs möglichen Diastereomeren entsteht
bei dieser Reaktion lediglich das cis-trans-trans-Isomer, welches auch in Pflanzen das do-
minierende Diastereomer darstellt. Jedoch konnte gezeigt werden, dass auch weitere Dia-
stereomere existieren (Jilek und Bunzel 2013), für die bisher keine geeigneten Synthesen
beschrieben wurden. Mouterde et al. (2013) publizierten eine Möglichkeit zur Totalsyn-
these von 5-5/8-O-4-TriFS aus Vanillin in zehn Schritten. Sie beinhaltet unter anderem
eine enzymatische 5-5-Kopplung des Monomers, Verwendung von Acetyl- und tert-Butyl-
Schutzgruppen, Kettenverlängerung mittels Wittig-Reaktion, Aldolkondensation, Elimi-
nierung und die Abspaltung der Schutzgruppen.
Die drei beschriebenen Synthesewege beinhalten Reaktionsschritte unter speziellen Be-
dingungen wie beispielsweise Schutzgasatmosphäre, Temperaturen von−78 ◦C oder Licht-
ausschluss und Chemikalien mit hohem Gefahrenpotential. Somit sind gute Kenntnisse
und Erfahrung in der organischen Synthesechemie sowie eine entsprechende Laboraus-
stattung notwendig, um die Synthesen durchzuführen. Des Weiteren benötigen die Reak-
tionsschritte und die Aufreinigung der Zwischenprodukte viel Zeit und lassen Gesamt-
ausbeuten von nur 15–20 % erwarten. Besonders bei der Gewinnung von 13C-markierten
Standardsubstanzen führen die geringen Ausbeuten zu hohen Kosten, da bei diesen OFS
der Einbau von 13C-Atomen innerhalb der ersten Reaktionsschritte erfolgen muss. Aus
diesen Gründen wurden keine Totalsynthesen durchgeführt.
3.3.3 Chemische Kopplung von Monomeren der Ferulasäure
Phenoxyradikale, die in planta durch Peroxidase und H2O2 entstehen (Abbildung 10, Ka-
pitel 1.4.2), können auch chemisch durch verschiedene Einelektronenüberträger gebildet
werden. Besonders Silber-, Kupfer- und Eisenionen sind dafür bekannt, diese Reaktionen
zu katalysieren, da sie mehrere stabile Oxidationsstufen besitzen. Werden jedoch phenoli-
sche Säuren in ihrer freien Form eingesetzt, kommt es unter den oxidativen Bedingungen
verstärkt zu Decarboxylierungen (Jin et al. 2010). Aus diesem Grund werden häufig Ethy-
lester verwendet, die wie in Kapitel 8.3.2 beschrieben nach Fiesers Methode synthetisiert
werden können (Fieser und Fieser 1967).
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In einem von Ralph et al. (1994) beschriebenen oxidativen System aus Ag2O in Aceton
koppelt Ethylferulat nach 2–3 h zu etwa 30 % 8-5-verknüpfter DFS, aber auch zu anderen
Di- und Trimeren. In einem weiteren System werden Cu2+-Ionen durch Komplexbildung
mit Tetramethylethylendiamin (TEMED) in organischem Lösungsmittel gelöst, um Ethyl-
ferulat zu Phenoxyradikalen zu oxidieren. Auch hier entstehen Ester verschiedener FS-
Oligomere, wobei unter den Dimeren 5-5- und 8-8(c)-gekoppelte Ethylferulate überwie-
gen (Lu et al. 2012). Denkbar wäre auch ein oxidatives System mit Eisen-Ionen, die auf un-
terschiedliche Art komplexiert werden können. Mittels wasserlöslichem Eisen-Porphyrin-
Komplex wurden bereits verschiedene Hydroyxyzimtsäuren, allerdings nicht FS, oxidativ
gekoppelt (Šmejkalová und Piccolo 2006). Tobinaga und Kotani (1972) konnten mittels
Eisen-Dimethylformamid-Komplex FS mit einer Ausbeute von 35 % zum 8-8-gekoppelten
Dilakton umsetzen, das weiter zu 8-8(c)- und 8-8(nc)-DFS umgesetzt werden kann (Ralph
et al. 1994).
Die Ausbeuten und die Verteilung der Regioisomere können bei den chemischen Kopp-
lungsreaktionen maßgeblich über die Reaktionsbedingungen beeinflusst werden. Modifi-
kationen können in der Art des verwendeten FS-Esters, des Lösungsmittels, der Menge
an Oxidationsmittel, der Reaktionszeit und -Temperatur vorgenommen werden, um bei-
spielsweise bestimmte Kopplungsprodukte bevorzugt zu erhalten oder um das Verhältnis
von Dimeren zu höheren Oligomeren zu beeinflussen (Ralph et al. 1992; Lu et al. 2012).
Die Bildung von 4-O-5-Kopplungsprodukten ist energetisch ungünstiger als 8-5-, 8-O-4-,
5-5- und 8-8-Kopplungen. Deshalb können aus FS-Estern keine 4-O-5-Kopplungsprodukte
gebildet werden. Erst wenn durch Verwendung von Vanillin oder Vanillylalkohol keine
Kopplung über Position C8 möglich ist, kann mittels Ag2O die 4-O-5-Kopplung stattfin-
den (Ralph et al. 1994). Die Umsetzung des Divanillins zur DFS kann anschließend wie
in Kapitel 3.1.1 für Zimtsäuren beschrieben erfolgen.
In dieser Arbeit wurde das von Lu et al. (2012) publizierte oxidative System, welches
den Cu[TEMED]-Komplex enthält, verwendet, da in dieser Reaktion ein ausgewogenes
Produktspektrum an 8-8-, 8-5-, 8-O-4- und 5-5-gekoppelten Dimeren entsteht. Außerdem
führt diese Reaktion aufgrund des verwendeten organischen Lösungsmittels zur Bildung
von TriFS und höheren Oligomeren. Die Untersuchung einiger Reaktionsparameter er-
gab, dass die höchsten Ausbeuten unter Verwendung von katalytischen Mengen des Cu-
TEMED-Komplexes unter Regeneration mit O2 nach 16 h in ACN erzielt wurden. Zur
Aufreinigung des komplexen Produktgemisches wurde eine Kombination aus Umkris-
tallisation sowie Flash-, Sephadex LH-20- und RP-Chromatographie entwickelt (Kapitel
4.2.2). In einer weiteren Reaktion, in der [9-13C]Ethylferulat verwendet wurde, konnten
mit dem optimierten Verfahren zweifach 13C-markierte DFS und dreifach 13C-markierte
TriFS gewonnen werden (8.3.6). Des Weiteren wurde das Verfahren nach Ralph et al. (1994)
verwendet, um 4-O-5-DFS zu synthetisieren. Abweichend zur Literatur wurde jedoch ge-
testet, ob das 4-O-5-gekoppelte Divanillin wie in Kapitel 8.3.5 beschrieben auch mittels
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Knoevenagel-Reaktion zu 4-O-5-DFS umgesetzt werden kann, die in einem Reaktions-
schritt erfolgt (Abbildung 13).
3.3.4 Enzymatische Kopplung von Monomeren der Ferulasäure
Verschiedene Peroxidasen und mit geringerer Effektivität auch Laccasen können Ferulate
zu OFS oxidieren (Wallace und Fry 1999; Carunchio et al. 2001). Auch bei der enzyma-
tischen Oxidation treten bei Verwendung der freien FS Decarboxylierungsreaktionen auf
(Liu et al. 2005), weshalb die Verwendung von FS-Estern besser geeignet ist. Dabei ist
zu beachten, dass die Enzyme für eine ausreichende Aktivität einen hohen wässrigen
Anteil im Reaktionsmedium benötigen. Dadurch ist die Löslichkeit unpolarer FS-Ester
begrenzt und wird durch die Kopplung zu Oligomeren noch weiter herabgesetzt. Wenn
selektiv DFS erhalten werden sollen, ist diese Eigenschaft von Vorteil, da die gewünsch-
ten Produkte nicht für weitere Reaktionen zu Verfügung stehen. So können beispielsweise
FS-Ethylester in wässriger Pufferlösung durch Peroxidase und H2O2 mit hoher Ausbeute
zu Dimeren umgesetzt werden. Hierbei entstehen vergleichbar zu den natürlichen Gege-
benheiten bevorzugt 8-5-Kopplungen (Ralph et al. 1998; Aljawish et al. 2014).
Zur Synthese höherer Oligomere muss das Reaktionsmedium einen ausreichenden An-
teil an organischem Lösungsmittel beinhalten, damit die dimeren Zwischenprodukte in
Lösung bleiben. So können aus Ethylferulat durch einen Anteil von 30 % Ethanol ver-
schiedene Trimere und Tetramere generiert und isoliert werden (Bunzel et al. 2008b). Al-
lerdings sinkt mit steigendem Anteil an organischem Lösungsmittel die Aktivität und
Stabilität der Enzyme. Eine weitere Möglichkeit ist die Veresterung von FS mit einer aus-
reichend polaren Verbindung, um die Dimere in Lösung zu halten.
Wie in Kapitel 4.2.3 beschrieben, konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass bei der
biomimetischen Reaktion nach Ralph et al. (1998) geringe Mengen an 8-8(THF)-DFS en-
stehen. Da die Gewinnung dieser DFS bisher nur mittels Totalsynthese oder Isolierung
aus Maiskleie beschrieben wurde (Schatz et al. 2006; Jilek und Bunzel 2013), wurde die
Gewinnung mittels enzymatischer Kopplung von Ferulaten als mögliche Alternative un-
tersucht. In Übereinstimmung zu den Reaktionsmechanismen des 8-8-gekoppelten Chi-
nonmethid-Intermediates (Kapitel 1.4.2) wurde gezeigt, dass der Anteil an 8-8(THF)-DFS
durch niedrige pH-Werte gesteigert werden kann. Allerdings verringert sich dadurch die
Enzymaktivität und -stabilität der verwendeten Peroxidase. In einer wässrigen Puffer-
lösung mit einem pH-Wert von 2,5 wurden die höchsten Ausbeuten an 8-8(THF)-DFS
detektiert. Deshalb wurden diese Bedingungen für folgende Reaktionen verwendet, um
nach entsprechender Aufreinigung 8-8(THF)-, 8-5- und 8-O-4-gekoppelte DFS bzw. ihre
13C2-markierten Isotopologen zu erhalten (Kapitel 8.3.7).
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3.3.5 Photochemische Synthesen von Ferulasäure-Cyclobutandimeren
FS-CBD können erhalten werden, indem FS mit Licht bestrahlt wird. Die [2+2]Cycloaddi-
tionsreaktion kann allerdings nur stattfinden, wenn die Monomere in einer Kristallstruk-
tur vorliegen, bei der die Doppelbindungen parallel zueinander angeordnet sind und
einen Abstand von maximal 4,2 Å zueinander haben (Schmidt 1964). Untersuchungen
an Zimtsäure und substituierten Zimtsäuren zeigten, dass die α-Kristallmodifikation, in
der die Moleküle antiparallel zueinander angeordnet sind, zu α-Truxillsäuren dimerisie-
ren wohingegen die parallele Ausrichtung in der β-Struktur zu β-Truxinsäuren führt.
γ-Kristallstrukturen sind photoinaktiv. Es konnte außerdem gezeigt werden, dass je nach
Substitution der Zimtsäure unterschiedliche Kristallstrukturen gebildet werden können,
aber auch das Lösungsmittel, aus dem kristallisiert wird, und die Temperatur einen Ein-
fluss auf die Kristallstruktur haben (Schmidt 1964; Atkinson et al. 2003; Fonseca et al.
2008).
Die unterschiedlichen Kristallstrukturen und damit verbundenen photochemischen Re-
aktionen der FS sind vergleichsweise wenig erforscht und die Produktspektren der in
der Literatur beschriebenen Versuche teilweise unterschiedlich. Ford und Hartley (1989)
fanden beispielsweise nach Bestrahlung von FS ein CBD des Truxillsäuretyps, während
Morrison et al. (1991) sowohl eine Truxill- als auch eine Truxinsäure fanden. Packert und
Steinhart (1995) identifizierten sogar sechs verschiedene FS-CBD nach Bestrahlung von
FS. Grund für die unterschiedlichen Produktspektren könnte sein, dass manche Kristall-
strukturen metastabil sind und sich während der langen Bestrahlungszeiten in eine stabi-
lere Anordnung umlagern. Besonders wenn Lichtquellen mit hoher Wärmeeinstrahlung
benutzt werden, kann sich das Kristallgitter ändern und zu anderen Produkten führen.
Eine weitere Ursache kann im Vorhandensein von cis-FS im Kristallgitter liegen. Wird
nur trans-FS auskristallisiert, können maximal vier verschiedene CBD entstehen (Abbil-
dung 15). Ist dagegen auch cis-FS vorhanden, die in Lösung aus trans-FS gebildet werden
kann, steigt die Zahl der möglichen Stereoisomere auf elf (Abbildung 16, Hartley et al.
1990).
Die in der Literatur beschriebenen Photodimerisierungen von FS haben eine relativ ge-
ringe Reaktionsrate von bestenfalls 50 % Umsatz nach 480 h im Vergleich zu p-CS, die
schon nach wenigen Stunden fast vollständig dimerisiert (Morrison et al. 1992). Grund
dafür sind wahrscheinlich die Kristallstrukturen der FS, in der die Doppelbindungen der
Monomere ungünstiger für die [2+2]Cycloaddition angeordnet sind. Ichikawa et al. (2004)
konnten zeigen, dass durch die Herstellung verschiedener Derivate der FS eine verän-
derte Ausrichtung der Doppelbindungen im Kristall erzwungen werden kann. Dadurch
kann die Reaktionsrate auf bis zu 98 % Umsatz in 72 h gesteigert werden und bestimmte
Stereoisomere können selektiv erhalten werden. Die Reaktionsrate kann außerdem gestei-
gert werden, indem in einem photochemischen Reaktor durch Suspension der Kristalle in








































Abbildung 15: Die Stereoisomerie der Cyclobutandimere, die nach Bestrahlung von
trans-Ferulasäure (Ar = 4-Hydroxy-3-methoxyphenyl) entstehen können, ist abhängig von deren




































Abbildung 16: Mögliche Stereoisomere von Ferulasäure-Cyclobutandimeren (Ar = 4-Hydroxy-3-
methoxyphenyl), die theoretisch durch Bestrahlung eines Gemiches aus cis- und trans-Ferulasäure
entstehen können.
Hexan alle Oberflächen gleichmäßig bestrahlt werden. Durch die bessere Temperaturkon-
trolle und den Ausschluss von O2 finden im Vergleich zur direkten Bestrahlung potentiell
weniger Nebenreaktionen statt.
Da ein solcher photochemischer Reaktor nicht zur Verfügung stand, wurde FS in der
vorliegenden Arbeit in einer Kristallisierschale als dünne Schicht auskristallisiert und mit
einer Halogenlampe (1000 W) bestrahlt. In regelmäßigen Abständen wurden die Substan-
zen gelöst und neu auskristallisiert, da nur die Moleküle an der Oberfläche zur Reak-
tion befähigt sind. In einer analogen Reaktion wurde [9-13C]FS bestrahlt, um zweifach
13C-markierte CBD zu erhalten (Kapitel 8.3.9). Um verschiedene Konstitutions- und Kon-
figurationsisomere zu erhalten, wurde der Einfluss des Lösungsmittels, in dem FS aus-
kristallisiert wird, untersucht sowie unterschiedliche FS-Derivate hergestellt und der pho-
tochemischen Reaktion unterzogen. Zur Derivatisierung wurden Ethyl-, Nitrophenyl-,
Tosyl-, Trimethylsilyl-, Acetat- und Glycosyl-Gruppen gewählt, da diese nach erfolgrei-
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cher Photodimerisierung unter alkalischen oder sauren Bedingungen hydrolysiert wer-
den können. Während die meisten Synthesen zur Gewinnung dieser Derivate mit ei-
nem geringen Zeit- und Arbeitsaufwand durchführbar sind (Kapitel 8.3.8), ist die Syn-
these von FS-Glycosiden aufwendiger. 1-O-Feruloyl-β-d-glucose-tetraacetat kann mittels
Nucleophiler Substitution (SN2) aus 1-Brom-α-d-glucose-tetraacetat und FS gebildet wer-
den (Shimotori et al. 2012). Die Acetyl-Schutzgruppen sind dabei notwendig, um eine
intermolekulare Reaktion von 1-Brom-α-d-glucose zu verhindern. Allerdings ist die se-
lektive Abspaltung der Acetylgruppen von 1-O-Feruloyl-β-d-glucose-tetraacetat proble-
matisch, da die Spaltung der Esterbindung zwischen FS und Glucose verhindert werden
muss (Zhu und Ralph 2011). Somit können klassische Verseifungsbedingungen nicht an-
gewandt werden. Gokhale (2011) beschreibt eine Reaktion, bei der eine selektive Deace-
tylierung von 1-O-Feruloyl-β-d-glucose-tetraacetat durch milde ammoniakalische Bedin-
gungen möglich ist. Eine weitere Möglichkeit zur Synthese von 1-O-Feruloyl-β-d-glucose
wurde von Zhu und Ralph (2011) vorgestellt. Dabei werden anstelle von Acetylgruppen
Chloracetylgruppen als Schutzgruppen der Glucose verwendet, welche aufgrund der ho-
hen Elektronegativität von Chlor unter alkalischen Bedingungen deutlich leichter abge-
spalten werden als Acetylgruppen. Da dieser Reaktionsweg jedoch aus mehreren aufwen-
digen Reaktionsschritten besteht, wurde in dieser Arbeit kommerziell erhältliches 1-Brom-
α-d-glucose-tetraacetat mit FS umgesetzt und anschließend in wässrig-ethanolischer NH3-
Lösung deacetyliert (Kapitel 8.3.8).
Eine Schwierigkeit bei der Analyse von CBD ist die Identifizierung der synthetisierten
oder natürlich vorkommenden Substanzen. Die Unterscheidung zwischen Truxill- und
Truxinsäuren ist mittels GC-Electron Impact (EI)-MS möglich, da durch die hohe Ioni-
sierungsenergie jeweils spezifische Fragmente entstehen. Stilben- und Dicarboxylat-Frag-
mente (m/z 416 und 260 nach Trimethylsilylierung) können nur durch asymmetrische
Spaltung der Truxinsäuren entstehen. Fragmente, die durch die McLafferty-Umlagerung
gebildet werden (m/z 586, 469 und 441 nach Trimethylsilylierung), sind dagegen bei Tru-
xillsäuren etwa fünffach intensiver zu detektieren als bei Truxinsäuren (Morrison et al.
1991; Stewart et al. 1992). GC-EI-MS-Messungen haben allerdings den Nachteil, dass die
Unterscheidung zwischen FS- und p-CS-CBD bzw. dem Heterodimer aus FS und p-CS
nicht immer eindeutig ist, da FS-CBD unter Abspaltung einer Methoxygruppe fragmen-
tieren. Diese Unterscheidung kann beim Einsatz einer milderen Ionisationstechnik wie
der chemischen Ionisation oder der Verwendung einer LC-ESI-MS gemacht werden, bei
der aufgrund der geringen Fragmentierung wiederum nicht zwischen Truxill- und Tru-
xinsäuren unterschieden werden kann.
Die Konfiguration kann theoretisch über die Karplus-Beziehung ermittelt werden. Die
Karplus-Kurve beschreibt die Korrelation von Diederwinkeln der Protonen und ihren
Kopplungskonstanten in 1H-NMR-Experimenten. Aufgrund der Signal-Überlagerung von
jeweils zwei Protonen, die jeweils durch zwei benachbarte Protonen aufgespalten sind,
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können die Kopplungskonstanten dieser Protonen jedoch nicht ohne weiteres ermittelt
werden (Morrison et al. 1992). Eine zuverlässige Bestimmung der absoluten Konfiguration
bietet die Röntgenstrukturanalyse. Durch die Beugung von Röntgenstrahlen, mit denen
ein Einkristall bestrahlt wird, können die Abstände und Winkel einzelner Atome berech-
net werden, woraus dann die Molekülstruktur abgeleitet werden kann. In dieser Arbeit
wurde die absolute Molekülstruktur eines synthetisierten FS-CBD mittels Röntgenstruk-
turanalyse bestimmt. Die Kristallisation und Messung wurden in Kooperation mit den
Novartis Institutes for BioMedical Research in Basel durchgeführt und ausgewertet.
3.4 Methoden zur Bestimmung von Oligoferulasäuren
3.4.1 Isolierung von Ballaststoffen
Ballaststoffe, welche mit Ausnahme von Strukturproteinen alle wesentlichen Zellwandpo-
lymere weitgehend enthalten, können in die Fraktionen UBS, LBS und niedermolekulare
Ballaststoffe eingeteilt werden. Diese Einteilung basiert nicht auf strukturellen Eigenschaf-
ten der Bestandteile, sondern auf der Löslichkeit in wässriger Pufferlösung bzw. 80 %igem
Ethanol. Die Fraktionen werden entweder gravimetrisch bestimmt (für analytische Zwe-
cke) oder im präparativen Maßstab aus Pflanzenmaterialien isoliert, um sie für weitere Un-
tersuchungen zu verwenden. Im präparativen Maßstab wird zum Abbau der Stärke eine
thermostabile α-Amylase und eine Inkubationstemperatur von 92 ◦C verwendet, wodurch
auch resistente Stärken hydrolysiert werden, die eigentlich zum Ballaststoffkomplex ge-
hören (AOAC 985.29). Da resistente Stärken jedoch keine FS beinhalten, ist ihr Verlust bei
der Untersuchung der OFS akzeptabel. Zur analytischen Ballaststoffbestimmung wird im
Unterschied zur präparativen Ballaststoffisolierung eine Pankreas α-Amylase in Kombi-
nation mit realeren Inkubationsbedingungen verwendet, um die physiologischen Gege-
benheiten des Gastrointestinaltraktes besser nachzustellen und resistente Stärken mitzu-
erfassen (McCleary et al. 2015).
Sowohl bei der präparativen als auch der analytischen Methode werden zunächst Stär-
ke und Proteine teilweise enzymatisch gespalten und entfernt. Der in wässrigem Puf-
fer unlösliche Rückstand bildet die UBS. Die durch Ausfällen in 80 %igem Ethanol aus
dem Überstand gewonnene Fraktion bildet die LBS. Oligosaccharide, die unter diesen
Bedingungen löslich sind, werden als niedermolekulare Ballaststoffe klassifiziert. Da die
UBS und LBS noch Restproteine und Mineralstoffe enthalten, müssen diese Komponen-
ten nachträglich bestimmt werden, um die gravimetrisch bestimmten Ergebnisse entspre-
chend zu korrigieren. Der Restproteingehalt wird meist über den Stickstoffgehalt im
sauren Aufschluss nach Kjeldahl ermittelt. Der Stickstoffgehalt kann über verschiede-
ne Methoden wie beispielsweise titrimetrisch, photometrisch oder mittels Ammonium-
selektiver Elektrode bestimmt werden (Willis et al. 1996; Khanizadeh et al. 1995). Über
einen Faktor, der abhängig von der Aminosäurezusammensetzung des Proteins ist, kann
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anschließend der Proteingehalt berechnet werden. Bei unbekannter Proteinzusammenset-
zung wird historisch der Faktor 6,25 verwendet. Zur Bestimmung des Aschegehaltes kann
die Probe bei hohen Temperaturen (in der Regel 625 ◦C) verascht und der Rückstand aus-
gewogen werden.
In dieser Arbeit wurden die UBS von Apfel, Amaranth, Zuckerrübe, Mais und Wei-
zen verwendet (Tabelle 2). Diese bereits in anderen Arbeiten detailliert charakterisierten
Probenmaterialien wurden einerseits ausgewählt, da sie unterschiedliche Zellwandzusam-
mensetzungen besitzen (Wefers 2016; Schendel 2016). Die Zellwände von Mais und Wei-
zen besitzen hohe Mengen an Arabinoxylanen und entsprechen der Zusammensetzung
von Typ-II-Zellwänden, während Zuckerrübe und Amaranth Typ-I-Zellwände mit hohen
Pektin-Anteilen besitzen. Des Weiteren war für die Methodenentwicklung von Vorteil,
dass sowohl Proben mit hohen als auch niedrigeren FS- und OFS-Gehalten verwendet
wurden, was anhand von Literaturdaten abgeschätzt werden konnte (Dobberstein und
Bunzel 2010b; Jilek und Bunzel 2013).
Tabelle 2: Übersicht über die in dieser Arbeit hauptsächlich verwendeten Pflanzenproben.
Pflanze Gewebe botanischer Name
Apfel Fruchtfleisch Malus domestica cv. Braeburn
Amaranth Samen Amaranthus hypochondriacus L.
Zuckerrübe Schnitzel nach Extraktion Beta vulgaris subsp. vulgaris
Mais Karyopsen Zea mays L. var. everta
Weizen Karyopsen Triticum aestivum L.
Apfel gehört zur Ordnung Rosales (Rosenartige) und besitzt eine mit Zuckerrübe und
Amaranth vergleichbare Zellwandzusammensetzung, jedoch keine polysaccharidgebun-
dene FS (Wefers 2016). Somit stellen die UBS von Apfel eine geeignete Leermatrix für
Typ-I-Zellwände dar, die in der Methodenvalidierung verwendet wurde (Kapitel 4.5). Na-
tive Typ-II-Zellwände enthalten dagegen immer auch zellwandgebundene FS, weshalb ein
Gemisch aus Cellulose und Xylan (1:1) als Typ-II-Zellwandimitat verwendet wurde (Jilek
und Bunzel 2013). Die UBS der in Tabelle 2 aufgelisteten pflanzlichen Materialien wurden
im präparativen Maßstab unter Verwendung von thermostabiler α-Amylase isoliert. Auf
die Verwendung einer teureren Pankreas α-Amylase sowie die Korrektur auf Restprotein-
und Aschegehalte wurde verzichtet.
3.4.2 Freisetzung von Oligoferulasäuren
Die Freisetzung der estergebundenen phenolischen Substanzen ist durch saure Hydrolyse
mittels H2SO4 oder HCl möglich. Dies hat jedoch den Nachteil, dass die Esterbindungen
bei zu geringer Säurekonzentration nicht vollständig gespalten werden und bei einer zu
hohen Säurekonzentration die freigesetzten Moleküle nicht stabil sind (Barberousse et al.
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2008). Auch durch eine enzymatische Hydrolyse unter Verwendung von Esterasen kön-
nen selbst in Kombination mit Xylanasen und Pectinasen aufgrund der Substratspezifität
und der schlechten Zugänglichkeit der Esterasen die phenolischen Säuren nur unvoll-
ständig freigesetzt werden (Andreasen et al. 1999). Insbesondere die Freisetzung von
FS-Oligomeren kann durch Enzyme nur in geringem Ausmaß erreicht werden (Kroon
et al. 1999). Deshalb hat sich zur Freisetzung von OFS die Verseifung mit 2 M NaOH
für 18–24 h bei Raumtemperatur durchgesetzt (Parker et al. 2005), die auch in dieser Ar-
beit verwendet wurde. Die Verseifung muss unter Lichtausschluss und Abwesenheit von
Luftsauerstoff durchgeführt werden, um Isomerisierungs- und Oxidationsreaktionen zu
vermeiden. Nach Ansäuern können die phenolischen Substanzen mit Diethylether oder
Ethylacetat extrahiert werden (Dobberstein und Bunzel 2010a; Jilek und Bunzel 2013).
Eine zusätzliche Probenaufarbeitung ist durch Extraktion in wässrige 5 %ige NaHCO3-
Lösung möglich. Aufgrund des leicht alkalischen pH-Wertes werden Carbonsäuren depro-
toniert und liegen bevorzugt in der wässrigen Phase vor, wohingegen andere phenolische
Substanzen in der organischen Phase verbleiben. Nach Ansäuern können die phenoli-
schen Säuren wieder mit Diethylether oder Ethylacetat extrahiert werden. Da diese Proze-
dur relativ zeitaufwendig ist, wurde sie in dieser Arbeit ausschließlich in Zusammenhang
mit der Methode zur Summenbestimmung von OFS durchgeführt (Kapitel 4.7), da hier
von einem störenden Einfluss der Matrix ausgegangen wurde.
3.4.3 Bestimmung von Oligoferulasäuren
Zur Bestimmung der OFS sind in den letzten Jahren verschiedene Methoden entwickelt
worden. Bei den meisten Methoden wird 5-5(me)-DFS als interne Standardsubstanz ver-
wendet. Diese ist im Vergleich zu 5-5-DFS (Abbildung 11) an einer der phenolischen Grup-
pen methyliert (me). 5-5(me)-DFS kommt nicht natürlicherweise in Pflanzenzellwänden
vor und besitzt ähnliche chemische Eigenschaften wie die OFS, kann aber chromatogra-
phisch von diesen getrennt werden (Zeller und Schatz 2015). Zunächst wurden Trennun-
gen mittels GC bevorzugt, da sich die GC durch eine hohe chromatographische Auflö-
sung auszeichnet. Somit können die einzelnen Substanzen gut voneinander getrennt und
eine Coelution mit Matrixbestandteilen minimiert werden, sodass die Detektion mittels
Flammenionisationsdetektor (FID) erfolgen kann (Packert und Steinhart 1995; Renger und
Steinhart 2000; Grabber et al. 2000; Bunzel et al. 2001). Oft wird bei diesen Methoden die
Identität der Analyten durch den Einsatz eines MS-Detektors bei gleichen chromatogra-
phischen Bedingungen bestätigt (Micard et al. 1997). Die Quantifizierung mittels GC-MS
hätte den Vorteil einer höheren Selektivität und Empfindlichkeit, wurde jedoch bisher
nicht verwirklicht.
GC-Methoden haben den Nachteil, dass eine Derivatisierung – meist Trimethylsilylie-
rung – notwendig ist, um eine ausreichende Flüchtigkeit der Substanzen zu erreichen. Die
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Flüchtigkeit von TriFS und TetraFS ist jedoch auch nach Derivatisierung zu gering, wes-
halb diese Substanzen nicht mittels GC untersucht werden können. Deshalb wurden nach
Entdeckung der TriFS HPLC-Methoden mit UV-Detektion entwickelt, die auch die Bestim-
mung der höheren Oligomere ermöglichen (Dobberstein und Bunzel 2010a). Dabei muss
beachtet werden, dass die UV-Absorptionsmaxima von 8-8(THF)-DFS und den CBD auf-
grund der fehlenden konjugierten Doppelbindung bei niedrigeren Wellenlängen liegen
als die der anderen OFS. Des Weiteren kann die geringere chromatographische Auflösung
dazu führen, dass einzelne Analyten durch Coelution anderer Substanzen überbestimmt
werden. Selektiver und oft auch empfindlicher ist die Verwendung eines Massenspektro-
meters als Detektor. Dabei ist die Bildung negativ geladener Quasimolekülionen aufgrund
der Carbonsäuregruppen in der Regel empfindlicher (Grúz et al. 2015; Jilek und Bunzel
2013), wohingegen positiv geladene Quasimolekülionen gebildet werden können, um an-
hand spezifischer Fragmente unterschiedliche Regioisomere zu identifizieren (Vismeh et
al. 2013). Allerdings können bei MS-basierten Detektionsarten Ionensuppressionseffekte
zu fehlerhaften Bestimmungen führen, wenn weiche Ionisationsmethoden und keine iso-
topenmarkierten Standardsubstanzen verwendet werden.
Zur Untersuchung von CBD sind in der Literatur ausschließlich GC-Methoden auf-
geführt (Dobberstein und Bunzel 2010a; Packert und Steinhart 1995; Turner et al. 1993).
Grund dafür sind die vielen möglichen Regio- und Stereoisomere, deren Molekülstruktur
zu ähnlich für eine ausreichende chromatographische Trennung mittels HPLC ist. Nach
Entdeckung der DFS ging das Interesse an CBD stark zurück, sodass bisher keine Me-
thode zur Quantifizierung aller natürlich vorkommenden CBD zur Verfügung steht. Dies
liegt auch an der Schwierigkeit, die verschiedenen Stereoisomere als Standardsubstan-
zen zu gewinnen (Kapitel 3.3.5). Deshalb können die bestehenden qualitativen Methoden
nicht zu quantitativen Zwecken genutzt werden (Dobberstein und Bunzel 2010a; Packert
und Steinhart 1995).
In der vorliegenden Arbeit wurden zwei LC-Diodenarraydetektor (DAD)-MS/MS-Me-
thoden zur Bestimmung von OFS sowie FS und p-CS entwickelt, wobei die OFS mittels
MS/MS und FS bzw. p-CS mittels DAD quantifiziert werden (Kapitel 8.5). Im Vergleich
zu bestehenden Methoden zeichnen sich die neuen Methoden durch einige Vorteile aus.
Zunächst wird durch die Verwendung eines Triple-Quadrupol-Massenspektrometers eine
höhere Selektivität erreicht, da zuerst das Quasi-Molekülion [M – H]– (bzw. das decar-
boxylierte Quasi-Molekülion [M – H – CO2]– ) und nach Fragmentierung ein spezifisches
Fragmention selektiert und detektiert wird. Außerdem zeichnet sich die Detektion mittels
MS/MS durch eine hohe Empfindlichkeit aus, da das Hintergrundsignal minimiert und
somit das Signal/Rausch-Verhältnis verbessert wird. Wie in Kapitel 4.5.5.3 beschrieben,
wurden Bestimmungsgrenzen von 5–50 ng/mL ermittelt, die im Vergleich zu LC-(Single-
Quadrupol)-MS- bzw. LC-UV-Methoden um das 10–20-fache bzw. 60–80-fache niedriger
sind (Dobberstein und Bunzel 2010a; Jilek und Bunzel 2013). Dadurch reichen geringe Pro-
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benmengen für die Analyse aus bzw. geringe OFS-Gehalte können zuverlässig analysiert
werden. Beispielsweise kann 4-O-5-DFS, die bisher aufgrund ihres geringen natürlichen
Vorkommens in quantitativen Methoden oft vernachlässigt wird, mit den neuen Metho-
den bestimmt werden.
Ein weiterer Vorteil der entwickelten Methoden ist die größere Anzahl an Analyten,
die mit diesen erfasst werden. Die Synthese und Isolierung geeigneter Standardsubstan-
zen (Kapitel 4.2) machte es möglich, dass insgesamt zehn Dimere und neun Trimere in die
Methoden integriert wurden. Zusätzlich wurde gezeigt, dass die Verseifung von Zellwän-
den mindestens drei verschiedene Konfigurationsisomere der 8-8(THF)-DFS freisetzt, die
unter Verwendung eines bestimmten Massenübergangs als Summe bestimmt werden kön-
nen (Kapitel 4.5.2). Mittels der entwickelten Methoden ist es außerdem möglich, neben
bekannten TriFS auch die im Rahmen dieser Arbeit erstmals identifizierten 8-8(c)/5-5-,
8-8(nc)/8-O-4-, 5-5/8-8(nc)- und 5-5/8-8(c)-TriFS zu quantifizieren. Die Quantifizierung
der trans- und cis-Isomere von FS und p-CS erfolgt mittels DAD, da Zellwände im Allge-
meinen deutlich höhere Gehalte dieser Analyten im Vergleich zu OFS aufweisen. Diese
würden bei der Detektion mittels MS/MS zu einer Signalsättigung führen, sofern die
Probe nicht zusätzlich als Verdünnung gemessen wird. Dagegen können die Daten des
weniger empfindlichen DAD, der außerdem über einen vergleichsweise großen linearen
Bereich verfügt, zur Quantifizierung dieser Analyten verwendet werden. Dabei wird die
interne Standardsubstanz o-Cumarsäure eingesetzt, die bereits in anderen Methoden zur
Bestimmung von zellwandgebundenen phenolischen Säuren Verwendung fand (Gallardo
et al. 2006; Jilek und Bunzel 2013).
Die Unterschiede der beiden entwickelten LC-DAD-MS/MS-Methoden liegen in der
Wahl der internen Standardsubstanzen zur Bestimmung der OFS. Während bei einer der
Methoden 5-5(me)-DFS als interne Standardsubstanz verwendet wird, basiert die Zwei-
te auf der Verwendung von isotopenmarkierten Standardsubstanzen, was dem Prinzip
der SIVA entspricht. Daraus ergeben sich auch die Vor- und Nachteile der jeweiligen Me-
thoden: Die Gewinnung von 5-5(me)-DFS kann mit wenigen Syntheseschritten in großen
Mengen erfolgen (Kapitel 8.3.4), wohingegen die isotopenmarkierten Standardsubstanzen
in verschiedenen Reaktionen mit mehreren Aufreinigungsschritten durchgeführt werden
müssen (Kapitel 8.3). Bei der Probenaufarbeitung hat die Methode mit 5-5(me)-DFS den
Vorteil, dass (abgesehen von o-Cumarsäure zur Quantifizierung der Monomere) nur ei-
ne Substanz zugegeben werden muss. Allerdings hat sich gezeigt, dass die Zugabe einer
einzigen, definierten Menge an 5-5(me)-DFS in der Regel nicht ausreicht, um den kali-
brierten Bereich aller DFS und TriFS abzudecken. Aus diesem Grund ist die Zugabe von
sowohl geringeren, als auch höheren Mengen an 5-5(me)-DFS nötig, was zu einer höheren
Probenzahl führt. Dagegen kann bei der SIVA die Zugabe jeder einzelnen internen Stan-
dardsubstanz entsprechend angepasst werden. Den größten Vorteil bietet die SIVA jedoch
durch den Ausgleich von Ionensuppressionseffekten, die je nach Matrix unterschiedlich
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stark auftreten können. Auch Unterschiede im Extraktionsverhalten einzelner Analyten
während der Probenaufarbeitung werden selektiv ausgeglichen.
Die Standardsubstanzen, die für die SIVA verwendet werden, setzen sich aus zweifach
13C-markierten Dimeren (Ausnahme [13C]8-5(dc)-DFS) und dreifach 13C-markierten Tri-
meren zusammen, bei denen jeweils die Carboxygruppen 13C-Atome besitzen. Die relativ
geringe Anzahl an Isotopenmarkierungen wurde gewählt, da die entsprechenden Reak-
tanten günstiger sind und zudem ein geringerer chromatographischer Isotopenshift zu
erwarten war. Die spektrale Überlappung durch das natürliche 13C-Vorkommen ist trotz
des geringen Massenunterschieds von Analyten und Standardsubstanzen vergleichsweise
gering, da die meisten Analyten unter einer Decarboxylierung fragmentieren und somit
nur Analyten mit natürlichen Carboxy-13C-Atomen als interne Standardsubstanz detek-
tiert werden. Die Auswirkungen der geringen spektralen Überlappung werden in Kapitel
4.5.4.2 beschrieben.
3.4.4 Methoden zur Summenbestimmung von Oligoferulasäuren
Oft ist zur Beurteilung von Pflanzenmaterialien eine Unterscheidung der einzelnen DFS
bzw. TriFS nicht nötig, sondern lediglich entscheidend, wie hoch der Gesamtgehalt an DFS
und TriFS ist. Die Quantifizierung jeder einzelnen Substanz ist mit einem hohen analyti-
schen Aufwand verbunden, der durch Methoden zur Summenbestimmung eventuell ver-
ringert werden kann. Ein weiterer Vorteil wäre, dass auch solche CBD- und TriFS-Isomere
miterfasst würden, die bisher aufgrund fehlender Standardsubstanzen nicht bestimmt
werden können. Eine solche Methode ist für OFS bisher nicht bekannt. Theoretisch sind
aber verschiedene Ansätze möglich, die im Rahmen dieser Arbeit untersucht wurden.
Zur quantitativen oder zumindest semiquantitativen Summenbestimmung von OFS
muss ein System gefunden werden, bei dem sich alle Dimere bzw. Trimere gleich ver-
halten und sich dennoch von Matrixkomponenten unterscheiden lassen. Als eines der
Kriterien kann das hydrodynamische Volumen dienen, das bei den verschiedenen Dime-
ren bzw. Trimeren vergleichbar ist. Die SEC kann deshalb verwendet werden, um die DFS
und TriFS zu selektieren, ohne zwischen den unterschiedlichen Isomeren der Dimere bzw.
Trimere zu differenzieren. Geeignete SEC-gekoppelte Detektoren müssen die Vorausset-
zung erfüllen, dass alle Dimere bzw. Trimere den selben oder zumindest einen vergleich-
baren Response-Faktor (Signalintensität/injizierte Analytmenge) besitzen, da andernfalls
über die Signalintensität keine Aussage über die Quantität der Analyten gemacht wer-
den kann. Außerdem sollten eventuell coeluierende Matrixverbindungen möglichst nicht
erfasst werden. Aus früheren Arbeiten ist bekannt, dass OFS bei Verwendung eines UV-
Detektors unterschiedliche Response-Faktoren besitzen, was aufgrund der strukturellen
Unterschiede der DFS und TriFS vorhersehbar war (Dobberstein und Bunzel 2010a). Eben-
so resultiert die Verwendung von Brechungsindex- Lichtstreu- oder massenspektrometri-
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schen Detektoren erfahrungsgemäß in substanzspezifischen Response-Faktoren, was zum
Teil durch entsprechende Vorversuche bestätigt wurde. Allerdings stand im Arbeitskreis
von Prof. Dr. Wilhelm, Institut für Technische Chemie und Polymerchemie ein Fourier-
Transformations-Infrarot (FTIR)-Detektor zur Verfügung, dessen Verwendungsmöglich-
keit für die Summenbestimmung von DFS und TriFS im Rahmen dieser Arbeit getestet
wurde.
Bei der Infrarot (IR)-Spektroskopie werden elektromagnetische Wellen verwendet, die
Schwingungen und Rotationen von Molekülen anregen. Im mittleren IR-Bereich mit Wel-
lenzahlen von 4000–400 cm−1 werden dabei die Grundtöne von Bindungsschwingungen
angeregt. Je nach Bindungstyp werden charakteristische Wellenzahlen absorbiert, sodass
aus dem IR-Spektrum wichtige Strukturinformationen gewonnen werden können. Für
Carbonylfunktionen, die die DFS bzw. TriFS als weitere Gemeinsamkeit besitzen, sind
charakteristische Signale bei Wellenzahlen um 1725–1680 cm−1 zu erwarten (Günzler und
Gremlich 2003). Auch quantitative Bestimmungen sind mittels IR-Spektroskopie möglich,
da die Absorption von IR-Strahlung bestimmter Wellenlängen proportional zur Konzen-
tration der gelösten Substanz ist (Lambert-Beersches Gesetz).
Bei der Kopplung von SEC und IR-Spektroskopie müssen aufgrund der unterschiedli-
chen Anforderungen einige Kompromisse getroffen werden. Zunächst sollte ein Lösungs-
mittel verwendet werden, das einerseits keine Wechselwirkungen zwischen den Analy-
ten und dem Säulenmaterial der SEC zulässt, aber auch IR-inaktiv ist oder zumindest
ein spektrales Fenster im verwendeten Wellenlängenbereich besitzt. Bei Verwendung von
Styrol-Divinylbenzol-Copolymeren als stationäre Phase ist THF als mobile Phase beson-
ders geeignet. THF weist im Bereich um 1700 cm−1 ein spektrales Fenster auf, sodass
ein geringes Grundsignal vorliegt (Günzler und Gremlich 2003). Für eine genaue Mes-
sung ist das Signal/Rausch-Verhältnis ein wesentlicher Faktor, das unter anderem von
der Analytkonzentration abhängig ist. Demnach muss für die Messung eine möglichst
hohe Probenmenge verwendet werden, die allerdings zu einer Überladung der SEC-Säule
führen kann. Desweiteren kann das Signal/Rausch-Verhältnis gesteigert werden, indem
mehrere Scans durchgeführt und die Interferogramme addiert werden. Dabei ist das
Signal/Rausch-Verhältnis proportional zu
√
n, wobei die Anzahl der Interferogramme
n bei der online-Kopplung durch die Peakbreite und damit unter anderem durch die
Flussrate der SEC-Trennung begrenzt wird. Die Flussrate wiederum kann aufgrund von
longitudinaler Diffusion (Van-Deemter-Gleichung) und längeren Analysezeiten nur be-
grenzt verringert werden.
Die Möglichkeit der Summenbestimmung von FS-Di- und -Trimeren mittels SEC-FTIR
wurde im Rahmen dieser Arbeit untersucht (Kapitel 8.7). Dabei wurde ein Vertex 70 FTIR-
Spektrometer der Firma Bruker verwendet, das im Arbeitskreis von Prof. Dr. Wilhelm, In-
stitut für Technische Chemie und Polymerchemie in vielerlei Hinsicht modifiziert wurde,
3.4 methoden zur bestimmung von oligoferulasäuren 47
um eine möglichst empfindliche Messung zu gewährleisten (Beskers et al. 2015).
Außerdem wurde eine weitere Möglichkeit zur Summenbestimmung von DFS und
TriFS untersucht, bei der die Carbonsäuregruppen fluoreszenzderivatisiert und anschlie-
ßend mittels SEC-Fluoreszenzdetektor (FLD) analysiert werden. Bei Verwendung eines
Fluorophors, dessen π-Elektronensystem nicht durch das derivatisierte Molekül beein-
flusst wird, sollten die verschiedenen DFS- bzw. TriFS-Derivate neben dem hydrodyna-
mischen Volumen auch vergleichbare Fluoreszenzintensitäten aufweisen. Die Derivatisie-
rung kann vor oder nach der chromatographischen Trennung stattfinden, wobei für eine
Nachsäulenderivatisierung eine schnelle Derivatisierungsreaktion und ein größerer appa-
rativer Aufwand nötig sind. Zur Derivatisierung von Carbonsäuren kommen verschiede-
ne Reagenzien in Betracht, die entweder eine reaktive Gruppe besitzen, oder durch Kon-
densationsreagenzien aktiviert werden können. Möglich sind Bromalkyl-, Diazomethan-,
Hydrazin-, Amin-, Alkohol- und Sulfonatreagenzien, wovon Aminreagenzien zu den häu-
figsten Floureszenzderivaten zählen (Toyo’oka 2002).
Im Rahmen dieser Arbeit wurden die in Abbildung 17 dargestellten Reagenzien 4-(N,N-
Dimethylaminosulfonyl)-7-piperazino-2,1,3-benzoxadiazol (DBD-PZ) sowie 4-(N,N-Dime-
thylaminosulfonyl)-7-N-(2-aminoethyl)amino-2,1,3-benzoxadiazol (DBD-ED) getestet, die
sich durch ein isoliertes Fluorophor, kommerzielle Verfügbarkeit, geringe Toxizität und
eine hohe Stabilität der Reaktionsprodukte auszeichnen. Sie wurden bereits zur Bestim-
mung von Prostaglandinen (Toyo’oka et al. 1992), freien Fettsäuren (Toyo’oka et al. 1991;
Ueno et al. 1999), Carbonsäuren des Citratzyklus (Kubota et al. 2005) und N-Acetylas-
paraginsäure (Fukushima et al. 2008) verwendet. Als Kondensationsreagenzien wurden
einerseits 2,2-Dipyridyldisulfid in Kombination mit Triphenylphosphan sowie Diethylcya-





















E R G E B N I S S E U N D D I S K U S S I O N
4.1 Entwicklung einer Methode zur Bestimmung von Ferula-
säure-Metaboliten in Milch
Teile der im Folgenden vorgestellen Ergebnisse wurden bereits im Journal of Agricultural
and Food Chemistry publiziert (Waterstraat et al. 2016b).
4.1.1 Synthese von Standardsubstanzen
Die Synthesen der 13C-markierten Zimt- und Phenylpropionsäuren sowie [13C2]Hippur-
säure wurden in wissenschaftlichen Abschlussarbeiten optimiert, sodass im Zuge dieser
Arbeit die verfügbaren Bestände lediglich aufgefüllt wurden (Waterstraat 2014; Rosler
2014). [D3]3-Hydroxybenzoesäure und [D2]4-Hydroxybenzoesäure wurden mittels säu-
rekatalysiertem H/D-Austausch aus 3-Hydroxybenzoesäure und 4-Hydroxybenzoesäure
bei 100 ◦C erhalten (Kapitel 8.1.3). Da nach 48 h Reaktionszeit die Isotopenreinheit nur
90–95 % betrug, wurde die Reaktion im Falle von 3-Hydroxybenzoesäure dreimal und
im Falle von 4-Hydroxybenzoesäure einmal wiederholt. Dadurch wurde [D3]3-Hydro-
xybenzoesäure mit einer Ausbeute von 85 % und einer Isotopenreinheit von 98 % bzw.
[D2]4-Hydroxybenzoesäure mit einer Ausbeute von 89 % und einer Isotopenreinheit von
99 % gewonnen. [D2]Phenylessigsäure wurde durch basenkatalysierten H/D-Austausch
der aliphatischen Protonen erhalten, die aufgrund der Keto-Enol-Tautomerie relativ acide
sind (Kapitel 8.1.4). Die NaOD/D2O-Lösung wurde unter Ausschluss von O2 für etwa
16 h bei 100 ◦C gerührt, anschließend mit DCl angesäuert und mit Ethylacetat extrahiert.
Nach zwei Wiederholungen dieser Reaktion wurde [D2]Phenylessigsäure mit einer Aus-
beute von 75 % und einer Isotopenreinheit von 96 % erhalten, die sich auch durch eine
vierte Umsetzung nicht steigern lies.
Zur Herstellung von 3-Hydroxyhippursäure wurde ein Syntheseweg entwickelt, dessen
zentraler Schritt in Analogie zur Synthese von Hippursäure eine Schotten-Baumann-Re-
aktion war (Kapitel 8.1.6). Die Gewinnung des 3-Hydroxybenzoesäurechlorides erforderte
jedoch, dass die phenolische Gruppe zuvor mit einer Schutzgruppe versehen wird (Abbil-
dung 14). NMR-Untersuchungen des trimethylsilylierten Zwischenprodukts zeigten, dass
sowohl die phenolische, als auch die Carbonsäuregruppe vollständig derivatisiert und nur
geringe Rückstände der eingesetzten Derivatisierungsreagenzien vorhanden waren. Die
darauffolgende Umsetzung zum Carbonsäurechlorid durch Thionylchlorid wurde – um
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dennoch mögliche Nebenreaktionen zu minimieren – in stöchiometrischem Verhältnis
und unter langsamem Zutropfen bei 0 ◦C durchgeführt. Nach Entfernung des Lösungs-
mittels blieb ein öliger Rückstand zurück, der im Vergleich zum flüssigen Benzoesäure-
chlorid nicht direkt für die Schotten-Baumann-Reaktion verwendet werden kann. Nach-
dem Dichlormethan und Aceton als Lösungsmittel getestet und als ungeeignet bewertet
wurden, wurde Toluol für die Zweiphasenreaktion gewählt, in dem der ölige Rückstand
nach Sonifizieren eine feine Suspension bildete. Diese wurde tropfenweise bei 0 ◦C zur
wässrigen Lösung aus Glycin und NaOH gegeben. LC-MS-Messungen nach Abspaltung
der Schutzgruppen zeigten, dass ein großer Anteil des mutmaßlich gebildeten Säurechlo-
rids mit Wasser reagierte, aber dennoch akzeptable Mengen an 3-Hydroxyhippursäure
entstanden, die mittels präparativer HPLC mit einer Gesamtausbeute von 15 % isoliert
wurden. Die Wiederholung der Synthese unter Verwendung von [13C2]Glycin erbrachte
eine Ausbeute von 28 %.
In einer analogen Reaktionsabfolge mit 4-Hydroxybenzoesäure wurde nach Abspaltung
der Schutzgruppen neben geringen Anteilen unbekannter Nebenprodukte lediglich die
Ausgangssubstanz detektiert. Dies weist darauf hin, dass entweder die Umsetzung zum
Säurechlorid nicht stattgefunden hat oder das Säurechlorid in der Schotten-Baumann-
Reaktion bevorzugt mit Wasser reagierte. Aus diesem Grund konnten 4-Hydroxyhippur-
säure bzw. [13C2]4-Hydroxyhippursäure nicht als Standardsubstanzen gewonnen werden,
sodass die Bestimmung von 4-Hydroxyhippursäure nicht in die LC-MS/MS-Methode in-
tegriert werden konnte.
4.1.2 Probenaufarbeitung nach QuEChERS
Vorversuche zur Extraktion der Analyten mittels QuEChERS-Methode wurden im Zuge
einer wissenschaftlichen Abschlussarbeit durchgeführt (Rosler 2014). Ausgehend von ei-
ner Methode zur Extraktion von Pestiziden aus Milch wurden einige Parameter an die
phenolischen Säuren angepasst (Lehotay et al. 2005). Zunächst wurden die Milchproben
mit isotopenmarkierten Standardsubstanzen versetzt, worauf eine Standzeit von mindes-
tens 20 min folgte, damit die internen Standardsubstanzen potentielle Interaktionen mit
Matrixkomponenten eingehen können. Von den internen Standardsubstanzen wurden
Konzentrationen eingesetzt, die denen der jeweiligen Analyten möglichst ähnlich waren
(Abweichungen um einen Faktor von maximal 10). Anschließend wurde der pH-Wert
der Milchproben auf pH 1,5 eingestellt, um eine möglichst vollständige Extraktion der
phenolischen Säuren zu gewährleisten. Die bei der QuEChERS-Extraktion typischerwei-
se durchgeführte dispersive Festphasenextraktion mit primären und sekundären Aminen
wurde ausgelassen, da diese zum Verlust der Analyten führen würde. Außerdem wur-
den die ACN-Phasen möglichst vollständig verwendet und vor der LC-MS/MS-Messung
getrocknet. Die Zugabe von Methanol (MeOH):H2O (1:1, v/v) zum getrockneten Extrakt
resultierte bei manchen Proben in einer Phasentrennung. Deshalb wurden die Extrakte in
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einem Gemisch aus MeOH, H2O und konzentrierter Salzsäure (250:50:1) gelöst, zentrifu-
giert und im Falle der Phasentrennung die organische Phase für die Messung verwendet.
Mit Hilfe des Aufkonzentrierens wurde eine etwa 25-fach höhere Methodenempfindlich-
keit im Vergleich zur Verwendung des unbehandelten Extraktes erhalten. Die höhere Emp-
findlichkeit ist unverzichtbar für die Quantifizierung einiger gering-konzentrierter Analy-
ten bei Verwendung des in Kapitel 7.3 beschriebenen Massenspektrometers. Des Weiteren
wurde eine optionale Enzyminkubation in die Methode integriert, sodass auch die im
Phase-II-Metabolismus gebildeten Sulfat- und Glucuronid-Konjugate miterfasst werden
können. Diese setzt sich aus einer Ansäuerung der Milch auf pH 4,9, gefolgt von einer
18-stündigen Inkubation mit Sulfatase/Glucuronidase bei 38 ◦C zusammen (Kapitel 8.2).
4.1.3 Chromatographische und massenspektrometrische Parameter
Nach Variation der chromatographischen Bedingungen resultierte die Verwendung einer
oberflächenporösen Phenyl-Hexyl-Säule bei Anwendung eines ternären Gradienten aus
H2O, MeOH und ACN mit jeweils 0,01 % Ameisensäure in der besten Trennung (Ka-
pitel 8.2) (Rosler 2014). Anhand des in Abbildung 18A dargestellten, kombinierten LC-
MS/MS-Chromatogramms einer Lösung aus Standardsubstanzen ist ersichtlich, dass die
Analyten Hippursäure (3) und 3,4-Dihydroxyphenylpropionsäure (4), 3-Hydroxyphenyl-
propionsäure (8) und Dihydroferulasäure (9) sowie Phenylessigsäure (11) und Benzoe-
säure (12) coeluierten, von denen jedoch spezifische Massenübergänge ohne spektrale
Überlappung aufgenommen wurden (Tabelle 3). Die Chromatogramme der unverdünn-
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Abbildung 18: Kombinierte HPLC-MS/MS-Chromatogramme einer Mischung aus Standardsub-
stanzen (A) und einer ökologisch erzeugten Milchprobe mit 3,8 % Fettgehalt (B), die sich aus
Chromatogrammen verschiedener Massenübergänge zusammensetzen. Die Daten der 3-Hydroxy-
hippursäure (1) und Hippursäure (3) entstammen der Messung nach 1:100-Verdünnung. Weitere
Analyten sind: 4-Hydroxybenzoesäure (2); 3,4-Dihydroxyphenylpropionsäure (4); 3-Hydroxyben-
zoesäure (5); Kaffeesäure (6); 4-Hydroxyphenylpropionsäure (7); 3-Hydroxyphenylpropionsäure
(8); Dihydroferulasäure (9); p-Cumarsäure (10); Phenylessigsäure (11); Benzoesäure (12); Ferula-
säure (13); Phenylpropionsäure (14); und Zimtsäure (15).
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ten Milch-Extrakte wiesen einen 2 min breiten Hippursäure-Peak (3) auf, der auf eine
Überladung der Säule zurückzuführen war. Die chromatographische Trennung von 4-Hy-
droxybenzoesäure (2) und 3,4-Dihydroxyphenylpropionsäure (4) wurde dadurch nicht
beeinflusst (Abbildung 18B). Zur Quantifizierung von Hippursäure mussten die Proben
als Verdünnung gemessen werden, wobei auch 3-Hydroxyhippursäure aufgrund hoher
Konzentrationen in dieser Verdünnung quantifiziert wurde.
Die Parameter der massenspektrometrischen Detektion wurden mittels Direktinjekti-
on von Standardlösungen dahingehend optimiert, dass möglichst hohe Intensitäten be-
stimmter Fragmentionen entstehen (Abbildungen 44–47). Die innerhalb einer Messung
konstanten Einstellungen sind in Tabelle 12 (Kapitel 8.2), die je nach Analyt variierenden
Cone-Spannungen und Fragmentierungsenergien sind in Tabelle 3 zusammengefasst.
Tabelle 3: Für die massenspektrometrische Detektion im Multiple Reaction Monitoring-Modus wur-
den je nach Analyt und interner Standardsubstanz (IS) spezifische Cone-Spannungen, Kollisions-































3-Hydroxyhippursäure (1) 13,6 194 150 - 196 151 - 24 11 5,0–16,0
4-Hydroxybenzoesäure (2) 18,0 137 93 - 139 95 - 23 12 16,0–18,9
Hippursäure (3) 19,0 178 134 - 180 135 - 24 11 18,3–21,0
3,4-Dihydroxyphenylpro-
pionsäure (4)
19,5 181 137 109 183 138 109 24 12 19,9–22,0
3-Hydroxybenzoesäure (5) 22,8 137 93 - 140 96 - 20 13 22,0–25,0
Kaffeesäure (6) 26,0 179 135 - 181 136 - 20 15 25,0–28,0
4-Hydroxyphenylpropion-
säure (7)
29,1 165 93 121 167 93 122 27 13 27,0–31,0
3-Hydroxyphenylpropion-
säure (8)
33,0 165 121 119 167 122 120 24 12 31,0–34,5
Dihydroferulasäure (9) 33,3 195 136 121 197 137 121 25 17 31,0–34,5
p-Cumarsäure (10) 34,9 163 119 - 165 120 - 20 14 33,7–36,5
Phenylessigsäure (11) 37,4 135 91 - 137 93 - 15 7 36,5–39,5
Benzoesäure (12) 37,4 121 77 - 123 79 - 20 11 36,5–39,5
Ferulasäure (13) 40,2 193 134 178 195 135 180 22 15 39,0–50,0
Phenylpropionsäure (14) 53,9 149 105 - 151 106 - 24 11 47,0–54,4
Zimtsäure (15) 54,7 147 103 - 149 104 - 22 11 54,2–60,0
Die jeweils intensivsten Fragmente wurden als Quantifier verwendet. Zusätzlich konn-
te bei fünf Substanzen die Aufnahme von Qualifier-Übergängen verwirklicht werden, die
neben der Retentionszeit zur eindeutigen Identifizierung der Analyten genutzt wurden.
Dies war insbesondere bei Substanzen wichtig, die mehr als einen Peak im Chromato-
gramm aufwiesen (Abbildung 18B). Analog dazu wurden die Quantifier- und Qualifier-
Übergänge der isotopenmarkierten Standardsubstanzen ermittelt, die jeweils der gleichen
Fragmentierung entsprachen. Die Aufnahmezeiträume wurden so gewählt, dass maximal
acht Massenübergänge parallel gemessen werden, wodurch mindestens 12 Datenpunkte
pro Peak erhalten wurden (Tabelle 3).
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4.1.4 Kalibrierung
Die Kalibrierung dieser Methode erfolgte, indem für die Analyten und internen Standard-
substanzen unabhängige Kalibriergleichungen erstellt wurden. Hierbei wurden in jedem
Kalibrierpunkt jeweils gleiche Konzentrationen an Analyt und isotopenmarkierter Stan-
dardsubstanz eingesetzt. Um die Konzentration des jeweils niedrigsten Kalibrierpunktes
zu ermitteln, wurden Standardlösungen verdünnt, bis ein Signal/Rausch-Verhältnis von
mindestens 9:1 erreicht wurde. Die somit ermittelten Konzentrationen lagen zwischen
5–25 ng/mL und sind in Tabelle 15 dargestellt. Die Kalibrierung erfolgte in einem Kon-
zentrationsbereich vom jeweils niedrigsten Kalibrierpunkt bis 11 µg/mL, der in zwei Ab-
schnitte (niedrigsten Kalibrierpunkt–1 µg/mL und 1–11 µg/mL) mit jeweils sechs äqui-
distanten Kalibrierpunkten aufgeteilt wurde. Jeder Kalibrierpunkt wurde in Dreifachbe-
stimmung gemessen und die jeweiligen Peakflächen gegen ihre Konzentration aufgetra-
gen. Anschließend wurden für jeden Konzentrationsbereich quadratische Regressionen
durchgeführt, die aufgrund inhomogener Varianzen gewichtet wurden (Wichtungsfaktor
= 1/Standardabweichung2). Die Kalibrierdaten sind in Tabelle 15 zusammengefasst.
4.1.5 Validierung
Die quantitative Freisetzung der Analyten, die in Form ihrer Sulfat- und/oder Glucuronid-
Konjugate vorliegen, wurde bestätigt, indem Milchproben mit unterschiedlichen Enzym-
Aktivitäten (50 U, 100 U und 300 U) in Dreifachbestimmung inkubiert und analysiert wur-
den. Der Einsatz der höchsten Enzymmenge resultierte bei zehn der 15 Analyten in kei-
nem signifikanten Unterschied in den gemessenen Analyt-Konzentrationen (p < 0,05).
Kaffeesäure, 3,4-Dihydroxyphenylpropionsäure und 4-Hydroxyphenylpropionsäure wa-
ren aufgrund ihrer geringen Konzentrationen in diesen Proben nicht bestimmbar. Für
p-CS und Zimtsäure wurden bei Verwendung höherer Enzymmengen signifikante Unter-
schiede ermittelt. Diese sind jedoch vermutlich darauf zurückzuführen, dass die Analyten
– wie nachfolgend beschrieben – in Konzentrationen nahe der Bestimmungsgrenzen vor-
lagen.
Die Ermittlung der Nachweis- und Bestimmungsgrenzen dieser Methode konnte nicht
in Leermatrices durchgeführt werden, da keine Milchproben vorhanden waren, die frei
von den analysierten Verbindungen waren. Auch die Herstellung einer Milchmatrix-imi-
tierenden Mischung war problematisch, da sowohl Kaseine als auch Molkenproteine phe-
nolische Verbindungen adsorbieren und somit wahrscheinlich mit den Analyten verun-
reinigt sind. Deshalb wurde in dieser Arbeit eine native Milchprobe (3,5 % Fettgehalt)
mit isotopenmarkierten Standardsubstanzen in abnehmenden Konzentrationen versetzt
und analysiert. Dadurch lassen sich jedoch nicht die Nachweis- und Bestimmungsgren-
zen von hoch-konzentrierten Analyten ermitteln, da diese aufgrund der geringen spek-
tralen Überlappung durch natürliche 13C-Atome ein falsch-positives Signal verursachen.
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Aus diesem Grund konnten für Hippursäure keine Nachweis- und Bestimmungsgrenzen
(Signal/Rausch-Verhältnis 3:1 bzw. 9:1) ermittelt werden. Die mittels dieses Verfahrens be-
stimmten Nachweis- und Bestimmungsgrenzen der anderen Analyten sind in Tabelle 14
angegeben, sollten jedoch nur als grobe Abschätzungen interpretiert werden.
Anhand der Analyse von zwei konventionell erzeugten Milchproben mit 1,5 bzw. 3,5 %
Fettgehalt und einer ökologisch erzeugten, nicht homogenisierten Milchprobe mit 3,8 %
Fettgehalt in Dreifachbestimmung wurde die Anwendbarkeit der Methode überprüft.
Aufgrund von Vorversuchen konnten die einzelnen Analytgehalte grob abgeschätzt wer-
den, sodass vergleichbare Mengen der jeweiligen isotopenmarkierten Standardsubstanzen
zu den Proben gegeben wurden. In diesen Proben konnten alle Analyten außer 3,4-Dihy-
droxyphenylpropionsäure, 4-Hydroxyphenylpropionsäure und nicht-konjugierte Kaffee-
säure quantifiziert werden (Abbildung 19). Alle Analyten, auch diejenigen, die keine phe-
nolische Hydroxygruppe besitzen (Benzoesäure, Phenylpropionsäure, Phenylessigsäure
und Zimtsäure), wiesen nach Enzyminkubation mit Sulfatase/Glucuronidase höhere Ana-
lytgehalte auf. Dies könnte auf das Vorhandensein von Acylglucuroniden zurückzuführen
sein, die als mögliche Produkte des Fremdstoffmetabolismus carbonsäurehaltiger Verbin-
dungen angesehen werden (Regan et al. 2010).
Die Methodenpräzision liegt mit < 0,3–8,9 % Standardabweichung für die Konzentra-
tionsbestimmungen nach Enzyminkubation in einem akzeptablen Bereich, wohingegen
die Standardabweichungen für die Bestimmung der nicht-konjugierten FS, Dihydroferu-
lasäure und 4-Hydroxybenzoesäure mit bis zu 16,5 % eine geringere Präzision auswei-
sen. Möglicherweise kommt es unter den kurzzeitig sauren Bedingungen während der
Probenaufarbeitung zu einer partiellen Hydrolyse der offensichtlich vorhandenen Sulfat-
und/oder Glucuronid-Konjugate und damit zu größeren Abweichungen innerhalb der
Dreifachbestimmungen.
Die aus der Analyse der drei Milchproben erhaltenen Daten wurden außerdem genutzt,
um Wiederfindungsraten der zugegebenen isotopenmarkierten Standardsubstanzen zu
berechnen. Dabei wurde berücksichtigt, dass bei der QuEChERS-Probenaufarbeitung nur
etwa 5 ml der zugesetzten 10 mL ACN entnommen werden konnten. Die ermittelten Wie-
derfindungsraten, die die Methodenempfindlichkeit, jedoch nicht die Richtigkeit der Me-
thode beurteilen, lagen zwischen 21 % für [13C2]Dihydroferulasäure und 94 % für [13C2]FS
(Tabelle 14).
Zur Beurteilung der Richtigkeit wurde die bereits analysierte, konventionelle Milchpro-
be mit 3,5 % Fettgehalt erneut in Dreifachbestimmung aufgearbeitet, wobei zuvor eine Mi-
schung aus nicht-isotopenmarkierten (zusammen mit den isotopenmarkierten) Standard-
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Abbildung 19: Mittels LC-MS/MS bestimmte Konzentrationen (Mittelwert ± Standardabwei-
chung, n=3) von phenolischen Säuren in konventionell erzeugter Milch mit 1,5 % Fettgehalt (A),
konventionell erzeugter Milch mit 3,5 % Fettgehalt (B) und ökologisch erzeugter Milch mit 3,8 %
Fettgehalt (C). Die Konzentrationen für die Summe der nicht-konjugierten und konjugierten Ana-
lyten wurden nach Inkubation mit Sulfatase/Glucuronidase gemessen.
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natürliche Konzentration [µg/mL] + zugesetzte Konzentration [µg/mL]
· 100% (1)
berechnet und betrugen für die meisten Analyten zwischen 90–110 %. Im Falle von
4-Hydroxybenzoesäure, Phenylpropionsäure und Zimtsäure lagen die Wiederfindungen
jedoch bei nur 50–70 %. Deswegen sollten die Ergebnisse dieser Analyten als semiquanti-
tativ eingestuft werden.
4.1.6 Beurteilung der Methode
Die Validierung und Anwendung der Methode auf drei Milchproben mit unterschied-
lichem Fettgehalt zeigte, dass präzise und plausible Ergebnisse erhalten werden, deren
Richtigkeit durch Verwendung von isotopenmarkierten Standardsubstanzen als hoch ein-
geschätzt werden kann. Dies wurde außerdem durch Wiederfindungsversuche bestätigt.
Die Probenvorbereitung ist mittels angepasster QuEChERS-Methode schnell, unkompli-
ziert und für viele Proben parallel durchführbar, jedoch ist die Gewinnung der isotopen-
markierten Standardsubstanzen zum Teil mit einem hohen finanziellen und zeitlichen
Aufwand verbunden. Aufgrund der ermittelten unterschiedlichen Wiederfindungsraten
für die verschiedenen Analyten sind diese jedoch unverzichtbar.
Im Vergleich der drei Milchproben wiesen die beiden konventionell erzeugten Pro-
ben untereinander geringe Unterschiede auf. Dies war nicht verwunderlich, da diese
von der selben Molkerei bezogen wurden. Im Vergleich zur Milch aus ökologischer Her-
stellung, die von einer anderen Molkerei stammte, konnten dagegen größere Unterschie-
de ermittelt werden. Während die Konzentrationen von 3-Hydroxyphenylpropionsäure,
3-Hydroxybenzoesäure, 3-Hydroxyhippursäure, 4-Hydroxybenzoesäure und Benzoesäu-
re in der ökologisch erzeugten Milch höher waren, wurden geringere Konzentrationen an
Dihydroferulasäure und Phenylessigsäure analysiert. Ob und in welchem Ausmaß diese
Unterschiede durch die unterschiedlichen Aufnahmemengen von FS und/oder anderen
phenolischen Verbindungen mit dem Futter verursacht werden, konnte im Zuge dieser
Arbeit aufgrund der niedrigen Probenzahl nicht beurteilt werden.
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4.2 Synthese von Oligoferulasäuren
Die Synthesen der verschiedenen OFS erfolgte mittels oxidativ-chemischer, oxidativ-en-
zymatischer und photochemischer Reaktionen. Dabei wurden zunächst die Auswirkun-
gen einiger Reaktionsbedingungen auf die Produktvielfalt und -ausbeuten untersucht.
Anschließend wurden verschiedene Methoden getestet, um die Reaktionsprodukte zu
isolieren. Auf diese Weise konnten bekannte, aber auch bisher unbekannte OFS als Stan-
dardsubstanzen gewonnen werden. Für die Reaktionen wurden die Ausgangssubstan-
zen FS, FS-Ethylester (Ethylferulat) oder Malonsäure eingesetzt. Durch Wiederholung
der erfolgreichen Reaktionen unter Verwendung von [9-13C]FS, [9-13C]Ethylferulat oder
[1,3-13C2]Malonsäure wurden FS-Dimere, -Trimere und -Tetramere erhalten, deren Car-
boxygruppen 13C-markiert waren.
4.2.1 Synthesen von 13C-Ferulasäure, Ferulasäureethylester und 13C-Ferulasäu-
reethylester
Wie in Kapitel 3.1.1 beschrieben, boten sich prinzipiell drei Möglichkeiten an, FS mit einer
13C-Markierung zu synthetisieren. Da von einem Bedarf von etwa 2–3 g [13C]FS ausgegan-
gen wurde, wurde die aufwendigere, aber preislich günstigere Variante mittels Horner-
Wadsworth-Emmons-Variante der Wittig-Reaktion durchgeführt (Abbildung 13).
Die in der Literatur beschriebene Reaktion ohne Verwendung einer Schutzgruppe bei
niedrigen Temperaturen erwies sich als nicht reproduzierbar (Hu und Jeong 2006). Des-
halb wurde zunächst Vanillin acetyliert, um die phenolische Gruppe zu inaktivieren. Un-
ter Verwendung des acetylierten Vanillins wurden in drei Durchgängen ausgehend von
je 1 g [13C]Triethylphosphonoacetat insgesamt 3,21 g eines Rohproduktes erhalten, das ne-
ben [13C]FS auch Vanillin und Rückstände des zur Stabilisierung von NaH zugesetzten
Öls enthielt. Beide Verunreinigungen konnten effizient entfernt werden, indem [13C]FS
in 5 %ige NaHCO3-Lösung extrahiert, diese mehrmals mit Ethylacetat gewaschen und
[13C]FS nach Ansäuern zurück in Ethylacetat extrahiert wurde. So wurden 2,42 g [13C]FS
erhalten, was einer Ausbeute von 85,4 % entspricht. Diese Ausbeute liegt in einem mit
Literaturdaten vergleichbaren Bereich (Lu et al. 2010; Yin et al. 2014).
Die oxidativen Bedingungen, die bei vielen der durchgeführten Kopplungsreaktionen
vorherrschen, würden zur Decarboxylierung der freien FS führen. Aus diesem Grund
wurde FS-Ethylester eingesetzt, der mit wenig Aufwand in einer quantitativen Reaktion
aus FS hergestellt wurde (Kapitel 8.3.2). Allerdings war es teilweise nicht möglich, das öli-
ge Produkt auszukristallisieren. Während sich bei Ethylferulat nach mehreren Tagen bei
−20 ◦C spontane Kristallisationskeime bildeten, konnte [13C]Ethylferulat auch bei −80 ◦C
oder durch Kristallisation aus Petrolether/Ethylacetat nicht in kristalliner Form erhalten
werden. Vermutlich verhinderten Spuren an Verunreinigungen, die durch die vorangehen-
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den Synthesen bedingt waren, die Keimbildung. Deshalb wurde das ölige Produkt, das
aus 2 g [13C]FS gewonnen wurde, für die beiden Reaktionen (Kapitel 4.2.2 und 4.2.3) zu
gleichen Mengen aufgeteilt.
4.2.2 Oxidative Kopplung mittels Cu[Tetramethylethylendiamin]-Komplex
Teile der im Folgenden vorgestellten Ergebnisse wurden bereits im Journal of Agricultural
and Food Chemistry publiziert (Waterstraat et al. 2016a).
Ausgangspunkt der Untersuchungen zur oxidativen Kopplung mittels Cu[TEMED]-
Komplex war die Publikation von Lu et al. (2012), bei der CuCl entweder in stöchio-
metrischen Mengen (Variante A) oder katalytisch unter Regeneration mit O2 (Variante
B) zugesetzt wurde. Als Lösungsmittel dienten ACN oder Dichlormethan. Im Rahmen
dieser Arbeit und in Zusammenhang mit einer wissenschaftlichen Abschlussarbeit wur-
den Untersuchungen zu beiden Varianten durchgeführt (Kauz 2016). Variante A wurde
mit einem 1,5- oder 5-fachen Überschuss des Cu[TEMED]-Komplexes unter Verwendung
von Dichlormethan oder ACN durchgeführt. Die katalytische Variante B wurde bei ver-
schiedenen Reaktionszeiten unter Verwendung der Lösungsmittel ACN, Dichlormethan,
Aceton, THF und Methanol getestet. Nach Abschluss der Reaktionen wurden die Reakti-
onsprodukte verseift, mit Ethylacetat extrahiert und je 1 µg des Produktgemisches mittels
LC-DAD-MS untersucht. Die Daten konnten jedoch nur zum semiquantitativen Vergleich
der Peakflächen genutzt werden, da keine Kalibrierung durchgeführt wurde.
Die Auswertung der mit Variante A durchgeführten Reaktionen zeigte, dass ein mola-
res Verhältnis von 1,5:1 (Cu[TEMED]-Komplex : Ethylferulat) in ACN die höchsten Aus-
beuten an DFS und TriFS ergaben (Produktspektrum in Abbildung 20A). Unter den Re-
aktionen mit katalytischen Mengen des Cu[TEMED]-Komplexes (Variante B) führte die
Verwendung von ACN bei einer Reaktionszeit von 16 h zu den höchsten Ausbeuten (Pro-
duktspektrum in Abbildung 20B). In Übereinstimmung mit den Arbeiten von Lu et al.
(2012) begünstigten die Bedingungen der Variante A die Bildung von 8-8(nc)-DFS ge-
genüber 8-8(c)-DFS, während die katalytische Variante in einer stärkeren Bildung von
8-8(c)-DFS im Vergleich zu 8-8(nc)-DFS resultierte. Diese Verteilung war bei Durchfüh-
rung beider Reaktionsvarianten in Aceton und THF weniger ausgeprägt, was auf eine
partielle Lösungsmittelabhängigkeit schließen ließ. Es konnte ebenfalls beobachtet wer-
den, dass die Anteile an 8-O-4-DFS in den Ansätzen der mit Variante A durchgeführten
Reaktionen höher waren als bei Verwendung der Variante B. Des Weiteren wurden in
allen Reaktionen 8-5- und 5-5-DFS gebildet. Wie erwartet entstand in keiner der Reak-
tionen 8-8(THF)-DFS, da deren Bildungsmechanismus die Addition eines H2O-Moleküls
erfordert. Auch in einer Reaktion, die in ACN mit 7 % Wasseranteil durchgeführt wurde,
war keine 8-8(THF)-DFS detektierbar. Ebenso konnte 4-O-5-DFS in keinem der Produktge-
mische nachgewiesen werden. Neben den genannten DFS waren einige Peaks erkennbar,
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Abbildung 20: Mittels Flüssigchromatographie getrennte Reaktionsprodukte der oxidativen Kopp-
lung nach Lu et al. (2012) mittels stöchiometrischer Variante (A: molares Verhältnis von 1,5 : 1
(Cu[Tetramethylethylendiamin]-Komplex : Ethylferulat) in Acetonitril) und katalytischer Variante
(B: 16 h Reaktionszeit in Acetonitril). Die Parameter der LC-DAD-MS-Methode sind in Kapitel
8.5.2 beschrieben. FS: Ferulasäure, DFS: Dehydrodiferulasäure, TriFS: Dehydrotriferulasäure, c: cy-
clisch, nc: nicht cyclisch, dc: decarboxyliert.
die entweder mit Hilfe von Referenzsubstanzen oder aufgrund ihrer UV- und MS-Daten
als TriFS oder TetraFS identifiziert wurden. Insgesamt waren zehn TriFS (Abbildung 20)
und sieben TetraFS vorhanden. Zusätzlich wurden Peaks mit den m/z 413, 605 und 797
detektiert, die vermutlich aufgrund unvollständiger Verseifung auf Monoethylester von
DFS, TriFS bzw. TetraFS zurückzuführen sind.
Für den Hauptversuch wurde die Variante B gewählt, da unter den katalytischen Be-
dingungen 8-8(c)-DFS gebildet wird, welches mittels Variante A nur mit geringem An-
teil entsteht. Außerdem waren bei Variante B mit einer Reaktionszeit von 16 h in ACN
die Peakflächen der meisten DFS und TriFS größer als bei anderen Bedingungen. Das
Produktspektrum des Hauptversuches war vergleichbar zu dem des Vorversuches (Abbil-
dung 20B).
Zur Aufreinigung des komplexen Reaktionsgemisches wurde zunächst versucht, eine
Fraktionierung der Ethylester mittels SEC zu erreichen. Die semipräparative Säule (To-
soh Bioscience, TSKgel G1000HXL, 30 cm x 21,5 mm, 5 µm) eignete sich, um pro Lauf ca.
60 ergebnisse und diskussion
20 mg des Rohproduktes nach hydrodynamischem Volumen zu trennen. FS-Dimere lie-
ßen sich dadurch relativ gut von Trimeren trennen. Dennoch enthielt die Dimer-Fraktion
viele Substanzen, deren Isolierung weitere Aufreinigungsschritte benötigten. Tri- und Te-
tramere konnten mittels SEC lediglich angetrennt werden, sodass die Aufreinigung dieser
Substanzen durch die SEC-Fraktionierung kaum vereinfacht wurde. Deshalb wurde diese
Art der Fraktionierung nicht weiter verfolgt. Stattdessen wurde die in der Literatur oft
verwendete Flash-Chromatographie an Kieselgel für eine erste Fraktionierung des Reakti-
onsgemisches verwendet (Ralph et al. 1998; Yamamoto et al. 1999; Lu et al. 2012; Mouterde
et al. 2013). Die Trennung des Reaktionsgemisches in vier Fraktionen und deren weitere






























































Abbildung 21: Schematisch dargestellte Vorgehensweise zur Isolierung der Reaktionsproduk-
te, die durch oxidative Kopplung mittels Cu[Tetramethylethylendiamin (TEMED)]-Komplex aus
Ethylferulat gebildet wurden. Eine erste Fraktionierung erfolgte mittels Flash-Chromatographie
(rot). Des Weiteren wurden Verseifungen (orange), präparative RP-HPLC (blau), Umkristallisati-
on (gelb) und eine Fraktionierung mittels Sephadex-Chromatographie (grün) durchgeführt, um
Ferulasäure, Dehydrodiferulasäuren (DFS), Dehydrotriferulasäuren (TriFS) und Dehydrotetraferu-
lasäuren (TetraFS) zu isolieren. Einige TetraFS wurden vorläufig anhand ihrer Retentionszeiten
unter Anwendung der in Kapitel 8.5 beschriebenen LC-MS/MS-Methode bezeichnet. nc: nicht
cyclisch, c: cyclisch, dc: decarboxyliert.
Die erste Fraktion der Flash-Chromatographie enthielt hauptsächlich Ethylferulat. Die-
ses kann entweder direkt, oder nach Verseifung als FS mittels präparativer C18-HPLC
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zurückgewonnen werden. Im Falle der Reaktion mit 13C-markiertem Ethylferulat wur-
de die Aufreinigung von [13C]Ethylferulat vorgezogen, da dieses nur bei hoher Reinheit
spontan auskristallisiert. Die gewonnen Kristalle können zur Keimbildung in zukünftigen
Synthesen dienen.
Fraktion 2 der Flash-Chromatographie enthielt hauptsächlich 8-5(c)- und 8-O-4-DFS-
Diethylester. In einem Gemisch aus Petrolether und Ethylacetat wurde 8-5(c)-DFS-Ethy-
lester in reiner Form auskristallisiert, während im Überstand ein Gemisch der beiden Sub-
stanzen und weiterer Verunreinigungen zurückblieb. Die Umkristallisation dieser Frakti-
on empfahl sich, da sich die Trennung von 8-5(c)- und 8-O-4-DFS mittels präparativer
HPLC als schwierig erwies. Durch Verringerung des 8-5(c)-DFS-Anteils konnte jedoch ei-
ne praktikable Trennung erreicht werden.
Die dritte Fraktion der Flash-Chromatographie enthielt 8-8-gekoppelte Dimere und
mindestens vier TriFS, die nach Verseifung mittels präparativer C18-HPLC isoliert wer-
den konnten. Interessanterweise war auch FS enthalten, die entweder ein Abbauprodukt
von instabilen OFS darstellte oder aufgrund von sekundären Wechselwirkungen mit OFS
während der Flash-Chromatogaphie erst später eluierte. Zusätzlich wurde eine Substanz
isoliert, die mittels NMR- und LC-MS-Daten als 8-8(nc)-Monoethylester identifiziert wer-
den konnte. Dies deutet darauf hin, dass 8-8(nc)-gekoppelte FS-Diethylester unter den
gewählten Bedingungen im Gegensatz zu anderen DFS nicht vollständig verseifbar sind.
Unter den Trimeren waren in dieser Fraktion 8-O-4/8-5(nc)- und 8-O-4/8-O-4-TriFS ent-
halten. Ihre Strukturen wurden durch Abgleich von NMR-Daten mit Literaturwerten be-
stätigt (Bunzel et al. 2005a; Funk et al. 2005). Außerdem wurden aus dieser Fraktion zwei
bisher unbekannte Trimere, 8-O-4/8-5(c)- und 8-8(nc)/8-O-4-TriFS, isoliert, deren Struk-
turaufklärung in Kapitel 4.3.2 bzw. 4.3.5 beschrieben wird (Waterstraat et al. 2016a).
Die LC-MS-Messung der letzten Fraktion der Flash-Chromatographie zeigte, dass auch
in dieser Fraktion nach Verseifung größere Mengen an 8-8(c)- und 8-8(nc)-DFS sowie
8-8(nc)/8-O-4-TriFS enthalten waren. Dies könnte neben eventuell auftretenden sekun-
dären Wechselwirkungen auf eine unvollständige Trennung der Fraktionen 3 und 4 im Zu-
ge der Flash-Chromatographie zurückzuführen sein. Neben den beiden 8-8-gekoppelten
Dimeren waren außerdem einige TriFS, TetraFS, OFS-Monoethylester und unbekannte
Nebenprodukte der oxidativen Reaktion oder Verseifung enthalten. Dadurch war eine
direkte Aufreinigung mittels präparativer HPLC nicht praktikabel. Aus diesem Grund
wurde zunächst eine Fraktionierung mittels Sephadex-LH20-Chromatographie gewählt,
die zur Isolierung von OFS aus Maiskleie entwickelt wurde (Bunzel et al. 2004a). Jede der
zehn Fraktionen der gut reproduzierbaren Trennung enthielt wenige Substanzen, deren
Isolierung mittels präparativer HPLC gut durchführbar war (Abbildungen 48 und 49).
So konnten die Ausbeuten von 8-8(c)-DFS, 8-8(nc)-DFS und 8-8(nc)/8-O-4-TriFS erhöht
und weitere Tri- und Tetramere als Standardsubstanzen gewonnen werden. Unter den
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Trimeren waren die bekannten 5-5/8-O-4-, 8-5(nc)/5-5- und 5-5/8-O-4-TriFS. Bis dahin
nicht beschrieben waren dagegen 5-5/8-8(c)-, 8-8(c)/5-5- und 5-5/8-8(nc)-TriFS sowie fünf
TetraFS, von denen eine als 8-5(nc)/5-5/8-5(nc)-TetraFS identifiziert wurde. Die anderen
wurden aufgrund nicht-eindeutiger Identifizierung vorläufig nach ihren Retentionszeiten
bei Verwendung der in Kapitel 8.5.2 beschriebenen LC-MS-Methode (31,0 min, 35,3 min,
39,4 min und 41,8 min) benannt. Die Strukturaufklärung der bislang nicht beschriebenen,
hier isolierten und identifizierten Substanzen ist in Kapitel 4.3 beschrieben.






























diese auch nach präparativer HPLC durch eine relativ spät eluie-
rende Substanz verunreinigt war, deren Anteil bei Lagerung von
8-8(c)-DFS in gelöster Form zunahm. Um die Identität dieser Ver-
bindung aufzuklären, wurden geringe Mengen isoliert und in
Kooperation mit dem Max Rubner Institut, Institut für Sicher-
heit und Qualität bei Obst und Gemüse, mittels hochauflösender
MS gemessen. Dabei wurde eine akkurate Masse von 339,0867 Da
[M – H]– bestimmt, was der Summenformel C19H16O6 mit einem
Fehler von −2,1 ppm (MS) bzw. 4,7 ppm (MS/MS, 15 Fragmen-
te) entspricht. Des Weiteren wurden ein- und zweidimensionale
NMR-Experimente durchgeführt, deren Auswertung in Tabelle 17 zusammengefasst wur-
de. Die Interpretation der NMR-Daten führte zur eindeutigen Aufklärung der in Abbil-
dung 22 dargestellten Struktur. Dieses Naphthalin-Derivat entsteht aus 8-8(c)-DFS ver-
mutlich durch Abspaltung eines Ameisensäure-Moleküls unter Aromatisierung des drit-
ten Ringes. In nachfolgenden Versuchen wurden die UBS von Mais, Weizen, Zuckerrübe
und Amaranth der üblichen alkalischen Hydrolyse unterzogen und die Extrakte mittels
LC-MS und GC-MS auf das 8-8(c)-DFS-Abbauprodukt untersucht. Jedoch war in diesen
Proben das Naphthalin-Derivat nicht detektierbar und wurde deshalb bei der Bestim-
mung von OFS nicht weiter berücksichtigt.
Zusammenfassend konnten nach oxidativer Kopplung von FS-Ethylester mittels Cu[TE-
MED]-Komplex sieben DFS und neun TriFS als Standardsubstanzen sowie fünf TetraFS
mit geringeren Ausbeuten und Reinheiten gewonnen werden. Da die Reaktion und die
anschließende Fraktionierung und Isolierung mehrmals durchgeführt wurde, wobei im-
mer wieder Aliquote für Tests entnommen oder Fraktionen vereint wurden, konnten kei-
ne Ausbeuten berechnet werden. Bei Anwendung der Reaktion unter Verwendung von
[9-13C]Ethylferulat wurden die in Tabelle 4 dargestellten, auf [13C]FS bezogenen Ausbeu-
ten der einzelnen OFS erzielt.
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Tabelle 4: Ausbeuten und Reinheiten der isolierten Syntheseprodukte nach oxidativer Kopplung
von [13C]Ethylferulat mittels Cu[Tetramethylethylendiamin]-Komplex. Die Ausbeuten beziehen
sich auf 1 g [13C]Ferulasäure. DFS: Dehydrodiferulasäure, TriFS: Dehydrotriferulasäure, c: cyclisch,
nc: nicht cyclisch, dc: decarboxyliert.
Substanz Menge Ausbeute UV/VIS-Reinheit NMR-Reinheit
[13C2] 8-8(c)-DFS 48,4 mg 4,8 % > 99 % > 99 %
[13C2] 8-8(nc)-DFS 31,4 mg 3,1 % > 99 % > 98 %
[13C2] 8-5(nc)-DFS 17,5 mg a 1,7 % > 99 % > 99 %
[13C2] 5-5-DFS 25,2 mg 2,5 % > 99 % > 99 %
[13C2] 8-O-4-DFS 23 mg 2,3 % > 98 % > 97 %
[13C2] 8-5(c)-DFS 40,4 mg a 4 % > 97 % > 97 %
[13C] 8-5(dc)-DFS 4,1 mg a 0,4 % > 99 % > 99 %
[13C3] 5-5/8-8(c)-TriFS 2,7 mg 0,3 % > 96 % > 95 %
[13C3] 8-8(c)/5-5-TriFS 3,8 mg 0,4 % > 95 % > 96 %
[13C3] 8-O-4/8-5(nc)-TriFS 2,3 mg 0,2 % > 97 % > 96 %
[13C3] 5-5/8-8(nc)-TriFS 13,4 mg 1,3 % > 99 % > 99 %
[13C3] 8-5(nc)/5-5-TriFS 9,3 mg 0,9 % > 98 % > 97 %
[13C3] 8-8(nc)/8-O-4-TriFS 3,2 mg 0,3 % > 97 % > 96 %
[13C3] 5-5/8-O-4-TriFS 8,9 mg 0,9 % > 99 % > 99 %
[13C3] 8-O-4/8-O-4-TriFS 5,4 mg 0,5 % > 97 % > 96 %
[13C3] 8-O-4/8-5(c)-TriFS nicht isoliert
a von 130 mg [13C2]8-5-Diethylester wurden etwa 100 mg verseift
4.2.3 Enzymatische Kopplung mittels Peroxidase/H2O2
Die enzymatische Kopplung von Ethylferulat in wässriger Pufferlösung ist eine geeignete
Methode, um FS-Dimere zu gewinnen. Während Ethylferulat in wässriger Lösung teil-
weise löslich ist, fallen die oxidativ gekoppelten Dimere aus und stehen nicht für weitere
Reaktionen zur Verfügung (Kapitel 3.3.4). Unter den von Ralph et al. (1998) gewählten
Bedingungen entstand 8-5-DFS-Diethylester als Hauptprodukt, aber auch 5-5-, 8-8-, und
8-O-4-gekoppelte Dimere waren im Reaktionsgemisch zu finden. 4-O-5-DFS konnte nach
Verseifung nicht nachgewiesen werden.
Anhand der Bildungsmechanismen der 8-8-gekoppelten Dimere aus dem gemeinsamen
Chinonmethid-Intermediat (Kapitel 1.4.2) wurde abgeleitet, dass ein niedriger pH-Wert
die Abstraktion von Protonen hemmt, die zur Bildung von 8-8(nc)- und 8-8(c)-DFS füh-
ren würde. Folglich sollte unter sauren Bedingungen die Addition eines H2O-Moleküls
zur Bildung von 8-8(THF)-DFS bevorzugt stattfinden. Diese Annahme wurde untersucht,
indem die biomimetische Reaktion nach Ralph et al. (1998) bei niedrigeren pH-Werten
durchgeführt wurde. Dazu wurden in Vorversuchen jeweils 50 mg Ethylferulat in wässri-
gen Phosphatpuffern mit den pH-Werten 4, 3, 2,5 und 2 umgesetzt. Um dem schnellen
Verlust der Enzymaktivität bei den niedrigen pH-Werten entgegenzuwirken, wurde das
Enzym portionsweise zugegeben. Die eingesetzten Enzymmengen wurden jeweils sukzes-
sive erhöht, bis mittels Dünnschichtchromatographie kein Ethylferulat mehr nachweisbar
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war. Insgesamt wurden 3,5, 5, 10 bzw. 18 mg (0,7, 1, 2 bzw. 3,6 kU) Meerrettichperoxidase
für die Reaktionen bei den pH-Werten 4, 3, 2,5 bzw. 2 eingesetzt. H2O2 wurde eben-
so portionsweise zugegeben, da in früheren Arbeiten festgestellt wurde, dass eine hohe
H2O2-Konzentration die Enzymaktivität zusätzlich hemmen kann (Bunzel et al. 2008b).
Nach Abschluss der Reaktionen wurden je 100 µg der Produktgemische trimethylsily-
liert und mittels GC-MS analysiert (Abbildung 23). Die Identifizierung der DFS-Derivate
























Abbildung 23: Chromatogramme nach gaschromatographischer Trennung und massenspektrome-
trischer Detektion der trimethylsilylierten Reaktionsprodukte, die durch enzymatische Kopplung
bei pH 4 (A), pH 3 (B), pH 2,5 (C) und pH 2 (D) gebildet wurden. Die Parameter der GC-MS-
Methode sind in Kapitel 8.3.7 beschrieben. nc: nicht cyclisch, c: cyclisch, THF: Tetrahydrofuran.
erfolgte durch einen Vergleich der Retentionszeiten und Massenspektren mit Referenz-
substanzen (Abbildung 50). Diese wurden aus authentischen DFS-Standardsubstanzen
durch Bildung der Diethylester mit anschließender Trimethylsilylierung gewonnen. So
konnten die Derivate von 8-8(nc)-, 8-8(c)-, 8-5(nc), 8-O-4-, 8-5(c)- und 5-5-DFS den Peaks
der GC-Chromatogramme zugeordnet werden und deren Entstehung nach Verseifung
mittels LC-MS bestätigt werden. Überraschend ist das Vorhandensein von 8-5(nc)-DFS
(Abbildung 23), die vermutlich nicht bei der enzymatischen Kopplung, sondern durch
die alkalischen Bedingungen bei der Trimethylsilylierung aus 8-5(c)-DFS entstanden ist.
Da von 8-8(THF)-DFS keine authentischen Standardsubstanzen verfügbar waren, erfolgte
die Identifizierung über massenspektrometrische Daten. 8-8(THF)-DFS besitzt aufgrund
des addierten Wassermoleküls ein höheres Molekulargewicht (m/z 604 nach Trimethyl-
silylierung des Diethylesters) als die anderen DFS-Derivate (m/z 586 bzw. m/z 514). In
den Chromatogrammen waren vier Peaks mit Retentionszeiten von 40,8, 41,2, 41,9 und
4.2 synthese von oligoferulasäuren 65
42,4 min sichtbar, deren Massenspektren auf Konfigurationsisomere der 8-8(THF)-DFS (tri-
methylsilylierter Diethylester) schließen ließen (Abbildung 50). Zwar wiesen die Spektren
nur geringe Intensitäten des Molekülions (m/z 604) auf, jedoch waren charakteristische
Fragmente durch Abspaltung einer Methylgruppe (m/z 589) oder Ringspaltung (m/z 380;
310 und 294) dominierend. Diese Arten der Fragmentierung wurden bereits für das cis-
trans-trans-Isomer der 8-8(THF)-DFS beobachtet (Schatz et al. 2006).
Der Vergleich der Chromatogramme nach den unterschiedlichen Reaktionsbedingun-
gen bestätigte, dass mit Absenkung des pH-Wertes die Anteile der vier 8-8(THF)-DFS
steigen, wohingegen die Anteile anderer DFS tendenziell abnehmen (Abbildung 23). Die
Integration der 8-8(THF)-DFS-Peaks sowohl im mittels Totalionenstrom (TIC) detektier-
ten Chromatogramm als auch unter Verwendung von charakteristischen Massenspuren
bestätigte den visuellen Eindruck, wobei die Reaktionen bei pH 2,5 und 2 in vergleichba-
ren Peakflächen für die vier Isomere der 8-8(THF)-DFS resultierten. Da für die Reaktion
bei pH 2 jedoch eine deutlich höhere Enzymmenge eingesetzt werden musste, wurde der
Hauptansatz bei pH 2,5 durchgeführt (Kapitel 8.3.7).

































Abbildung 24: Die Stereochemie der
C-Atome der Position 7 bzw. 7’ von 8-
8(Tetrahydrofuran)-Dehydrodiferulasäu-
re kann sich durch eine säurekatalysierte
Ringöffnung ändern.
trum des Hauptansatzes war vergleichbar zu dem
des Vorversuchs (Abbildung 23C). Um die Syn-
theseprodukte zu isolieren, wurde zunächst eine
Fraktionierung mittels Flash-Chromatographie
durchgeführt. Die vier Fraktionen enthielten ge-
ringe Mengen an nicht umgesetztem Ethylferulat
(Fraktion 1), Diethylester von 8-5(c)- und 8-O-4-
DFS (Fraktion 2), hauptsächlich 8-8-Kopplungs-
produkte (Fraktion 3) und 5-5-DFS-Diethylester
zusammen mit einigen unbekannten Nebenpro-
dukten (Fraktion 4). Zur Gewinnung von 8-5(nc)-,
8-5(c)-, 8-5(dc)- und 8-O-4-DFS wurden die Sub-
stanzen der Fraktion 2, wie in Kapitel 8.3.6 be-
schrieben, zunächst umkristallisiert, dann verseift
und mittels präparativer HPLC aufgereinigt.
Zur Isolierung der 8-8(THF)-gekoppelten Dime-
re wurde Fraktion 3 verseift und mittels LC-MS
analysiert. Obwohl vor der Verseifung vier Iso-
mere der 8-8(THF)-DFS vorhanden waren, zeig-
ten die Chromatogramme der LC-MS-Messungen
nach der Verseifung nur drei Peaks, deren UV-
und Massenspektren auf 8-8(THF)-DFS hindeuteten (Abbildung 51). Auch in den GC-MS-
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Chromatogrammen konnten lediglich drei zu 8-8(THF)-DFS passende Peaks (Retentions-
zeiten 40,05, 40,2 und 41,15 min) identifiziert werden (Abbildung 52). Der Verlust eines
Isomers könnte in Epimerisierungsreaktionen begründet sein, die unter sauren Bedingun-
gen ablaufen können (Sarkanen und Wallis 1973; Fulcrand et al. 1994). Durch Protonie-
rung der Ethergruppe wird der Ring reversibel geöffnet, wobei sich die Stereochemie der
C-Atome an Position 7 bzw. 7’ ändern kann (Abbildung 24). Ein niedriger pH-Wert wurde
eingesetzt, um die DFS nach der Verseifung mit Ethylacetat zu extrahieren.
Die beste präparative Trennung der Substanzen in Fraktion 3 konnte an einer C18-Säule
unter Verwendung eines MeOH:H2O-Gradienten mit 0,01 % Ameisensäure erzielt wer-
den (Abbildung 25). In dieser Trennung wurden das trans-trans-trans-Isomer1 (Retentions-
zeit 21–22 min) und das cis-trans-trans-Isomer (Retentionszeit 29–30 min) mit Reinheiten
von über 99 % (LC-UV und NMR) erhalten. Das trans-cis-trans-Isomer (Retentionszeit 24–
25 min) besaß geringe Verunreinigungen, die durch einen weiteren Aufreinigungsschritt
an einer analytischen C18-Säule entfernt werden konnten. Somit wurden mittels der be-
schriebenen Synthese und anschließender Aufreinigung des Produktgemisches aus 1 g
Ethylferulat 7,6, 6,4 bzw. 34,2 mg der Verbindungen gewonnen, die, wie in Kapitel 4.3.1
beschrieben, als trans-trans-trans-, trans-cis-trans und cis-trans-trans-Isomere identifiziert
wurden. Dies entspricht einer Gesamtausbeute an Isomeren der 8-8(THF)-DFS von 5,3 %.




















Abbildung 25: Chromatogramm der Trennung von trans-trans-trans-, trans-cis-trans- und cis-trans-
trans-8-8(Tetrahydrofuran)-Dehydrodiferulasäure mittels präparativer HPLC. Die Detektion erfolg-
te mittels UV-Detektor bei 280 nm, alle weiteren Bedingungen sind in Kapitel 8.3.7 angegeben.
Die enzymatische Kopplung wurde unter Einsatz von [13C]Ethylferulat wiederholt,
das, wie in Kapitel 8.3.1 und 8.3.2 beschrieben, hergestellt wurde. Ausgehend von et-
wa 1 g [13C]FS wurden in dieser Reaktion mit anschließender Aufreinigung 2,5 mg des
trans-trans-trans-Isomers und 34,2 mg des cis-trans-trans-Isomers der [13C2]8-8(THF)-DFS
erhalten (Gesamtausbeute 3,7 %). Auf die Aufreinigung von 12,5 mg der Fraktion, die das
trans-cis-trans-Isomer enthielt, wurde verzichtet, da dieses im Gegensatz zur ersten Durch-
führung stärker verunreinigt und für die Methodenentwicklung nicht erforderlich war
(Kapitel 4.5.2). Zusätzlich wurden bei dieser Synthese 51,6 mg [13C2]8-5(nc)-DFS (5,2 %
1 Zum besseren Verständnis werden im Folgenden die Ergebnisse der Strukturaufklärung (Kapitel 4.3.1) vor-
weggenommen.
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Ausbeute), 93,9 mg [13C2]8-5(c)-DFS (9,4 % Ausbeute), 9 mg [13C2]8-5(dc)-DFS (0,9 % Aus-
beute) und 3,2 mg 8-O-4-DFS (0,3 % Ausbeute) gewonnen.
4.2.4 Synthese von 4-O-5-Dehydrodiferulasäure
Die Synthese von 4-O-5-DFS erfolgte in Abwandlung des Verfahrens von Ralph et al.
(1994) und ist in Kapitel 8.3.5 detailliert beschrieben. Im ersten Reaktionsschritt wurde
Vanillylalkohol einer oxidativen Radikalreaktion unter Verwendung von Ag2O unterzo-
gen. Die oxidativen Bedingungen führten dazu, dass neben der radikalischen Kopplung
über die Positionen O-4 und 5 auch teilweise die primäre Alkoholgruppe oxidiert wurde.
Dadurch entstand ein komplexes Produktgemisch aus Mono-, Di- und Trimeren, die sich
aus Vanillylalkohol- und Vanillineinheiten zusammensetzten (Abbildung 26). Eventuell
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Abbildung 26: Chromatogramm der HPLC-DAD-Messung eines Reaktionsgemisches nach oxida-
tiver Kopplung von Vanillylalkohol mittels Ag2O.
entstanden auch höhere Oligomere, die jedoch aufgrund des detektierten Massenbereichs
(m/z 100–500) nicht identifiziert wurden.
Eine erste Fraktionierung des Produktgemisches erfolgte mittels Flash-Chromatographie
an Kieselgel, da diese im Vergleich zur präparativen Dünnschichtchromatographie für
den größeren Maßstab von knapp 1 g Ausgangsmaterial preiswerter und schneller durch-
führbar war. Dabei wurden vier Fraktionen erhalten, von denen diejenigen Fraktionen
mittels präparativer RP-HPLC aufgereingt wurden, welche 4-O-5-Dehydrodivanillin oder
ein 4-O-5-gekoppeltes Heterodimer (Vanillin-Vanillylalkohol-Dimer) enthielten. Die Aus-
beuten des isolierten Heterodimers lagen mit ca. 4 % weit unter den von Ralph et al. (1994)
beschriebenen bis zu 30 %. Die geringere Ausbeute ist wahrscheinlich zum Teil der Reak-
tion selbst und nicht nur der weiteren Aufarbeitung des Reaktionsansatzes geschuldet,
wie im Chromatogramm des Produktgemisches (Abbildung 26) ersichtlich ist. Bei 300 nm
(UV-Maximum des Heterodimers) kann abgeschätzt werden, dass der Flächenanteil des
Heterodimers nur etwa 20 % beträgt. Dagegen sind die Flächenanteile von 4-O-5- und
5-5-Dehydrodivanillins mit 11 bzw. 6 % größer als in der Literatur beschrieben (Ralph et
al. 1994). Eventuell könnte auch die Fraktionierung mittels Flash-Chromatographie anstel-
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le der präparativen Dünnschichtchromatographie zu Verlusten geführt haben, da hierbei
einige Probleme auftraten. Theoretisch sollten jedoch beide Methoden weitgehend verlust-
frei und nach dem gleichen Trennprinzip verlaufen. Auch die Ausbeute der anschließend
durchgeführten Oxidation des Heterodimers zum 4-O-5-Dehydrodivanillin war mit ca.
63 % etwas geringer als in der Literatur beschrieben (77 %).
Für die Umsetzung des 4-O-5-Dehydrodivanillins zu 4-O-5-DFS bzw. [13C2]4-O-5-DFS
wurde ein doppelter Überschuss an Malonsäure bzw. [13C2]Malonsäure eingesetzt. Die
zweifache 13C-Markierung an Position 1 und 3 der Malonsäure wurde gewählt, damit
sich die Isotopenmarkierung an den Carboxygruppen des Produktes befindet. Die auf
Dehydrodivanillin bezogenen Ausbeuten nach 34 Tagen Reaktionszeit bei Raumtempera-
tur betrugen 15 bzw. 24 %. In einer weiteren Reaktion mit gleichen stöchiometrischen
Verhältnissen und einer Reaktionszeit von 18 Tagen konnte eine Ausbeute von 56 % er-
halten werden. Weitere Untersuchungen zur Reaktionszeit und -temperatur könnten die
Ausbeute dieser Reaktion weiter erhöhen.
4.2.5 Synthesen von 5-5- und 5-5(methyl)-Dehydrodiferulasäure
Da zu Beginn dieser Arbeit nicht absehbar war, ob 5-5-DFS bzw. [13C2]5-5-DFS aus den Re-
aktionsgemischen der oxidativen Kopplung mittels Cu[TEMED]-Komplex (Kapitel 4.2.2)
isoliert werden können, wurden diese durch die enzymatische Kopplung von Vanillin zu
5-5-Dehydrodivanillin (Baumgartner und Neukom 1972) mit anschließender Knoevenagel-
























































Abbildung 27: Mögliche Reaktionswege zur Synthese von 5-5-Dehydrodiferulasäure (DFS) und
der monomethylierten internen Standardsubstanz 5-5(me)-DFS. I: Peroxidase, H2O2; II: Pyri-
din, Anilin, Malonsäure; III: Ethanol, Acetylchlorid; IV: Pyridin, Essigsäureanhydrid; V: Aceton,
K2CO3, Iodmethan; VI: Ethanol, H2O, NaOH; VII: THF, KOH, Iodmethan; VIII: Pyridin, Anilin,
Malonsäure.
lins nahezu quantitativ verlief, konnten in der Knoevenagel-Reaktion mit Doebner-Modi-
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fikation unter Verwendung eines doppelten Überschusses an Malonsäure bzw. [13C2]Ma-
lonsäure Ausbeuten von etwa 50 % (bezogen auf 5-5-Dehydrodivanillin) erreicht werden
(Kapitel 8.3.3).
Zur Synthese der internen Standardsubstanz 5-5(me)-DFS wurde ein Syntheseweg aus-
gehend von 5-5-DFS vorgeschlagen (Lu und Ralph, University of Wisconsin–Madison,
USA) und in dieser Arbeit getestet. Dieser beinhaltet die Veresterung der Carboxygrup-
pen, eine Monoacetylierung, gefolgt von einer Methylierung der freien Hydroxygruppe
und der Abspaltung der Schutzgruppen (Abbildung 27, Reaktionen III-VI). Unter Ein-
satz von 61,4 mg 5-5-DFS wurden über diesen Syntheseweg 17 mg 5-5(me)-DFS erhalten,
was einer Gesamtausbeute von 27 % entspricht. Theoretisch kann diese Ausbeute ver-
bessert werden, da die bei der Acetylierungreaktion (Abbildung 27, Reaktion IV) nicht-
acetylierten und diacetylierten Substanzen verseift und zurückgewonnen werden können.
Dennoch ist dieses Verfahren aufgrund der vielen Reaktions- und Aufreinigungsschritte
arbeits- und zeitaufwendig.
Vor Kurzem wurde ein weiteres Verfahren zur Synthese von 5-5(me)-DFS veröffent-
licht (Zeller und Schatz 2015), dessen Schlüsselreaktion die Monomethylierung von 5-5-
Dehydrodivanillin ist (Abbildung 27, Reaktion VII). Da das monomethylierte Zwischen-
produkt durch Soxhlet-Extraktion mit CHCl3 isoliert werden kann, können große Men-
gen dieser Substanz mit wenig Arbeitsaufwand hergestellt werden. Nicht umgesetztes
Dehydrodivanillin kann nach der Soxhlet-Extraktion erneut methyliert werden. Anschlie-
ßend kann die Umsetzung zu 5-5(me)-DFS mittels Horner-Wadsworth-Emmons-Variante
der Wittig-Reaktion erfolgen (Zeller und Schatz 2015). In dieser Arbeit wurde der letzte
Schritt mittels Knoevenagel-Reaktion durchgeführt, wobei eine Ausbeute von etwa 50 %
erzielt wurde (Kapitel 8.3.4). Verglichen mit den Ausbeuten der Wittig-Reaktion von et-
wa 55–70 % waren die Ausbeuten mittels Knoevenagel-Reaktion niedriger, allerdings war
diese Reaktion mit einem geringeren Arbeits- und Zeitaufwand verbunden.
4.2.6 Synthese von Ferulasäure-Cyclobutandimeren
Da die Anordnung der Monomere im Kristall über die Bildung von CBD und deren Regio-
und Konfigurationsisomerie entscheidet (Kapitel 3.3.5), wurde zum einen untersucht, ob
das Lösungsmittel, aus dem FS kristallisiert wird, einen Einfluss auf die Kristallstruktur
hat. Zum anderen wurden einige FS-Derivate hergestellt und bestrahlt, um den Einfluss
der substituierten Gruppen auf die Bildung von CBD zu untersuchen. Die Synthesepro-
dukte wurden mittels der in Kapitel 8.3.9 beschriebenen GC-MS-Methode untersucht. Die-
se Versuche wurden teilweise im Rahmen einer Masterarbeit durchgeführt (Hau 2016).
4.2.6.1 Einfluss des Lösungsmittels
Die Kristallisation von etwa 30 mg FS aus MeOH, Aceton, Diethylether, THF, Dimethyl-
sulfoxid (DMSO), ACN, Ethanol, Chloroform, Ethylacetat und H2O resultierte vor der
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ersten Bestrahlung in weißen Kristallen. Mit zunehmender Bestrahlungszeit (bis zu 260 h)
färbten sich die Rückstande braun und konnten beim Trocknen nicht mehr auskristalli-
siert werden, sodass ein dunkles Öl zurückblieb. Die Untersuchung mittels GC-MS ergab,
dass in allen Ansätzen neben einigen Nebenprodukten ein FS-CBD mit ht-Konstitution
und einer Retentionszeit von 32,5 min (GC-MS-Analyse gemäß Kapitel 8.3.9) entstand.
Die Struktur dieses Isomers konnte nach Isolierung (Kapitel 4.2.6.3) und in Kooperati-
on mit den Novartis Institutes for BioMedical Research mittels Röntgenstrukturanalyse
als α-Truxillsäure-Derivat (Abbildung 15) identifiziert werden. Somit kann davon ausge-
gangen werden, dass FS trotz der unterschiedlichen Polaritäten der Lösungsmittel in der
energetisch günstigeren α-Kristallstruktur auskristallisiert. Es muss erwähnt werden, dass
die Proben während der Bestrahlung Temperaturen von 60–80 ◦C ausgesetzt waren. Diese
Energie könnte einen wesentlichen Einfluss auf die Kristallmodifikation, aber auch auf
die Entstehung von Nebenprodukten haben, die mittels GC-MS detektiert wurden.
4.2.6.2 Einfluss der Derivatisierung
Die Synthesen von Ethylferulat, Bis(trimethylsilyl)-FS, FS-Acetat, o-Nitrophenyl-FS, p-Ni-
trophenyl-FS, FS-Tosylat und FS-Ethylestertosylat erfolgten im Zuge einer Masterarbeit
(Hau 2016) anhand von Vorschriften aus der Literatur (Kapitel 8.3.8) (Purushotham Red-
dy et al. 2014; Yang et al. 2011; Hegde et al. 2009). Wie in Kapitel 3.3.5 beschrieben
ist die Synthese von 1-O-Feruloyl-β-d-glucose mit einigen Schwierigkeiten verbunden.
Während das Zwischenprodukt 1-O-Feruloyl-β-d-glucose-tetraacetat in einem unkompli-
zierten Reaktionsschritt synthetisiert und mittels flüssig-flüssig-Extraktion aufgereinigt
werden kann (Shimotori et al. 2012), ist die anschließende Deacetylierung problematisch,
da die Spaltung der Esterbindung zwischen FS und Glucose verhindert werden muss
(Zhu und Ralph 2011). In ethanolischer NH3-Lösung (Gokhale 2011) wurde Feruloyl-
glucose mit Ausbeuten von etwa 40 % aus Feruloyl-β-d-glucose-tetraacetat gebildet, je-
doch befanden sich im Reaktionsgemisch auch FS, Glucose, verschiedene 1-O-Feruloyl-
β-d-glucose-acetate und FS-Amid. Durch flüssig-flüssig-Extraktion mit Diethylether konn-
te FS effizient abgetrennt werden, wohingegen für die Entfernung der anderen Verunrei-
nigungen im durchgeführten Maßstab von etwa 3 g Rohprodukt keine praktikable Mög-
lichkeit gefunden wurde. Mittels präparativer HPLC, bei der sich die Retentionszeiten
von 1-O-Feruloyl-β-d-glucose und FS-Amid nur geringfügig unterschieden, wurden etwa
40 mg Feruloylglucose und 20 mg FS-Amid isoliert und für Bestrahlungsversuche einge-
setzt (Kapitel 8.3.8).
Von allen FS-Derivaten wurden 10–100 mg aus MeOH kristallisiert und über einen Zeit-
raum von bis zu 170 h bestrahlt. In regelmäßigen Abständen wurden Aliquote entnom-
men, alkalisch hydrolysiert und mittels GC-MS analysiert. In den Reaktionsgemischen
wurden insgesamt sechs verschiedene FS-CBD identifiziert, von denen vier Isomere in
hh-Konstitution vorlagen. Da, wie in Kapitel 3.3.5 beschrieben, bei der Bestrahlung von
Kristallen, die ausschließlich trans-FS-(Derivate) enthalten, maximal vier CBD entstehen
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können, müssen dementsprechend FS-Derivate mit cis-Konfiguration im Kristallgitter vor-
handen gewesen sein. Unter der Annahme, dass die Ausbeuten bei Verseifung und Tri-
methylsilylierung sowie die Ionisierung der einzelnen CBD-Isomere vergleichbar sind,
können die Anteile der gebildeten Konstitutions- und Konfigurations-Isomere durch In-
tegration der Peaks im TIC-Chromatogramm abgeschätzt werden. Die entsprechenden
Flächenanteile sind ohne Berücksichtigung von Nebenprodukten in Tabelle 5 dargestellt.
Tabelle 5: Prozentuale Anteile der mittels GC-MS im Totalionenstrom bestimmten Peakflächen
verschiedener Ferulasäure (FS)-Cyclobutandimere, die durch Bestrahlung von verschiedenen
Ferulasäure-Derivaten und anschließender alkalischer Hydrolyse erhalten wurden.
Cyclobutandimer a: 20,1 (hh) 26,7 (hh) 27,0 (hh) 28,9 (ht) 32,5 (ht) 33,9 (hh)
p-Nitrophenyl-FS - 6,2 % 86,5 % 2,2 % 5,1 % -
o-Nitrophenyl-FS - 56,6 % 29,2 % 8,3 % 5,8 % -
FS-Acetat - - - - 100 % -
Feruloylglucose 9,1 % 34,5 % 15,3 % 41, 1 % - -
FS-Ethylester - - - - - -
FS-Tosylat - - - - 100 % -
FS-Ethylestertosylat 3,9 % 52,6 % 16,9 % 7,5 % 17,4 % 1,8 %
FS-Amid 4,2 % 39,9 % 23,9 % 30,9 % 0,6 % 0,6 %
Bis(trimethylsilyl)-FS - - - - 100 % -
a GC-MS Retentionszeit [min] (Konstitution), hh: Truxinsäure, ht: Truxillsäure.
Anhand dieser Daten ist ersichtlich, dass die Acetylierung, Tosylierung und Trimetyl-
silylierung im Vergleich mit nicht-derivatisierter FS keinen Einfluss auf das Produktspek-
trum nach Bestrahlung haben. Die anderen verwendeten FS-Derivate begünstigen dage-
gen die Entstehung von CBD mit abweichender Isomerie. Sie sind jedoch nicht spezifisch,
sodass jeweils Gemische aus verschiedenen CBD entstehen. Anhand von LC-DAD-MS-
Messungen wurde abgeschätzt, dass alle Produktgemische zu komplex und die CBD-
Ausbeuten zu gering für eine präparative Aufreinigung waren. Diese Ergebnisse stehen
im Widerspruch zu den Versuchen von Ichikawa et al. (2004), bei denen spezifische CBD
mit Ausbeuten von 35–98 % erhalten wurden. Allerdings wurden in diesen Versuchen
die Kristalle in Hexan suspendiert und in einem photochemischen Reaktor bestrahlt. Da-
durch wurde eine gleichmäßige Bestrahlung aller Oberflächen bei niedrigeren Tempera-
turen und unter Sauerstoffausschluss erreicht.
4.2.6.3 Bestrahlung von Ferulasäure und [13C]Ferulasäure
Da keine praktikable Möglichkeit gefunden wurde verschiedene FS-CBD-Isomere her-
zustellen, wurde lediglich das CBD des α-Truxillsäure-Typs synthetisiert (Kapitel 8.3.9).
Durch eine 190-stündige Bestrahlung von 500 mg FS, die regelmäßig aus MeOH neu aus-
kristallisiert wurde, entstand das erwartete FS-CBD, das durch präparative HPLC in einer
Ausbeute von 44 % isoliert wurde. Im Gegensatz dazu wurden durch Bestrahlung von
150 mg [13C]FS drei CBD-Isomere (GC-MS Retentionszeit 26,7; 27,0 und 32,5 min) gebil-
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det, von denen zwei (GC-MS Retentionszeiten 27,0 und 32,5 min) in Ausbeuten von 5 %
bzw. 6 % isoliert werden konnten. Die daraufhin erneute Bestrahlung von FS bestätigte
wiederum die spezifische Bildung einer α-Truxillsäure (Retentionszeit 32,5 min). Eventu-
ell basieren die Unterschiede auf geringen Verunreinigungen der [13C]FS, die durch ihre
Synthese verursacht wurden.
4.2.6.4 Ferulasäure-Cyclobutandimere in Zellwänden verschiedener Pflanzen
Um einen Überblick über die Vielfalt der Isomere der FS-CBD in Pflanzenzellwänden zu
bekommen, wurden im Zuge einer Masterarbeit die alkalischen Hydrolysate von Blattspi-
nat, Roggen, Hafer, Weidelgras und Futterwicke mittels GC-MS untersucht (Hau 2016).
Die Proben wurden in Halm, Blatt, Ähre/Rispe und Korn getrennt, getrocknet, gemah-
len und in einer Soxhlet-Apparatur schrittweise mit Ethanol, Ethylacetat und n-Hexan
extrahiert. Die estergebundenen Phenolsäuren wurden mittels alkalischer Hydrolyse frei-
gesetzt und mit Ethylacetat extrahiert. Der Extrakt wurde durch flüssig-flüssig-Extraktion
mit NaHCO3-Lösung gereinigt. Anhand dieser Extrakte wurde eine GC-MS-Methode ent-
wickelt, mit der sechs Isomere des FS-Homodimers nachgewiesen werden konnten (Kapi-
tel 8.3.9). Außerdem wurden neun p-CS-Homodimere und zwei Heterodimere, bestehend
aus FS und p-CS, identifiziert. Die Methode eignet sich für qualitative Fragestellungen, da
die Isomere gut voneinander getrennt werden, und anhand von Fragmentierungsmustern
die Unterscheidung von Truxill- (ht) und Truxinsäuren (hh) erfolgen kann. Eine zuverläs-
sige Bestimmung der Anteile der einzelnen CBD in den Proben ist mit dieser Methode je-
doch nicht möglich, da sich die Bildung spezifischer Fragmente zwischen Truxill- und Tru-
xinsäuren stark unterscheidet und die Verwendung des TIC-Signals aufgrund von Coelu-
tionen mit Matrixbestandteilen fehlerhaft wäre. Allerdings kann anhand der untersuchten
Proben geschlussfolgert werden, dass die Peakflächenverhältnisse der einzelnen FS-CBD
je nach Probe stark variierten. Der Peak des FS-CBD mit α-Truxillsäure-Konfiguration (Re-
tentionszeit 32,5 min) war in allen Proben vorhanden und in einigen (Blättern von Spinat,
Roggen, Weidelgras und Hafer, Halmen von Weidelgras und Hafer sowie Karyopsen von
Roggen und Hafer) dominierend.
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4.3 Strukturaufklärung neuartiger Oligoferulasäuren
4.3.1 Strukturaufklärung der Stereochemie der 8-8(Tetrahydrofuran)-Dehydrodi-
ferulasäuren
In dieser Arbeit werden die 8-8(THF)-DFS-Isomere aus Gründen der besseren Übersicht
anhand ihrer cis-trans-Isomerie benannt. Durch diese Nomenklatur wird die Enantiome-
rie nicht berücksichtigt, die anhand der durchgeführten Versuche nicht bestimmt wer-
den konnte. Aufgrund des radikalischen Bildungsmechanismus wird davon ausgegangen,
dass Enantiomerenpaare als Racemate gebildet und isoliert wurden.
8-8(THF)-DFS besitzt vier Stereozentren an Position 7, 7´, 8 und 8´. Es sind prinzipiell
sechs Diastereomere möglich, deren Strukturen in Abbildung 28 dargestellt sind. Vier der
Diastereomere können als Enantiomerenpaare vorliegen, während zwei aufgrund einer
vertikalen Symmetrieebene (σv) meso-Verbindungen darstellen. Diastereomere verhalten
sich chromatographisch und in der NMR-Spektroskopie unterschiedlich, Enantiomere
sind dagegen nur unter Verwendung einer achiralen stationären Phase bzw. achiralen
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Abbildung 28: Theoretisch mögliche Diastereomere der 8-8(THF)-Dehydrodiferulasäure und ihre
Bezeichnungen die cis-trans-Isomerie beschreibend bzw. gemäß Cahn-Ingold-Prelog-Konvention.
Ar: 4-Hydroxy-3-methoxyphenyl.
Die UV-Spektren der drei synthetisierten und isolierten Verbindungen wiesen Absorpti-
onsmaxima bei etwa 280 nm auf (Abbildung 53), was in Kombination mit den mittels LC-
MS bestimmten m/z von 403 ([M – H]– ) das Vorhandensein von 8-8(THF)-DFS-Isomeren
vermuten lies. Die GC-MS-Spektren wiesen eine große Übereinstimmung in der Art der
Fragmente auf (Abbildung 52), wohingegen die Intensitäten einzelner Fragmente im Ver-
gleich der drei isolierten Verbindungen und im Vergleich zur Literatur Unterschiede er-
kennen ließen (Schatz 2006). Insbesondere das Fragmention mit m/z 468, das vermutlich
aus einer Ringöffnung und der Abspaltung eines Benzaldehyds resultierte sowie das Frag-
mention mit m/z 424 (Abspaltung einer aromatischen Seitenkette und einer Trimethylsi-
lylgruppe) waren beim cis-trans-trans-Isomer um ein Vielfaches stärker vorhanden als bei
den beiden anderen Isomeren. Auch bei der Fragmentierung mittels LC-MS/MS entstan-
den größtenteils gleiche Fragmente (Abbildung 51). Das Fragmentspektrum des trans-cis-
74 ergebnisse und diskussion
trans-Isomers unterschied sich jedoch von dem der anderen beiden dadurch, dass die
Intensitäten des Quasimolekülions und der Fragmente mit m/z 297, 233 und 207 geringer
bzw. nicht detektierbar waren. Die UV- und massenspektrometrischen Daten bestätigten
das Vorliegen von 8-8(THF)-DFS, konnten jedoch keine gesicherten Hinweise auf die Kon-
figuration der Verbindungen geben.
Anhand der 1H-NMR-Spektren konnten zusätzliche Informationen gewonnen werden
(Abbildungen 54–56), da sich die THF-Derivate ohne Symmetrie von denen mit C2-Sym-
metrieachse und σv-Symmetrieebene unterscheiden. Während die aliphatischen Protonen
von asymmetrischen Molekülen jeweils unterschiedliche chemische Umgebungen – und
dadurch unterschiedliche chemische Verschiebungen und Spin-Spin-Kopplungen – besit-
zen, sind bei den in Abbildung 28 dargestellten symmetrischen Molekülen die Protonen
an Position 7 und 7’ bzw. 8 und 8’ chemisch (aber nicht magnetisch) äquivalent. Ver-
glichen mit den Daten von Schatz et al. (2006) waren die UV-, Fragmentierungs- und
NMR-Spektren eines der isolierten Isomere nahezu identisch, sodass dieses mit hoher
Wahrscheinlichkeit als cis-trans-trans-Isomer identifiziert wurde. Theoretisch könnte es
sich auch um das cis-cis-trans-Isomer handeln, dessen chemische Verschiebungen und
Spin-Spin-Kopplungen im 1H-NMR-Spektrum unbekannt sind. Die Untersuchung von al-
kalisch hydrolysierten UBS von Mais, Weizen, Zuckerrübe und Amaranth mittels GC-MS
und LC-MS zeigten jedoch, dass die Retentionszeiten des dominierenden 8-8(THF)-DFS-
Isomers denen des bei der Synthese hauptsächlich gebildeten Isomers entsprachen. Aus
diesem Grund deuten alle gesammelten Daten darauf hin, dass es sich bei dieser Verbin-
dung um das cis-trans-trans-Isomer handelt.
Die NMR-Spektren der beiden anderen Diastereomere zeigen jeweils ein Multiplett mit
einer chemischen Verschiebung von 5,1–5,4 ppm (Protonen 7 und 7’) und 3,3–3,6 ppm
(Protonen 8 und 8’). Daraus kann geschlossen werden, dass es sich um symmetrische
Verbindungen handeln muss. Des Weiteren wurde untersucht, ob aufgrund der 3J-Kopp-
lungskonstanten der aliphatischen Protonen auf deren cis-trans-Konfiguration geschlossen
werden kann. Dazu kann die Karplus-Beziehung herangezogen werden, die die Korre-
lation von 3J-Kopplungskonstanten und den Diederwinkeln von vicinalen Protonen be-
schreibt (Karplus 1959). Bei einem Diederwinkel von 70–110° sind Kopplungskonstanten
von < 2 Hz zu erwarten, während bei Diederwinkeln von 0 bzw. 180° Kopplungskonstan-
ten von 8–10 bzw. 10–14 Hz auftreten. Sechsringe liegen hauptsächlich in der Sesselkonfor-
mationen vor, die geringe Winkel- und Torsionsspannungen besitzen. Die Diederwinkel
von zwei axialen Protonen betragen etwa 180° und von zwei äquatorialen Protonen oder
einem axialen und einem äquatorialen Proton etwa 60°. Durch die hohe Stabilität der Ses-
selkonformation ändern sich die Diederwinkel Protonen kaum, sodass die Kopplungskon-
stanten der NMR-Messung eine hohe Aussagekraft besitzen (Durette und Horton 1971).
4.3 strukturaufklärung neuartiger oligoferulasäuren 75
In Fünfringen besitzen auch die stabilsten Konformationen – Briefumschlag- und Halb-
sesselkonformation – hohe Winkel- und Torsionsspannungen, sodass schnelle Konforma-
tionsänderungen stattfinden und sich die Diederwinkel ständig ändern. Die Pseudoro-
tation verläuft im Vergleich zur NMR-Messung so schnell, dass eine zeitlich gemittelte
Struktur der Verbindung gemessen wird. Am Beispiel von THF wurde gezeigt, dass die
Kopplungskonstanten von cis-ständigen Protonen 7,37 bzw. 8,65 Hz und die von trans-
standigen Protonen 5,34 bzw. 5,44 Hz betragen (Wu und Cremer 2003). Dass die Kopp-
lungskonstanten der 8-8(THF)-DFS mit cis-trans-trans-Konfiguration jedoch 8,55 Hz für
die cis-ständigen und 8,68 Hz für die trans-ständigen Protonen betragen (Abbildung 54),
weist die Grenzen der Karplus-Beziehung für Fünfringe auf und zeigt, dass die Kopp-
lungskonstanten der unbekannten 8-8(THF)-DFS-Isomere nicht zu einer zweifelsfreien
Bestimmung der Konfiguration herangezogen werden können (Schatz et al. 2006). Aus
diesem Grund wurden die Strukturen der beiden symmetrischen Verbindungen in Ko-
operation mit den Novartis Institutes for BioMedical Research mittels Röntgenstruktur-
analyse aufgeklärt. Die Messungen ergaben, dass die Verbindungen mit den GC-MS-Re-
tentionszeiten von 40,2 und 41,15 min Isomere der 8-8(THF)-DFS mit trans-cis-trans- bzw.
trans-trans-trans-Konfiguration sind.
4.3.2 8-O-4/8-5(cyclisch)-Dehydrotriferulasäure
Teile der im Folgenden vorgestellen Ergebnisse wurden bereits im Journal of Agricultural
and Food Chemistry publiziert (Waterstraat et al. 2016a).





































Abbildung 29: Strukturformel der
8-O-4/8-5(c)-Dehydrotriferulasäure
(TriFS). c: cyclisch.
penylseitenkette typisches Absorptionsmaximum bei
323–326 nm zeigt, lieferte einen ersten Hinweis auf
die Struktur der 8-O-4/8-5(c)-TriFS (Abbildung 53).
Des Weiteren ist die breitere Schulter bei 290–300 nm
im Vergleich zu anderen Bindungstypen ein Indiz für
OFS mit 8-O-4-Bindungstyp (Dobberstein und Bun-
zel 2010a). Die Summenformel C30H25O12 für das Qua-
simolekülion [M – H]– wurde mittels hochauflösen-
der MS in Kooperation mit dem Max Rubner Institut,
Institut für Sicherheit und Qualität bei Obst und Ge-
müse, bestätigt. Im MS-Modus wurde ein m/z von
577,1342 (theoretisch 577,1352) bestimmt, was einem
Fehler von −1,7 ppm entspricht. Die Interpretation
von 46 Fragmenten im MS/MS-Modus resultierte in
einem Fehler von 2,7 ppm.
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Durch die Auswertung von ein- und zweidimensionalen NMR-Spektren (1H, Heteronuc-
lear Single Quantum Coherence (HSQC), HMBC, Correlation Spectroscopy (COSY) und Nuclear
Overhauser Effect Spectroscopy (NOESY)) wurde die Struktur der 8-O-4/8-5(c)-TriFS eindeu-
tig aufgeklärt. Zwei Protonensignale bei 6,00 und 4,37 ppm mit Kopplungskonstanten von
8,0 Hz ließen auf den Kopplungstypen einer 8-5(c)-DFS innerhalb des Trimers schließen
(Ralph 1994). Außerdem waren nur zwei Dubletts mit Kopplungskonstanten von 16 Hz
sichtbar, sodass auf die Beteiligung einer Position 8 im zweiten Bindungstyp geschlossen
wurde. Zwei Doppeldubletts mit Kopplungskonstanten von etwa 8 und 2 Hz sowie zwei
Dubletts mit Kopplungskonstanten von etwa 8 Hz signalisierten, dass zwei FS-Einheiten
über Protonen an Position 5 verfügen. Das bedeutet, dass die dritte FS-Einheit nicht
über ihre Position 5, sondern über eine 8-O-4-Bindung gekoppelt sein muss. Theoretisch
existieren zwei mögliche Regioisomere, die einen 8-O-4- und einen 8-5(c)-Kopplungsty-
pen enthalten. Jedoch zeigt das Proton an Position B7, das mittels HSQC- und HMBC-
Experimenten eindeutig zugeordnet werden konnte, ein Singulett und keine Korrelatio-
nen im COSY-Spektrum. Außerdem war im LC-MS/MS-Massenspektrum das Fragment
m/z 193 sichtbar. Dieses entspricht einem [FS – H]– -Ion und ist charakteristisch für OFS
mit mindestens einer endständigen FS-Einheit, die über Position O-4 gebunden ist. Für
das zweite Regioisomer mit 8-O-4- und 8-5(c)-Kopplungstypen würde dieses Fragment –
ebenso wie bei 8-8(nc)/8-O-4-TriFS (Kapitel 4.3.5) – nicht entstehen, da keine über Posi-
tion O-4 gebundene, endständige FS-Einheit vorhanden ist. Aus diesen Gründen wurde
geschlussfolgert, dass die Position 8 der B-Einheit in der 8-O-4-Kopplung mit der dritten
FS-Einheit (A) involviert ist. Alle anderen Signale der verschiedenen NMR-Experimente
sind in Übereinstimmung mit der in Abbildung 29 gezeigten Struktur und vergleichbar
zu den NMR-Daten des 8-O-4/8-5(c)-DFS-Triethylesters (Bunzel Heuermann 2008). Da
sich die chemischen Verschiebungen der Protonen B2 und B6 überlagern, konnten die
13C-Verschiebungen der direkt benachbarten C-Atome von 115,5 und 121,1 ppm nicht
anhand der NMR-Daten zugeordnet werden, sondern wurden anhand von Literaturda-
ten zugeordnet (Bunzel Heuermann 2008). Außerdem wurden in den HMBC-Spektren
unter den angewandten Parametern keine Kopplungen beobachtet, mit denen eine ein-
deutige Bestimmung der 13C-Verschiebung des Kohlenstoffs an Position B1 möglich wä-
re. Die 1H- und 13C-Verschiebungen aller anderen Positionen wurden eindeutig zuge-
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4.3.3 8-8(cyclisch)/5-5-Dehydrotriferulasäure
Teile der im Folgenden vorgestellen Ergebnisse wurden bereits im Journal of Agricultural
and Food Chemistry publiziert (Waterstraat et al. 2016a).








































Abbildung 30: Strukturformel der
8-8(c)/5-5-Dehydrotriferulasäure
(TriFS). c: cyclisch.
FS-Derivate mit Propenylseitenkette typisches Absorp-
tionsmaximum bei 324–326 nm und eine Schulter bei
300–315 nm (Abbildung 53). Verglichen mit den ein-
zelnen Bindungstypen der Dimere sind größere Ähn-
lichkeiten zur 5-5-DFS vorhanden. Die von 8-8(c)-DFS
bekannten Charakteristika (UV-Absorptionsmaximum
von 340 nm und zwei Schultern bei etwa 290 und
315 nm) sind dagegen kaum erkennbar (Dobberstein
und Bunzel 2010a).
Mittels hochauflösender MS ohne Fragmentierung wurde in Kooperation mit dem Max
Rubner Institut, Institut für Sicherheit und Qualität bei Obst und Gemüse ein Quasimo-
lekülion mit einem m/z 577,1348 [M – H]– ermittelt. Somit wurde die Summenformel
C30H25O12 (m/z 577,135 15) mit einem Fehler von –0,7 ppm bestätigt. Im MS/MS-Modus
lag der Fehler unter Berücksichtigung von 22 Fragmenten bei 3,8 ppm.
Das 1H-Spektrum von 8-8(c)/5-5-TriFS wies unter anderem zwei Dubletts von Dubletts
mit Kopplungskonstanten von 2,0 Hz und einer chemischen Verschiebung von 4,66 und
4,04 ppm sowie ein tieffeldverschobenes Singulett bei 7,70 ppm auf. Diese drei Signale
sind charakteristisch für eine 8-8(c)-Kopplung (Ralph 1994). Da keine Doppeldubletts mit
einer Aufspaltung von 8 Hz vorhanden waren, wurde geschlussfolgert, dass die dritte FS-
Einheit über eine 5-5-Kopplung an Einheit B gebunden sein muss (Abbildung 30). Die-
ser Strukturvorschlag wurde durch die Interpretation von HSQC-, HMBC-, COSY- und
NOESY-Spektren bestätigt. Unter anderem verdeutlicht die im NOESY-Spektrum erkenn-
bare dipolare Kopplung der Protonen B6 und C6, dass sich diese Protonen räumlich nahe
sind. Die chemischen Verschiebungen der 1H- und 13C-Kerne von 8-8(c)/5-5-TriFS sind Ta-
belle 16 zusammengefasst. Die Bezeichnung nach IUPAC-Nomenklatur lautet: (E)-1-[5’-(2-
Carboxyvinyl)-2’,6-dihydroxy-3’,5-dimethoxy-(1, 1’-biphenyl)-3-yl]-7-hydroxy-6-methoxy-
1, 2-dihydronaphthalen-2, 3-dicarboxylsäure (Waterstraat et al. 2016a).
4.3.4 5-5/8-8(cyclisch)-Dehydrotriferulasäure
Das UV-Spektrum der 5-5/8-8(c)-TriFS mit einem UV-Absorptionsmaximum von 320–
326 nm und einer Schulter bei etwa 290–300 nm (Abbildung 53) sowie das mittels LC-MS
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bestimmte m/z von 577 ([M – H]– ) gaben erste Hinweise auf das Vorhandensein einer
TriFS.
Die Interpretion von ein- und zweidimensionalen NMR-Spektren ließ eindeutig auf die
in Abbildung 31 dargestellte Struktur der 5-5/8-8(c)-DFS schließen. Das 1H-NMR-Spek-
trum ließ ein Dublett und ein breites Singulett mit chemischen Verschiebungen von 3, 79
und 4,37 ppm sowie ein Singulett mit einer chemischen Verschiebung von 7,79 ppm er-
kennnen. Wie bereits beschrieben, lassen diese Signale das Vorhandensein eines 8-8(c)-
Kopplungstyps vermuten (Ralph et al. 1994). Allerdings war im aromatischen Bereich
lediglich ein weiteres Singulett mit einer chemischen Verschiebung von 7,26 ppm vorhan-
den, was darauf hinwies, dass die dritte FS-Einheit über das Proton an Position A5 gekop-
pelt ist. Die im 1H-Spektrum vorhandenen beiden Dubletts mit Kopplungskonstanten von
15,9 Hz führten zu dem Schluss, dass die dritte FS-Einheit nicht über Position 8 gekoppelt
sein kann.







































bletts mit Kopplungskonstanten von 8,1 und 2,0 Hz und
ein Dublett mit einer Kopplungskonstante von 8,1 Hz vor-
handen, die von den Protonen an Position B6 und B5
stammen. Da kein weiteres Dublett von Dubletts bzw. Du-
blett mit einer 8 Hz-Aufspaltung zu sehen war, wurde
darauf geschlossen, dass die dritte FS-Einheit über eine
5-5-Kopplung gebunden vorliegt (Abbildung 31). Alle Si-
gnale aus HSQC-, HMBC-, COSY- und NOESY-Spektren
bestätigten diese Struktur und konnten wie in Tabelle 16
zusammengefasst zugeordnet werden. Die Bezeichnung




Das UV-Spektrum von 8-8(nc)/8-O-4-TriFS zeigte ebenfalls ein Absorptionsmaximum von
320–323 nm und eine vergleichsweise breite Schulter bei 290–305 nm, die einen 8-O-4-
Kopplungstypen vermuten ließ (Abbildung 53).
Die Interpretation der ein- und zweidimensionalen NMR-Spektren ermöglichte zwar
eine eindeutige Strukturaufklärung, jedoch konnten aufgrund ähnlicher chemischer Ver-
schiebungen einiger 1H- und 13C-Kerne nicht alle Signale eindeutig zugeordnet werden
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(Tabelle 16). Das 1H-Spektrum wies drei derjenigen Signalgruppen auf, die, wie bereits
beschrieben, charakteristisch für nicht-substituierte 5-Positionen sind.









































ferulasäure (TriFS). nc: nicht
cyclisch.
ten von 8 und 2 Hz und Dubletts mit Kopplungskonstan-
ten von 8 Hz, die auch im COSY-Spektrum koppeln. Au-
ßerdem waren keine Signale mit Kopplungskonstanten von
etwa 16 Hz (oder 10 Hz) vorhanden, die auf unsubstituierte
trans- (oder cis-)Doppelbindungen hinweisen würden. Aus
diesen Informationen wurde geschlossen, dass die Positio-
nen 8 aller drei FS-Einheiten substituiert sind, während alle
Positionen 5 unsubstituiert vorliegen. Somit ist nur die in
Abbildung 32 dargestellte Struktur möglich. Auch die An-
zahl und Art der anderen Protonensignale im 1H-Spektrum
sowie die aus HSQC-, HMBC-, COSY- und NOESY-Expe-
rimenten abgeleiteten Kopplungen stehen mit dieser Struk-
tur in Einklang, wenngleich einige der Signale nicht eindeu-
tig zugeordnet werden können. Die nicht eindeutige Zuordnung ist in Tabelle 16 durch




Wie auch bei den bereits diskutierten TriFS diente das UV-Spektrum der 5-5/8-8(nc)-TriFS
als erster Anhaltspunkt für die Identifizierung als FS-Derivat (Abbildung 53). Das durch
LC-MS ermittelte m/z von 577 ([M – H]– ) gab Grund zur Annahme, dass es sich bei dieser
Verbindung um eine TriFS handelt.
Das 1H-Spektrum zeigte unter anderem zwei Dubletts mit einer Kopplungskonstante
von 15,9 Hz, die auf der trans-Doppelbindung einer nicht substituierten Propenylseiten-
kette (Position 7 und 8) basieren. Außerdem waren ein Doppeldublett (3J=8,2 und 2,0 Hz)
und die Signale der entsprechenden Kopplungspartner zu sehen. Das bedeutet, dass zwei
der drei Positionen 8 und zwei der Positionen 5 in Bindungen involviert sind. Aus die-
sen Informationen ergeben sich jedoch zwei mögliche Regioisomere (5-5/8-8(nc)- und
8-5(nc)/8-5(nc)-TriFS), von denen keines anhand der durchgeführten HSQC-, HMBC-,
COSY- und NOESY-Experimente ausgeschlossen werden konnte. Dies lag zum einen dar-
an, dass sich zwei der Dubletts mit einer Kopplungskonstante von 2,0 Hz exakt über-
lagerten. Zum anderen konnten die Bindungstypen auch deshalb nicht unterschieden
werden, da die 13C-Atome sowohl in Position 5 als auch in Position 8 eine chemische Ver-
schiebung von 125–126 ppm haben, unabhängig davon, ob sie in eine 5-5-, 8-8(nc)-, oder
80 ergebnisse und diskussion
8-5(nc)-Kopplung involviert sind.















































sucht, die Struktur dieser Verbindung eindeutig zu identifizie-
ren. Wie in Kapitel 4.2.2 beschrieben, wurde das Produktge-
misch der Synthese mit Cu[TEMED]-Komplex zunächst mit-
tels Flash-Chromatographie fraktioniert. In der vierten Frak-
tion befanden sich neben einigen TriFS auch zwei mutmaßli-
che TriFS-Monoethylester (m/z 605 [M – H]– ), die durch un-
vollständige Verseifung dieser Fraktion bedingt waren. Nach
der anschließend durchgeführten Sephadex-LH20-Chromato-
graphie befanden sich diese in den Fraktionen VI und VII.
Analog dazu befanden sich in den Fraktionen VI und VII
nach Synthese von 13C-markierten OFS zwei mutmaßli-
che [13C3]TriFS-Monoethylester (m/z 608 [M – H]– ), von de-
nen 12,5 mg der Verbindung aus Fraktion VI mittels präpara-
tiver HPLC isoliert und ein Teil davon erneut verseift wurde.
LC-DAD-MS-Messungen ergaben, dass durch die Verseifung
eine [13C3]TriFS (m/z 580 [M – H]– ) entstand, deren Retenti-
onszeit und UV-Spektrum denen der diskutierten Verbindung
(5-5/8-8(nc)-TriFS, Abbildung 33) glichen. Da der Diethylester von 8-8(nc)-DFS im Ver-
gleich zu anderen DFS-Diethylestern stabiler gegenüber der alkalischen Hydrolyse ist
(Kapitel 4.2.2), wurde vermutet, dass es sich bei dem unvollständig hydrolysierten Trimer
um 5-5/8-8(nc)-TriFS-Monoethylester handelt. Um diese These zu untermauern wurden
ein- und zweidimensionale NMR-Spektren des [13C3]TriFS-Monoethylesters aufgenom-
men. Wie erwartet waren im 1H-Spektrum dieser Verbindung zusätzliche Signale der
Ethylgruppe zu sehen. Außerdem wurden die Signale der Protonen an Position 7 und 8
aufgrund der 13C-markierten Carboxygruppen zusätzlich mit Kopplungskonstanten von
7,4 Hz (3J) bzw. 2,7 Hz (2J) aufgespalten. Im HMBC-Spektrum, in dem die Kopplungen
von Protonen mit Carboxy-C-Atomen um ein Vielfaches intensiver zu sehen waren als an-
dere Kopplungen, konnte ein C-Atom (δC=167,7 ppm) ermittelt werden, das sowohl mit
der Methylengruppe der Ethylgruppe (δH=4,15 ppm), als auch mit einem Proton an Positi-
on 7 (δH=7,83 ppm) koppelte (Abbildung 34). Da das tieffeldverschobene Proton lediglich
durch eine 7,4 Hz-Kopplungskonstante aufgespalten ist (3J-Kopplung zum Carbonyl-C),
muss es sich um das Proton einer FS-Einheit handeln, die sowohl über Position 8 gebun-
den, als auch als Ethylester vorliegt. Für den Fall, dass die isolierte Verbindung einen
[13C3]8-5(nc)/8-5(nc)-Ethylester darstellt, würde dies bedeuten, dass ein Großteil des bei
der oxidativen Kopplung von Ethylferulat entstandenen [13C3]8-5(c)/8-5(c)-Triethylesters
bei der anschließenden Verseifungsreaktion eine Ringöffnung (Abspaltung des Protons
an Position 8 unter Ausbildung einer Doppelbindung und Protonierung der phenolischen
Gruppe) erfuhr, ohne dass die benachbarte Ethylgruppe abgespalten wurde. Da ein sol-













Abbildung 34: Das HMBC-Spektrum des 5-5/8-8(nc)-Dehydrodiferulasäure-Monoethylesters ver-
deutlicht, dass eines der Carbonyl-13C-Atome sowohl mit den Protonen einer Carbonylgruppe als
auch mit einem Proton an Position-7 koppelt. nc: nicht cyclisch.
cher Reaktionsmechanismus bisher nicht für 8-5-gekoppelte DFS beschrieben wurde, deu-
ten alle Daten darauf hin, dass es sich bei der diskutierten TriFS vermutlich um 5-5/8-
8(nc)-TriFS (Abbildung 33) handelt. Dennoch war eine eindeutige Strukturaufklärung





Nicht alle der synthetisierten und isolierten TetraFS konnten anhand der durchgeführ-
ten Experimente eindeutig identifiziert werden. Deshalb wurden diese vorläufig anhand
ihrer Retentionszeiten im Chromatogramm der LC-DAD-MS/MS-Methode benannt (Ka-
pitel 8.5.2). Dennoch konnten einige Aussagen über die Verbindungen getroffen werden,
die im folgenden diskutiert werden.
Die mittels LC-MS bestimmten m/z von 769 entsprechen dem Quasimolekülion [M – H]–
einer TetraFS. Anhand der Retentionszeiten der TetraFS – 31,0, 32,8, 35,3, 39,4 und 41,8 min
– können erste Hinweise auf die Kopplungstypen erhalten werden, da von DFS und TriFS
bekannt ist, dass unter den verwendeten Bedingungen Verbindungen, die 8-8- und 8-5(nc)-
Bindungen enthalten tendenziell früher eluieren, wohingegen OFS, die 8-5(c)- und 8-O-4-
Bindungen enthalten, tendenziell stärker retardiert werden. Die in Abbildung 53 darge-
stellten UV-Chromatogramme zeigen Absorptionsmaxima bei etwa 320 nm, während die
für FS-Derivate ebenso typische Schulter bei 290–310 nm bei einigen TetraFS nur schwach
oder gar nicht ausgeprägt ist. Weitaus aussagekräftigere Informationen konnten durch In-
terpretation der ein- und zweidimensionalen NMR-Spektren erhalten werden. Die NMR-
Daten sind in den Tabellen 16 und 18 zusammengefasst.
82 ergebnisse und diskussion
4.3.7.1 TetraFS 31,0 min
Der aliphatische Bereich der 1H-NMR-Spektren von TetraFS 31,0 min wies lediglich vier
Singuletts auf, die den vier Methoxygruppen entsprechen. Demnach konnten die Kopp-
lungstypen 8-8(c) und 8-5(c) ausgeschlossen werden. Des Weiteren waren im 1H-Spektrum
ein Doppeldublett mit Kopplungskonstanten von etwa 8 und 2 Hz sowie ein Dublett mit
einer Kopplungskonstante von etwa 8 Hz vorhanden, die auf aromatischen Protonen in or-
tho-Stellung und deren Kopplung beruhen. Diese Kopplung wurde mit Hilfe eines COSY-
Experiments bestätigt. Daraus wurde geschlossen, dass eine der vier FS-Einheiten eine
unsubstituierte Position 5 besitzt, während die anderen drei über Position 5 gekoppelt
vorliegen. Ebenso wurde anhand der beiden Dubletts mit einer Kopplungskonstante von
etwa 16 Hz abgeleitet, dass eine der FS-Einheiten an Position 8 unsubstituiert vorliegt,
während die anderen drei FS-Einheiten über Position 8 in Kopplungen involviert sind.
Drei Singuletts mit chemischen Verschiebungen von 7,8–7,9 ppm bestätigen diese These.
Anhand dieser Informationen sind vier Strukturvorschläge möglich, deren Verifizie-
rung bzw. Falsifizierung mittels NMR-Experimenten ähnliche Probleme bereiten wie die
der Identifizierung von 5-5/8-8(nc)-TriFS (Kapitel 4.3.6). Die vier Strukturvorschläge lau-
ten 8-5(nc)/8-8(nc)/5-5-, 8-8(nc)/8-5(nc)/5-5-, 8-5(nc)/8-5(nc)/8-5(nc)- und 8-5(nc)/5-5/8-
8(nc)-TetraFS.
4.3.7.2 8-5(nc)/5-5/8-5(nc)-Dehydrotetraferulasäure
Die geringe Anzahl an Signalen (sieben im aromatischen und zwei im aliphatischen Be-
reich) deutete darauf hin, dass die nach 32,8 min eluierende TetraFS eine symmetrische
Verbindung darstellt. Da kein Dublett von Dubletts und ein Dublett mit einer Kopplungs-
konstante von 15,9 Hz vorhanden war, müssen alle vier FS-Einheiten in Position 5 substi-
tuiert und zwei der FS-Einheiten in Position 8 substituiert vorliegen. Aufgrund dieser In-
formationen erschienen zwei Regioisomere möglich, 5-5/8-8(nc)/5-5- und 8-5(nc)/5-5/8-
5(nc)-TetraFS, denen auch die restlichen Protonensignale (vier Dubletts mit Kopplungs-
konstanten von etwa 2 Hz) und die Signale aus HSQC-, HMBC- und COSY-Experimenten
zugeordnet werden konnten. Die Strukturen beider Möglichkeiten sind in Abbildung 35
dargestellt. Im NOESY-Spektrum, das Kopplungen von räumlich nahegelegenen Proto-
nen sichtbar macht, waren unter anderem zwei Signale zu erkennen, die in Abbildung 35
durch rote Pfeile signalisiert werden. Wie zu erkennen ist, lassen sich diese Signale nur
anhand von 8-5(nc)/5-5/8-5(nc)-TetraFS erklären, da sich die entsprechenden Protonen
im Falle der 5-5/8-8(nc)/5-5-TetraFS räumlich nicht nahe genug (< 4 Å) kommen können
(Richards und Hollerton 2011). Aus diesem Grund wird davon ausgegangen, dass es sich
bei der TetraFS 32,8 min um 8-5(nc)/5-5/8-5(nc)-TetraFS handelt.


















































Abbildung 35: Strukturformeln der in dieser Arbeit synthetisierten und isolierten
8-5(nc)/5-5/8-5(nc)-Dehydrotetraferulasäure (TetraFS, rechts) und der regioisomeren Verbin-
dung 5-5/8-8(nc)/5-5-Dehydrotetraferulasäure (links). Die roten Pfeile signalisieren Kopplungen,
welche in NOESY-NMR-Experimenten beobachtet wurden und nur anhand der rechten Struktur
erklärt werden können. nc: nicht cyclisch.
4.3.7.3 TetraFS 35,3 min
Im aliphatischen Bereich des 1H-NMR-Spektrums von TetraFS 35,3 min waren keine Signa-
le vorhanden, die charakteristisch für 8-5(c)- oder 8-8(c)-Kopplungstypen sind. Vier Du-
bletts mit einer Kopplungskonstante von etwa 16 Hz signalisierten das Vorhandensein von
zwei nicht-substituierten Propenylseitenketten. Das bedeutet, dass die anderen beiden FS-
Einheiten über Position 8 in Bindungen involviert sind. Außerdem waren ein Doppeldu-
blett (3J=8,4 und 4J=2,0 Hz) und ein Dublett (3J=8,4 Hz) vorhanden, die eine nicht-substitu-
ierte Position 5 signalisierten. Somit sind drei FS-Einheiten über die Position 5 gekoppelt,
woraus geschlossen werden kann, dass eine FS-Einheit über eine der O-4-Positionen ge-
koppelt sein muss. Auch wenn unter den dimeren und trimeren Reaktionsprodukten der
oxidativen Kopplung von Ethylferulat keine 4-O-5-Kopplung identifiziert wurde, kann
dieser Kopplungstyp bei Tetrameren nicht ausgeschlossen werden. Beispielsweise ist von
der Biosynthese von Lignin bekannt, dass Monolignole bevorzugt über die β-Position an
das bestehende Polymer binden. Dennoch können innerhalb des Lignin-Netzwerks 4-O-5-
gekoppelte Struktureinheiten gefunden werden, die hauptsächlich auf die Kopplung von
zwei polymeren Lignin-Strukturen zurückzuführen sind (Ralph et al. 2007). Durch Syn-
these, Isolierung und Strukturaufklärung des Tetraethylesters von 8-5(c)/4-O-5/8-5(c)-
TetraFS konnte gezeigt werden, dass auch bei der oxidativen Kopplung von Ethylferulat
die Bildung von 4-O-5-Struktureinheiten möglich ist, indem wahrscheinlich zwei dimere
Radikale über ihre O-4- und 5-Positionen miteinander reagieren (Bunzel et al. 2008b).
Daraus folgt, dass die Kopplungen der TetraFS 35,3 min entweder über 8-O-4-, 8-5(nc)-
und 5-5- oder 4-O-5-, 5-5- und 8-8(nc)- oder 4-O-5-, 8-5(nc)- und 8-5(nc)-Struktureinhei-
ten erfolgen, was zu einer hohen Anzahl möglicher Regioisomere führt. Eine TetraFS mit
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Kopplungen über 8-O-4-, 8-5(nc)- und 5-5-Struktureinheiten wurde bereits von Bunzel
et al. (2006) aus Maiskleie isoliert und durch Vergleich der chemischen Verschiebungen
mit authentischen TriFS als 8-O-4/5-5/8-5(nc)-DFS identifiziert. Im Vergleich zu dieser
TetraFS unterschieden sich jedoch einige der in Aceton-d6 bestimmten chemischen Ver-
schiebungen der TetraFS 35,3 min so stark, dass nicht von identischen Verbindungen aus-
gegangen werden konnte. Somit war es anhand der durchgeführten Experimente nicht
möglich, die genaue Struktur der TetraFS 35,3 min zu identifizieren.
4.3.7.4 TetraFS 39, 4 min
Durch die gleiche Vorgehensweise wie zur Identifizierung der anderen Tri- und TetraFS
wurden auch die NMR-Spektren der TetraFS 39,4 min ausgewertet. Dadurch wurde er-
mittelt, dass eine 8-8(c)-Kopplung (zwei aliphatische Protonen mit den chemischen Ver-
schiebungen δH=4,64 und 4,02 ppm, die direkt an Kohlenstoffatome mit den chemischen
Verschiebungen δC=46,1 und 47,5 ppm gebunden waren) in dem Molekül vorliegt. Zwei
Dubletts mit Kopplungskonstanten von 16 Hz deuten darauf hin, dass eine weitere FS-
Einheit über Position 8 gebunden ist und drei FS-Einheiten über Position 5 in Bindungen
involviert sind. Daraus ergaben sich die Kopplungstypen 8-8(c), 8-5(nc) und 5-5 und somit
eine Vielzahl an möglichen Regioisomeren für die TetraFS 39,4 min. Anhand der durchge-
führten Experimente konnte daher die Struktur nicht eindeutige bestimmt werden.
4.3.7.5 TetraFS 41,8 min
Die Auswertung der NMR-Spektren von TetraFS 41,8 min ergab, dass keine 8-5(c)- oder
8-8(c)-Strukturen vorlagen und drei der FS-Einheiten über Position 8 sowie zwei der FS-
Einheiten über Position 5 gebunden vorliegen müssen. Daraus wurde geschlussfolgert,
dass eine der O-4-Positionen in eine Bindung involviert ist, wobei sowohl eine 8-O-4- als
auch eine 4-O-5-Kopplung möglich ist. Da die Unterscheidung zwischen 8-5(nc)-, 8-8(nc)-
und 5-5-Kopplungstypen, wie in Kapitel 4.3.6 beschrieben, anhand von NMR-Daten nicht
eindeutig möglich ist, sind für TetraFS 41,8 min drei Kombinationen von Kopplungstypen
möglich. Diese sind 4-O-5, 8-8(nc) und 8-5(nc) oder 8-O-4, 5-5 und 8-8(nc) oder 8-O-4,
8-5(nc) und 8-5(nc). Somit resultiert für die Regioisomerie der TetraFS 41,8 min eine Viel-
zahl an Möglichkeiten, die im Zuge dieser Arbeit nicht weiter untersucht wurden.
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4.4 Nachweis bislang nicht beschriebener Oligoferulasäuren
in Pflanzenzellwänden
Das natürliche Vorkommen der synthetisierten OFS wurde anhand von UBS aus Mais,
Weizen, Zuckerrübe und Amaranth untersucht. Dazu wurden die UBS dieser Proben iso-
liert (Kapitel 8.4), verseift und die freigesetzten Phenolcarbonsäuren nach Ansäuern mit
Diethylether extrahiert. Da teilweise nur geringe Mengen der Verbindungen zu erwarten
waren, wurden bis zu 100 mg UBS eingesetzt. Die Extrakte wurden mittels LC-MS/MS
und im Falle der 8-8(THF)-DFS zusätzlich mittels GC-MS analysiert.
4.4.1 Nachweis der Diastereomere von 8-8(Tetrahydrofuran)-Dehydrodiferulasäu-
re
Zum Nachweis der Diastereomere der 8-8(THF)-DFS wurden die Pflanzenproben mittels
GC-MS im Single Ion Monitoring (SIM)-Modus analysiert, wobei auf Basis der Fragmen-
tierungsmuster der Standardsubstanzen (Abbildung 52) die Ionen mit m/z 692, 677, 453,
354, 338 und 264 selektiert wurden. Unter Verwendung der in Kapitel 8.3.7 beschriebe-
nen gaschromatographischen Bedingungen eluierten die 8-8(THF)-DFS mit cis-trans-trans-,
trans-cis-trans- bzw. trans-trans-trans-Konfiguration nach 40,05; 40,2 bzw. 41,15 min. Durch
Vergleich dieser Retentionszeiten mit denen der Peaks in den Chromatogrammen der
Pflanzenproben konnten die drei Diastereomere in Mais, Weizen und Zuckerrübe nachge-
wiesen werden, wohingegen in Amaranth bei den entsprechenden Retentionszeiten keine
Peaks detektiert wurden.
Zur Analyse mittels LC-MS/MS erfolgte die Trennung an einer eine C18-Säule unter
Verwendung eines binären Gradienten aus MeOH und H2O mit jeweils 0,01 % Amei-
sensäure (8.3.7). Unter diesen Bedingungen ließen sich die Diastereomere der 8-8(THF)-
DFS voneinander trennen und eluierten nach 24,1 min (trans-trans-trans-Isomer), 26,8 min
(trans-cis-trans-Isomer) bzw. 30,0 min (cis-trans-trans-Isomer). Die Proben wurden im SIM-
Modus (m/z 403) sowie im MS/MS-Modus analysiert, wobei die charakteristischen Frag-
mentionen mit m/z 148, 151 und 163 (Mutterion m/z 403) betrachtet wurden (Abbildung
51). Durch Vergleich der Retentionszeiten konnten sowohl die Quasimolekülionen im SIM-
Modus, als auch die charakteristischen Fragmentionen der drei Diastereomere in allen un-
tersuchten Proben nachgewiesen werden. Peaks, die Hinweise auf die Existenz weiterer
Diastereomere geben, wurden unter den verwendeten Bedingungen nicht beobachtet.
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4.4.2 Nachweis bislang nicht beschriebener Dehydrotri- und -tetraferulasäuren
Teile der im Folgenden vorgestellen Ergebnisse wurden bereits im Journal of Agricultural
and Food Chemistry publiziert (Waterstraat et al. 2016a).
Zum Nachweis bislang unbekannter TriFS und TetraFS wurden die Pflanzenproben mit
Hilfe von zwei LC-MS/MS-Methoden, die sich durch die Gradientenzusammensetzung
der mobilen Phase unterschieden, untersucht. Dadurch wurde die Wahrscheinlichkeit re-
duziert, dass Substanzen mit gleichen Massenübergängen von Mutter- zu Produktionen
coeluieren und so zu einem falsch positiven Ergebnis führen. Zum einen wurde eine
Phenyl-Hexyl-Säule als stationäre Phase mit einem ternären Gradienten aus H2O, ACN
und geringen Anteilen an MeOH (jeweils mit 0,01 % Ameisensäure) verwendet (Kapi-
tel 8.5.2), mit dem, wie in Kapitel 4.5 beschrieben, die quantitative Bestimmung von OFS
erfolgte. Zum anderen wurde die Trennung bei Verwendung der gleichen Säule, jedoch
eines binären Gradienten aus MeOH und H2O (jeweils mit 0,01 % Ameisensäure) durchge-
führt (Kapitel 8.3.6). Die massenspektrometrische Detektion erfolgte durch Selektion der
Quasimolekülionen [M – H]– mit m/z 577 (TriFS) bzw. m/z 769 (TetraFS) als Mutterion.
Geeignete Produktionen wurden anhand von Standardsubstanzen ermittelt, indem deren
Fragmentierungsmuster ermittelt wurden und die jeweils intensivsten Fragmentionen als
Produktionen ausgewählt wurden (Abbildungen 57–58 und 60).
Durch den Vergleich der Retentionszeiten mit isolierten Standardsubstanzen wurden
8-8(c)/5-5-, 5-5/8-8(c)-, 8-8(nc)/8-O-4- und 5-5/8-8(nc)-TriFS in den untersuchten Pflan-
zenproben mit beiden Methoden nachgewiesen (Signal/Rausch-Verhältnis > 3:1). 8-O-4/8-
5(c)-TriFS wurde in keiner der Proben nach Verseifung für 18 h detektiert. Da von 8-5(c)-
DFS bekannt ist, dass diese unter alkalischen Bedingungen zu 8-5(nc)-DFS und 8-5(dc)-DFS
umgesetzt wird (Ralph et al. 1994) und auch in wässrigen Pufferlösungen mit einem pH-
Wert von etwa 7 decarboxyliert (Schendel et al. 2015), könnte dies der Grund für die
Abwesenheit entsprechender Peaks von 8-O-4/8-5(c)-TriFS sein.
Aus diesem Grund wurden mildere Methoden zur Hydrolyse von pflanzlichen Materia-
lien zum Nachweis der 8-O-4/8-5(c)-TriFS durchgeführt. Zunächst wurde die Kombinati-
on aus Driselase und zwei verschiedenen Feruloylesterasen getestet. Driselase, ein Mul-
tienzymkomplex aus verschiedenen Zellwandpolysaccharid-spaltenden Enzymen, sollte
dabei OFS-haltige Oligosaccharide freisetzen, um so die Zugänglichkeit für die Feruloy-
lesterasen zu verbessern. Jedoch konnten so lediglich geringe Mengen einiger DFS, aber
keine OFS in den Hydrolysaten detektiert werden. Dies könnte darin begründet sein, dass
die Enzymzugänglichkeit von TriFS-haltigen Strukturen trotz Spaltung der Polysacchari-
de zu gering ist oder die eingesetzten Feruloylesterasen aufgrund ausgeprägter Substrats-
pezifität OFS-Ester nicht spalten. Deshalb wurde im Anschluss an die Enzyminkubation
eine 10-minütige Verseifung mit geringer konzentrierter NaOH-Lösung (1 M) durchge-
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führt. Bei Anwendung dieser Hydrolysebedingungen wurde 8-O-4/8-5(c)-TriFS in den
UBS von Mais, Weizen und Zuckerrübe nachgewiesen, jedoch nicht in Amaranth (Wa-
terstraat et al. 2016a). Allerdings wurde in quantitativen Bestimmungen gezeigt, dass in
Amarant auch die Gehalte von FS und anderen OFS im Vergleich zu Mais, Weizen und
Zuckerrübe um ein Vielfaches geringer sind (Kapitel 4.5). 8-O-4/8-5(nc)-TriFS, die ver-
mutlich aus 8-O-4/8-5(c)-TriFS entsteht, wurde in verschiedenen Proben, darunter auch
Amaranth, nachgewiesen (Kapitel 4.5) (Jilek und Bunzel 2013).
Von den neu beschriebenen Tetrameren konnten durch Vergleich der Retentionszeiten
TetraFS 41,8 min und 8-5(nc)/5-5/8-5(nc)-TetraFS mit beiden Methoden in Mais, Weizen
und Zuckerrübe nachgewiesen werden, wohingegen sie in Amaranth nicht detektierbar
waren (Signal/Rausch-Verhältnis < 3:1). Des Weiteren wurden in den Chromatogrammen
von Mais und Weizen bei beiden Methoden Peaks detektiert, die auf das Vorhandensein
von TetraFS 35,5 min und TetraFS 39,4 min schließen ließen. Entsprechende Peaks wurden
jedoch nicht eindeutig bei Analyse der Hydrolysate aus Zuckerrübe und Amaranth nach-
gewiesen. TetraFS 31,0 min konnte nur bei Anwendung der Methode, die einen binären
Gradienten nutzt, und nur in Mais und Weizen detektiert werden. Möglicherweise resul-
tiert die im mittels DAD detektierten Chromatogramm deutlich sichtbare Coelution von
5-5-DFS und 8-5(nc)/5-5-TriFS bei Verwendung des ternären Gradienten in einer starken
Ionensuppression (Abbildung 36), sodass die geringen Mengen der TetraFS 31,0 min mit
dieser Methode nicht nachweisbar waren.
Somit konnte gezeigt werden, dass unter Vorbehalt von TetraFS 31,0 min alle im Rah-
men dieser Arbeit erstmals synthetisierten und charakterisierten TriFS und TetraFS in
Pflanzenzellwänden existieren und zur Komplexität der OFS-Analytik beitragen. Darüber
hinaus waren in den Chromatogrammen, die unter Verwendung der beschriebenen Mas-
senübergänge aufgezeichnet wurden, Peaks zu sehen, die die Existenz weiterer, bisher
unbekannter Regioisomere vermuten lassen.
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4.5 Entwicklung von Methoden zur Bestimmung von Oligo-
ferulasäuren
Im Zuge dieser Arbeit wurden zwei LC-DAD-MS/MS-Methoden zur quantitativen Be-
stimmung von OFS in Pflanzenzellwänden entwickelt. Mit beiden Methoden können die
gleichen Analyten bestimmt werden, jedoch werden unterschiedliche interne Standard-
substanzen verwendet. Während eine der Methoden 5-5(me)-DFS als interne Standardsub-
stanz verwendet, basiert die zweite Methode auf dem Prinzip der SIVA. Optional wurde
die Quantifizierung der cis- und trans-Isomere der Monomere FS und p-CS unter Verwen-
dung von o-Cumarsäure als interne Standardsubstanz in die Methoden integriert. Diese
Option ist für die beiden Methoden identisch, da sie auf der Verwendung der mittels
DAD detektierten Daten basiert und bei beiden Methoden die gleichen chromatographi-
schen Bedingungen angewandt werden.
Im Vergleich zu bereits publizierten Methoden wurde die Anzahl an quantifizierbaren
Analyten erhöht (Dobberstein und Bunzel 2010a; Jilek und Bunzel 2013), da die entspre-
chenden Standardsubstanzen aufgrund der durchgeführten Synthesen in ausreichender
Menge und Reinheit zur Verfügung standen. Informationen über die verwendeten Stan-
dardsubstanzen und die Herstellung von Stammlösungen für die Methodenentwicklung
sind in Tabelle 19 zusammengefasst. So wurden mit Ausnahme von 8-O-4/8-5(c)-TriFS
alle in dieser Arbeit synthetisierten Di- und Trimere in die neuen Methoden integriert.
Wie in Kapitel 4.3.2 beschrieben, ist 8-O-4/8-5(c)-TriFS nach herkömmlicher Probenauf-
arbeitung nicht nachweisbar und wurde deshalb nicht in die Methoden aufgenommen.
Außerdem wurde keine der synthetisierten TetraFS in die Methoden integriert, da die
verfügbaren Mengen und die Reinheiten der Substanzen zwar für LC-MS- und NMR-
Versuche, aber nicht für die Methodenentwicklung ausreichten.
4.5.1 Chromatographische Parameter
In bisherigen LC-Methoden wurden C18- oder Phenyl-Hexyl-substituierte Kieselgele als
stationäre Phasen, binäre oder ternäre Gradienten aus H2O (mit TFA oder Ameisensäu-
re), ACN und MeOH als mobile Phasen, Temperaturen während der Trennung von bis
zu 50 ◦C und eine Flussrate der mobilen Phase von bis zu 1 mL/min verwendet (Dobber-
stein und Bunzel 2010a; Jilek und Bunzel 2013; Vismeh et al. 2013). Ausgehend von diesen
Bedingungen wurden die chromatographischen Parameter auf das verwendete LC-DAD-
MS/MS-System angepasst. Aufgrund des verwendeten Massenspektrometers (Kapitel 7.3)
musste einerseits die Flussrate auf maximal 0,5 mL/min reduziert werden, um eine voll-
ständige Verdampfung des Lösungsmittels bei der ESI zu gewährleisten. Zum anderen
musste sichergestellt werden, dass möglichst wenige Analyten coeluieren, da jeder gleich-
zeitig gemessene Massenübergang die Anzahl an Datenpunkten pro Peak verringert. Für
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das verwendete Massenspektrometer wurde eine optimale Verweilzeit von 0,5 s pro Mas-
senübergang ermittelt. Da die Peaks unter den verwendeten Bedingungen eine Peakbreite
von etwa 30 s besitzen, ist die parallele Aufnahme von maximal vier Massenübergängen
möglich, um 15 Datenpunkte pro Peak und somit eine präzise Peakintegration zu er-
reichen. Im Falle der SIVA, bei der auch die Massenübergänge der isotopenmarkierten
Standardsubstanzen detektiert werden, sollten somit maximal zwei Analyten coeluieren,
wobei Qualifier-Übergänge nur bei einzeln eluierenden Analyten aufgenommen werden
können. Des Weiteren durften keine Analyten coeluieren, die die gleichen Mutter- und
Produktionen besitzen, da diese im Multiple Reaction Monitoring (MRM)-Modus nicht un-
terschieden werden können.
In dieser Arbeit wurde die beste Trennung mittels der in Kapitel 8.5.2 beschriebenen
Bedingungen erreicht. Wie in Abbildung 36 zu sehen ist, werden fast alle Substanzen
basisliniengetrennt. Coeluierende Analyten sind 5-5-DFS (10) mit 8-5(nc)/5-5-TriFS (11)
und 5-5/8-O-4-TriFS (17) mit 5-5(me)-DFS (18), wobei 5-5(me)-DFS nur in einer der bei-
den Methoden als interne Standardsubstanz verwendet wird. Diese Analyten können
jedoch aufgrund unterschiedlicher m/z der Quasimolekülionen massenspektrometrisch
unterschieden werden. Außerdem sind 8-8(c)/5-5- (7) und 8-O-4/8-5(nc)-TriFS (8) bzw.
8-5(nc)/5-5- (11) und 8-8(c)/8-O-4-TriFS (12) lediglich angetrennt. Obwohl diese Trimere
Quasimolekülionen mit gleichem m/z bilden, können sie aufgrund der Bildung spezifi-
scher Produktionen selektiv detektiert werden (Abbildungen 57–59).












Abbildung 36: Kombinierte HPLC-MS/MS-Chromatogramme einer Mischung aus Standard-
substanzen, das sich aus Chromatogrammen verschiedener Massenübergänge zusammensetzt.
Ferulasäure-Cyclobutandimer mit α-Truxillsäure-Konfiguration (1); 8-8(c)-Dehydrodiferulasäuren
(DFS) (2); 8-8(THF)-DFS (3); 8-8(nc)-DFS (4); 8-5(nc)-DFS (5); 5-5/8-8(c)-Dehydrotriferulasäuren
(TriFS) (6); 8-8(c)/5-5-TriFS (7); 8-O-4/8-5(nc)-TriFS (8); 5-5/8-8(nc)-TriFS (9); 5-5-DFS (10); 8-
5(nc)/5-5-TriFS (11); 8-8(c)/8-O-4-TriFS (12); 8-O-4-DFS (13); 8-5(c)-DFS (14); 8-8(nc)/8-O-4-TriFS
(15); 4-O-5-DFS (16); 5-5/8-O-4-TriFS (17); 5-5(me)-DFS (18); 8-O-4/8-O-4-TriFS (19); 8-5(dc)-DFS
(20).
Die monomeren phenolischen Säuren cis-p-CS, trans-p-CS, cis-FS und trans-FS eluie-
ren unter den verwendeten chromatographischen Bedingungen nach 12,5, 13,0, 14,0 bzw.
14,3 min. Die Coelution von p-CS und FS-CBD hat keinen Einfluss auf die Quantifizierung
von p-CS mittels DAD, da diese bei einer Wellenlänge von 307 nm detektiert wird. Bei die-
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ser Wellenlänge zeigt das FS-CBD keine Absorption. Die als interne Standardsubstanz
verwendete o-Cumarsäure eluiert nach 18,3 min und ist somit auch von früh eluierenden
DFS getrennt.
Die in Abbildung 36 gezeigte Trennung wurde nach angepasster Ameisensäurekonzen-
tration in der mobilen Phase erzielt. Ein niedriger pH-Wert ist wichtig, um eine Disso-
ziation der Phenolcarbonsäuren während der Chromatographie zu verhindern, reduziert
jedoch die Ionenbildung bei Anwendung der ESI im negativen Modus. Durch Modifika-
tion der Zusätze an Ameisensäure wurde festgestellt, dass eine Ameisensäurekonzentra-
tion von 0,01 % in allen Fließmittelkomponenten für die chromatographische Trennung
ausreichend ist. Im Vergleich zu höheren Säurekonzentrationen resultierte diese Anpas-
sung in einer Verbesserung der Ionenausbeute.
4.5.2 Summenbestimmung der Isomere von 8-8(Tetrahydrofuran)-Dehydrodife-
rulasäure
Die massenspektrometrische Quantifizierung der 8-8(THF)-DFS-Isomere stellt eine Beson-
derheit der entwickelten Methoden dar. Da das trans-trans-trans- und das trans-cis-trans-
Isomer bei der Synthese nur in geringen Mengen gewonnen wurden und die Isomere
unter den verwendeten chromatographischen Bedingungen nicht voneinander getrennt
werden (Retentionszeiten von 17,1–17,4 min), wurde nach einer Möglichkeit der Summen-
bestimmung dieser Verbindungen gesucht. Dazu wurden zunächst Lösungen der drei Iso-
mere in DMSO-d6 hergestellt und deren Konzentrationen mittels 1H-NMR relativ zuein-
ander bestimmt. Um eine vollständige Relaxation der 1H-Kerne zu gewährleisten, wurde
eine D1-Zeit (Relaxationszeit zwischen zwei Scans) von 10 s gewählt. Anschließend wur-
den durch entsprechende Verdünnungen die Konzentrationen der Lösungen aneinander
angepasst, sodass Lösungen gleicher Konzentration (etwa 1 µg/mL) erhalten wurden. Die-
se wurden abwechselnd in siebenfacher Ausführung gemessen, wobei im MRM-Modus
die für alle Isomere typischen Fragmentionen mit m/z 163, 151, 148 und 136 selektiert
wurden. Der Vergleich der jeweiligen Peakflächen ergab, dass der Response der einzelnen
Isomere bei einem Massenübergang von m/z 403 nach m/z 136 die geringsten Unter-
schiede aufwies. Da die Mittelwerte der drei Proben mit einer Standardabweichung von
12 % voneinander abwichen, kann von einem annähernd gleichen Response ausgegangen
werden, wobei sich der Response des zur Kalibrierung bzw. als isotopenmarkierte Stan-
dardsubstanz verwendeten cis-trans-trans-Isomers zwischen denen der beiden anderen
Isomere befindet.
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4.5.3 Bestimmung von Ferulasäure und p-Cumarsäure mittels Diodenarraydetek-
tor
Zur Detektion der monomeren phenolischen Säuren mittels DAD wurden deren jeweilige
Absorptionsmaxima von 294 nm (cis-p-CS), 307 nm (trans-p-CS), 310 nm (cis-FS), 321 nm
(trans-FS) und 323 nm (trans-o-Cumarsäure) verwendet.
4.5.3.1 Kalibrierung
Da die cis-Isomere der p-CS und FS nicht kommerziell erhältlich waren, wurden zunächst
ihre trans-Isomere zusammen mit o-Cumarsäure kalibriert. Dazu wurden sechs äquidi-
stante Kalibrierlösungen im Bereich von 0,5–50 µg/mL hergestellt und in Dreifachbestim-
mung analysiert. Die jeweiligen Peakflächen wurden gegen ihre Konzentration aufgetra-
gen und eine lineare, gewichtete Regression durchgeführt. Hierbei und in allen nach-
folgend beschriebenen Regressionen wurde jeweils der Wichtungsfaktor = 1/Standard-
abweichung2 verwendet. Durch Bestrahlung der Kalibrierlösungen in MeOH:H2O (1:1;
v/v) mit UV-Licht der Wellenlänge 254 nm für 4 h wurden die trans-Verbindungen partiell
zu cis-Isomeren umgesetzt. Dass eventuell stattfindene Nebenreaktionen vernachlässigbar
sind, konnte nach erneuter Messung in Dreifachbestimmung bestätigt werden, da außer
den erwarteten Peaks der trans- und cis-Isomere der Hydroxyzimtsäuren keine Weiteren
zu sehen waren. Über die Peakflächen der trans-Isomere wurden die Konzentrationen der
cis-Isomere in den Gemischen nach Bestrahlung berechnet und deren Peakflächen gegen
ihre Konzentrationen aufgetragen. Lineare, gewichtete Regression für den Bereich von
0,4–15,1 µg/mL (cis-p-CS) bzw. 0,5–25,6 µg/mL (cis-FS) resultierte in den in Tabelle 6 dar-
gestellten Kalibrierdaten. Das vergleichsweise geringe Bestimmtheitsmaß von R2 =0, 99227
und der hohe Wert des y-Achsenabschnitts der Kalibrierung von cis-FS war durch die
fehleranfällige Integration der nicht-basisliniengetrennten Peaks von cis- und trans-FS be-
dingt. Dennoch ist diese Kalibrierung ausreichend, um die Gehalte der in vielen Proben
als Minorkomponente vertretenen cis-FS abzuschätzen.
Tabelle 6: Kalibrierdaten und Nachweisgrenzen (NWG) der Analyten, die mittels Diodenarray-
Detektor bei den jeweiligen Absorptionsmaxima (λ) gemessen wurden. R²: Bestimmtheitsmaß,
p-CS: p-Cumarsäure, FS: Ferulasäure, o-CS: o-Cumarsäure.
Analyt Retentionszeit (λ) Geradengleichung R² kalibrierter Bereich NWG [µg/mL]
cis-p-CS 12,5 min (294 nm) y=2044, 393x+69, 071 0, 99997 0,4–15,1 µg/mL 0,1
trans-p-CS 13,0 min (307 nm) y=5025, 866x−63, 38 0, 99991 0,5–50 µg/mL 0,05
cis-FS 14,0 min (310 nm) y=619, 279x+218, 57 0, 99227 0,5–25,6 µg/mL 0,1
trans-FS 14,3 min (321 nm) y=3483, 575x−13, 254 0, 99998 0,5–50 µg/mL 0,05
trans-o-CS 18,3 min (323 nm) y=2028, 493x+24, 66 0, 99996 0,5–50 µg/mL 0,1
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4.5.3.2 Validierung
Die Nachweisgrenzen von trans-p-CS, trans-FS und o-Cumarsäure wurden über das Si-
gnal/Rausch-Verhältnis ermittelt, wobei eine Lösung von Standardsubstanzen so weit
verdünnt wurde, bis ein Signal/Rausch-Verhältnis von ungefähr 3:1 erreicht wurde. Als
Bestimmungsgrenzen wurden die Konzentrationen des untersten Kalibrierpunkts verwen-
det, obwohl diese teilweise höher waren als die Konzentrationen mit einem Signal-Rausch-
Verhältnis von etwa 9:1. Die Nachweisgrenzen lagen zwischen 0,05 und 0,1 µg/mL und
sind ebenso wie die kalibrierten Bereiche in Tabelle 6 angegeben.
Zur Beurteilung weiterer Validierungsparameter wurden die UBS von Mais (5 mg), Wei-
zen, Zuckerrübe und Amaranth (je 10 mg) in Doppelbestimmung aufgearbeitet und jeder







wobei die mittels DAD gemessenen Konzentrationen cgem von Analyt (A) und interner
Standardsubstanz (IS) mit Hilfe der jeweiligen Geradengleichungen der Kalibrierung (Ta-





berechnet wurde. Proben, bei denen Analyten zu konzentriert vorlagen, wurden zusätz-
lich als 1/10-Verdünnung gemessen. Eine detaillierte Beschreibung ist in Kapitel 8.5 gege-


































































Abbildung 37: Mittels LC-DAD bestimmte Gehalte an trans-Ferulasäure (FS), cis-FS und trans-p-
Cumarsäure (p-CS) in den unkorrigierten unlöslichen Ballaststoffen (UBS) von Mais- und Weizen-
körnern, Zuckerrübenschnitzeln und Amaranthsamen; dargestellt als Mittelwerte ± Standardab-
weichung, n=4.
Die ermittelten Gehalte beziehen sich auf die unkorrigierten UBS und sind mit Lite-
raturdaten vergleichbar (García-Lara et al. 2004; Bily et al. 2003; Schendel 2016; Wefers
2016). Wie erwartet war in allen Proben trans-FS dominierend unter den analysierten mo-
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nomeren phenolischen Säuren. Die Quantifizierung von cis-p-CS war aufgrund der einge-
setzten Probenmengen von 5–10 mg nicht möglich. Unter der Annahme, dass die Proben-
extraktion verlustfrei verlief, kann anhand der Bestimmungsgrenzen abgeleitet werden,
dass ihr Gehalt < 0,04 µg/g UBS in Mais und < 0,02 µg/g UBS in Weizen, Zuckerrü-
be und Amaranth ist. Auch trans-p-CS konnte lediglich in Mais, Weizen und Amaranth
bestimmt werden, wohingegen sie in Zuckerrübe unterhalb der Bestimmungsgrenze (ent-
spricht < 0,025 µg/g UBS) lag.
Die ermittelten Standardabweichungen von 0,5–2 % innerhalb eines Probenextraktes
sprechen für eine präzise Messung in Bezug auf trans-FS und trans-p-CS. cis-FS wies
jedoch aufgrund der fehleranfälligen Peakintegration Standardabweichungen von 2–7 %
auf. Deutlich größer sind die Abweichungen zwischen den unabhängig aufgearbeiteten
Proben 1 und 2, die die Präzision der gesamten Methode beurteilen (Abbildung 37). Hier-
bei resultierten die Fehler hauptsächlich aus den Probeneinwaagen, da zum Einwiegen
dieser Proben kein Ionisator zur Verfügung stand und von dem stark elektrostatisch auf-
geladenen Probenmaterial nur 5–10 mg verwendet wurden. Weitere Fehler könnten durch
Inhomogenität des verwendeten Probenmaterials verursacht werden.
Die Validierung der Richtigkeit war einer der am schwierigsten zu beurteilenden Pa-
rameter für alle entwickelten Methoden, da keine zertifizierten Referenzmaterialien mit
bekannten Analyt-Gehalten zur Verfügung standen. Deshalb wurden Wiederfindungsver-
suche durchgeführt, die zwar die Extraktion und Messung, aber nicht die Freisetzung
und Stabilität während der Verseifung beurteilen. Dazu wurden Leermatrices verwendet,
die der Zusammensetzung der Zellwandtypen I und II so gut wie möglich entsprachen,
jedoch keine detektierbaren Mengen an FS oder p-CS enthielten. Dass die UBS von Ap-
fel (Typ-I-Zellwand) und ein Gemisch aus Cellulose und Arabinoxylan (1:1) (Typ-II-Zell-
wandimitat) für diese Wiederfindungsversuche geeignet sind, wurde durch Verseifung
und LC-DAD-Analyse von je 10 mg Probenmaterial bestätigt. Die Chromatogramme zeig-
ten keine erkennbaren Peaks bei den Retentionszeiten der FS, p-CS und o-Cumarsäure.
Von den Leermatrices wurden je 10 mg in Dreifachbestimmung für 18 h einer alkalischen
Hydrolyse unterzogen, wobei 2 h vor Reaktionsende 100 µg FS, 10 µg p-CS und 31,1 µg
o-Cumarsäure zugesetzt wurden. Anschließend wurden die Proben wie in Kapitel 8.5 be-
schrieben angesäuert, extrahiert und mittels LC-DAD analysiert.
Die unter Berücksichtigung der internen Standardssubstanz ermittelten Gehalte ent-
sprachen 96,2 ± 1,1 % (Typ-II-Zellwandimitat) bzw. 97,7 ± 0,6 % (Apfel-UBS) der zuge-
setzten Menge an trans-p-CS und 99,1 ± 1,5 % (Typ-II-Zellwandimitat) bzw. 99,6 ± 0,5 %
(Apfel-UBS) der zugesetzten Menge an FS. Diese Ergebnisse bestätigen die Richtigkeit der
Analyse von trans-p-CS und trans-FS. Die cis-Isomere wurden in diesen Versuchen nicht
berücksichtigt. Da die Probenaufnahme in THF:H2O und die anschließende Verdünnung
nicht quantitativ erfolgte, konnten keine absoluten Wiederfindungsraten ermittelt werden,
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die eine Aussage über die Verluste von Analyten und interner Standardsubstanz bei der
Probenaufarbeitung zulassen würden. Potentielle Verluste hätten allerdings lediglich eine
Auswirkungen auf die Empfindlichkeit, aber nicht auf die Richtigkeit der Methode.
4.5.4 Bestimmung von Oligoferulasäuren mittels Stabilisotopenverdünnungsana-
lyse
4.5.4.1 Massenspektrometrische Parameter
Während die meisten massenspektrometrischen Parameter innerhalb einer Messung ko-
stant bleiben mussten, waren die Cone-Spannungen und Fragmentierungsenergien varia-
bel und wurden durch Direktinjektion von Standardsubstanzen so optimiert, dass mög-
lichst hohe Intensitäten bestimmter Fragmentionen entstanden. Für die jeweiligen Iso-
topologe wurden gleiche Cone-Spannungen und Fragmentierungsenergien gewählt. Alle
anderen Parameter wurden zuvor anhand einer Auswahl an DFS und TriFS optimiert
und sind in Tabelle 13 (Kapitel 8.5.2) dargestellt. Zur Quantifizierung diente mit Ausnah-
me von 5-5/8-8(nc)-TriFS, 8-5(nc)/5-5-TriFS und 8-5(c)-DFS jeweils das Quasimolekülion
[M – H]– als Mutterion. Die drei genannten Analyten wurden bei der Ionisierung so stark
decarboxyliert, dass die Verwendung der jeweiligen Mutterionen [M – H – CO2]– die Emp-
findlichkeit steigerte. Als Quantifier-Produktion wurde jeweils das Fragmention mit der
höchsten Intensität verwendet. Für eine zusätzliche Absicherung der Peak-Identität wur-
de, wenn möglich, ein zweiter Massenübergang (Qualifier-Übergang) aufgenommen. Wie
anhand der Fragmentspektren ersichtlich war, konnten nicht für alle Analyten Qualifier-
Übergänge aufgenommen werden, da bei einigen Analyten die Intensität weiterer Frag-
mentionen sehr gering war (Abbildungen 57–59).
Für die 13C-markierten Standardsubstanzen wurden jeweils analoge Massenübergänge
herangezogen, da deren Ionenausbeuten – unabhängig von eventuell inkonstanten MS-
Bedingungen – vergleichbar zu denen der Analyten sein sollten. Die entsprechenden m/z-
Verhältnisse der Fragmentionen wurden den Fragmentierungsspektren entnommen, die
unter den optimierten massenspektrometrischen Bedingungen erhalten wurden (Abbil-
dungen 61–63). Im Falle von gleichzeitig eluierenden Analyten musste auf die Detektion
von Qualifier-Übergängen verzichtet werden, da andernfalls die Anzahl an Datenpunkten
pro Peak zu gering für eine genaue Peakintegration wäre. Dies traf für 8-8(THF)-, 8-8(nc)-
und 5-5-DFS sowie 8-O-4/8-5(nc)- und 5-5/8-O-4-TriFS zu. Die verwendeten massenspek-
trometrischen Parameter sind in Tabelle 20 zusammengefasst.
4.5.4.2 Kalibrierung
Im Zuge dieser Arbeit wurde festgestellt, dass die Signale einer mehrmals gemessenen Lö-
sung aus Standardsubstanzen Standardabweichungen von 10–15 % aufweisen. Der Grund
dafür ist, dass die Ionenausbeute von vielen Faktoren abhängig ist, wie beispielsweise
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vom Verschmutzungsgrad der Ionenquelle, dem N2-Druck für Trocknungs- und Zerstäu-
bungsgas bei der Ionisierung und dem He-Druck in der Kollisionszelle. Diese Faktoren
sind bei dem verwendeten Massenspektrometer über einen Zeitraum von mehreren Mes-
sungen nicht ausreichend konstant zu halten. Innerhalb eines Laufes wiesen die Peakflä-
chenverhältnisse unterschiedlicher Substanzen mit einer Standardabweichung von 2–5 %
eine deutlich bessere Reproduzierbarkeit auf. Aus diesem Grund wurde eine Kalibrierung
durchgeführt, bei der die Konzentrationsverhältnisse von Analyt zu interner Standardsub-
stanz variiert werden und die jeweiligen Peakflächenverhältnisse gegen ihre Konzentrati-
onsverhältnisse aufgetragen werden. Dazu wurden sowohl die Konzentration der Analy-
ten, als auch die der isotopenmarkierten Standardsubstanzen variiert, sodass ein Bereich
von 0,1 bis 10 der Verhältnisse von Analyt zu interner Standardsubstanz mit fünf Kalibrier-
punkten (0,1, 0,316, 1, 3,16 und 10) abgedeckt wurde. Die Summe der Konzentrationen
von Analyt und interner Standardsubstanz betrug dabei jeweils 1 µg/mL. Die Kalibrier-
lösungen wurden in Sechsfachbestimmung gemessen, wobei Standardabweichungen von
0,3–3,5 % erhalten wurden. Da 8-8(c)/8-O-4-TriFS nicht als 13C-markierte Standardsub-
stanz synthetisiert werden konnte, wurde zur Auswertung dieser Verbindung die interne
Standardsubstanz [13C3]8-5(nc)/5-5-TriFS verwendet, da diese mit 31,0 min eine ähnliche
Retentionszeit wie 8-8(c)/8-O-4-TriFS (31,7 min) besaß.
Nach Auftragung der Kalibrierpunkte wurde sowohl eine lineare, gewichtete, als auch
eine quadratische, gewichtete Regression durchgeführt (am Beispiel von 8-5(c)-DFS in
Abbildung 64 dargestellt). Anschließend wurde mittels Mandel-Test für jede Substanz
untersucht, ob die quadratische Regression signifikant besser geeignet ist als die lineare
Regression. Dazu wurden mittels der Formel
PG =
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die Prüfgrößen PG berechnet, wobei n für die Anzahl an Kalibrierpunkten steht. Die










berechnet, wobei y den Messwert des Analyt-Signals und ŷ den y-Wert der Kalibrierfunkti-
on darstellt. Der Term ∑ni=1(yi− ŷi)2 wird auch als Summe der Fehlerquadrate bezeichnet.
Die Prüfgrößen wurden mit dem Tabellenwert der F-Tabelle (f1=1, f2=2) bei einem Signifi-
kanzniveau von 95 % verglichen. War die Prüfgröße höher als der Tabellenwert von 18, 51,
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wurde die quadratische Regression als signifikant besser eingestuft und der linearen Re-
gression vorgezogen.
Anhand der berechneten Prüfgrößen wurde der visuelle Eindruck bestätigt, dass bei
neun Kalibrierungen eine quadratische Regression signifikant besser geeignet ist als eine
lineare Regression. Grund dafür ist das natürliche 13C-Vorkommen von etwa 1,1 %, auf-
grund dessen ein Teil der nicht-isotopenmarkierten Moleküle die gleichen massenspektro-
metrischen Eigenschaften besitzt wie die jeweilige isotopenmarkierte Standardsubstanz
und deshalb als solche detektiert wird. Beispielsweise besitzen theoretisch etwa 2,2 % der
4-O-5-DFS-Moleküle zwei natürliche 13C-Atome, wodurch sie im ersten Quadrupol als
[13C2]4-O-5-DFS selektiert werden. Im dritten Quadrupol werden wiederum diejenigen
Moleküle selektiert, von denen keines der 13C-Atome mit der Methylgruppe (∆m/z=15)
abgespalten wurde. Daraus ergibt sich eine theoretische spektrale Überlappung von et-
wa 2 %. Berechnungen für 8-5(c) und 8-5(dc) ergeben eine theoretische spektrale Überlap-
pung von 3,2 %, da sich bereits die Mutterionen nur um eine Masseneinheit unterscheiden.
Anhand von Lösungen der nicht-isotopenmarkierten Standardsubstanzen wurden die tat-
sächlichen spektralen Überlappungen bestimmt, indem die gemessenen Peakflächen der
jeweiligen Isotopologen ins Verhältnis gesetzt wurden. Die gemessenen spektralen Über-
lappungen sind tendenziell größer als die theoretischen und korrelieren mit den Ergeb-
nissen des Mandel-Tests (Tabelle 7). Eine Ausnahme bildete 8-5(nc)-DFS, bei der zwar
eine geringe spektrale Überlappung bestimmt wurde, aber dennoch laut Mandel-Test die
quadratische Kalibrierung besser geeignet war. Bei der Analyse von Lösungen der iso-
topenmarkierten Standardsubstanzen wurden unter Verwendung der Massenübergänge
der jeweiligen nicht-isotopenmarkierten Verbindungen keine Signale detektiert.
4.5.4.3 Validierung
Die Ermittlung der Nachweis- und Bestimmungsgrenzen erfolgte durch Verdünnung ei-
ner Lösung aus nicht-markierten Standardsubstanzen, bis das Signal/Rausch-Verhältnis
der LC-MS/MS-Messung etwa 3:1 bzw. 10:1 betrug. Um den Matrix-Einfluss zu beur-
teilen, wurden zusätzlich je 10 mg des Typ-II-Zellwandimitats (Cellulose-Xylan-Gemisch)
und Apfel-UBS alkalisch hydrolysiert, wobei 2 h vor Beendigung der alkalischen Hydro-
lyse verschiedene Mengen der Standardsubstanzen zugegeben wurden. Die alkalischen
Hydrolysate wurden im Anschluss entsprechend aufgearbeitet und analysiert. Auch hier
wurden anhand der eingesetzten Mengen an Standardsubstanzen die Konzentrationen er-
mittelt, bei denen das Signal/Rausch-Verhältnis 3:1 bzw. 9:1 betrug. Die Konzentrationen
der Bestimmungsgrenzen lagen zwischen 5–50 ng/mL und beziehen sich jeweils auf die
Extrakt-Lösung, die mittels LC-MS/MS analysiert wurde (Tabelle 21, linke Seite). Um eine
Aussage über die Nachweis- und Bestimmungsgrenzen in Bezug auf Probenmaterialien
treffen zu können, muss die eingesetzte Probenmenge und die Menge des Lösungsmit-
tels, die dem Extrakt nach Trocknung zugegebenen wurde, berücksichtigt werden. Be-
zogen auf 10 mg Probenmaterial und einem Lösungsmittelvolumen von 0,5 mL betragen
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Tabelle 7: Kalibrierdaten der entwickelten LC-MS/MS-Stabilisotopenverdünnungsanalyse zur Be-
stimmung eines Ferulasäure-Cyclobutandimers (FS-CBD) sowie verschiedener Dehydrodiferula-
säuren (DFS) und Dehydrotriferulasäuren (TriFS). Die spektrale Überlappung wurde anhand
von nicht-isotopenmarkierten Standardsubstanzen ermittelt und resultiert aus dem natürlichen
13C-Vorkommen. Die Prüfgrößen (PG) wurden mittels Mandel-Test berechnet (Formeln 4–6). R2:
Bestimmtheitsmaß.
Regression Kalibriergleichung R2 Spektrale
Überlappung [%]
PG
8-O-4-DFS quadratisch y=−0, 0087x²+0, 95347x−0, 00403 0,999 81 1,18 22,5
5-5-DFS quadratisch y=−0, 00644x²+1, 01765x−0, 00028 0,999 99 1,04 180,5
8-5(nc)-DFS quadratisch y=0, 00197x²+0, 90689x+0, 00123 1,000 00 0,24 38,2
8-5(c)-DFS quadratisch y=−0, 02377x²+1, 0051x+0, 00072 0,999 99 3,65 4045
8-5(dc)-DFS quadratisch y=−0, 0144x²+0, 74747x+0, 00462 1,000 00 4,01 13584
8-8(c)-DFS linear y=0, 9001x−0, 00508 0,999 96 0,25 0,3
8-8(THF)-DFS a quadratisch y=−0, 01162x²+0, 80171x+0, 00543 0,999 92 1,92 144,1
8-8(nc)-DFS quadratisch y=−0, 01116x²+0, 96778x−0, 00378 0,999 95 1,61 225,7
4-O-5-DFS quadratisch y=−0, 02215x²+0, 91846x+0, 0078 0,999 98 3,74 2071
FS-CBD quadratisch y=−0, 01989x²+1, 18687x−0, 00758 0,999 83 1,97 121,2
5-5/8-O-4-TriFS linear y=0, 89959x+0, 00647 0,999 94 0,31 0,6
8-5(nc)/5-5-TriFS linear y=1, 06757x+0, 00464 0,999 90 0,31 4,7
8-8(c)/8-O-4-TriFS b linear y=0, 44144x−0, 00117 0,999 60 b 4,8
8-O-4/8-O-4-TriFS linear y=0, 98709x+0, 00646 0,999 90 0,43 0,1
8-O-4/8-5(nc)-TriFS linear y=1, 06802x−0, 00309 0,999 96 0,43 0,3
5-5/8-8(c)-TriFS linear y=1, 12794x+0, 00607 0,999 86 0,07 1,1
8-8(c)/5-5-TriFS linear y=1, 26112x+0, 00965 0,999 98 0,27 0,0001
5-5/8-8(nc)-TriFS linear y=0, 9435x+0, 00287 0,999 78 0,75 4,4
8-8(nc)/8-O-4-TriFS linear y=0, 91913x+0, 00101 0,999 72 0,23 4,2
a cis-trans-trans-Isomer
b bezogen auf [13C3]8-5(nc)/5-5-TriFS
Nachweis- bzw. Bestimmungsgrenzen zwischen 0,1 und 1 bzw. 0,25 und 2,5 µg/g Pro-
be (Tabelle 21, rechte Seite). Für die meisten Substanzen wurde kein Einfluss der Matrix
oder der Probenaufarbeitung auf die Empfindlichkeit beobachtet. Lediglich für 8-5(dc)-
DFS und 5-5/8-8(c)-TriFS wurden in den Versuchen mit Matrix geringere Empfindlich-
keiten ermittelt, die durch Ionensupression oder unvollständige Extraktion verursacht
wird. Insgesamt ist die im Zuge dieser Arbeit entwickelte Methode je nach Analyt um
das 10- bis 180-fache empfindlicher als die Bestimmung mittels LC-UV (Dobberstein und
Bunzel 2010a) und um das 2- bis 85-fache empfindlicher als die von Jilek und Bunzel
(2013) entwickelte LC-MS-Methode. Da die Empfindlichkeit der LC-MS/MS-Messung je-
doch von Faktoren wie beispielsweise dem Verschmutzungsgrad der Ionenquelle, dem
N2-Druck oder dem He-Druck abhängig ist, sollten die hier ermittelten Nachweis- und
Bestimmungsgrenze nur als Richtwert dienen und bei der Auswertung der Chromato-
gramme stets das Signal/Rausch-Verhältnis begutachtet werden.
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Um Aussagen über die Methodenpräzision (bedingt durch die Probenaufarbeitung und
die LC-MS/MS-Messung) sowie Messpräzision (bedingt durch die LC-MS/MS-Messung)
treffen zu können, wurden die UBS von Mais, Weizen, Zuckerrübe und Amaranth in
Doppelbestimmung aufgearbeitet und jeder Extrakt viermal gemessen. Die Zugabe der
internen Standardsubstanzen, deren einzusetzenden Konzentrationen aus Vorversuchen























































Abbildung 38: Mittels LC-MS/MS-Stabilisotopenverdünnungsanalyse analysierte Gehalte an
Ferulasäure-Dimeren (DFS) und Dehydrotriferulasäuren (TriFS) in den unkorrigierten unlöslichen
Ballaststoffen (UBS) von Mais- und Weizenkörnern, Zuckerrübenschnitzeln und Amaranthsamen;
dargestellt als Mittelwerte ± Standardabweichung, n=4. Detaillierte Angaben zu einzelnen DFS
und TriFS sind in Tabelle 22 dargestellt.
halb einer Probe wurden die Summen an Dimeren bzw. Trimeren mit Standardabweichun-
gen von 0,1–1,3 bzw. 0,7–2,3 %, d.h. sehr präzise, bestimmt (Abbildung 38). Lediglich bei
einer der beiden Weizen-Proben wurde mit 2,2 bzw. 4,8 % Standardabweichung eine etwas
geringere Präzision erhalten. Auch die Standardabweichungen von 0,2–5,1 % bei der Be-
stimmung einzelner Dimere bzw. 0,6–8,6 % bei der Bestimmung einzelner Trimere ließen
darauf schließen, dass durch Verwendung von isotopenmarkierten Standardsubstanzen
im Vergleich zu 5-5(me)-DFS (s. Kapitel 4.5.5) die durch die massenspektrometrische Be-
stimmung bedingten Fehler besser kompensiert werden.
Auch bei diesen Messungen wiesen drei der Proben (UBS von Maiskaryopsen, Zucker-
rübenschnitzel und Amaranthsamen) größere Abweichungen zwischen den Doppelbe-
stimmungen auf (Abbildung 38), die vermutlich durch die fehleranfällige Einwaage von
5–10 mg des elektrostatisch aufgeladenen Probenmaterials verursacht wurden. Diese An-
nahme wird auch dadurch gestützt, dass sich die Gehalte der meisten Analyten um einen
ähnlichen Faktor unterscheiden (Tabelle 22). Ebenso können Probeninhomogenitäten ur-
sächlich sein, die bei den geringen Einwaagen nicht ausreichend ausgeglichen wurden.
In Wiederfindungsversuchen, die die Richtigkeit der Methode beurteilen sollten, wur-
den die Leermatrices Apfel-UBS und Typ-II-Zellwandimitat in Dreifachbestimmung ana-
lysiert, wobei 2 h vor Beendigung der Verseifung Lösungen aus nicht-isotopenmarkierten
und isotopenmarkierten Standardsubstanzen zugegeben wurden. Zuvor wurde bestätigt,
dass beide Leermatrices keine detektierbaren Mengen an Analyten enthielten. Die Men-
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gen an zugegebenen Standardsubstanzen wurde dabei jeweils an den Gehalten in Weizen-
karyopsen und Zuckerrübenschnitzeln ausgerichtet. Auch hier muss betont werden, dass
nicht die Verluste an Analyten bzw. isotopenmarkierten Standardsubstanzen berechnet
werden konnten, sondern der analysierte Gehalt im Verhältnis zur zugegebenen Analyt-
menge bestimmt wurde.
Die über die zugesetzten, internen Standardsubstanzen analysierten Gehalte betrugen
je nach Analyt zwischen 86 und 104 % der zugesetzten Mengen und lagen somit in einem
akzeptablen Bereich. Niedrigere Werte für einige Dimere bedingten, dass die Wiederfin-
dung der Summe für die Dimeren bei etwa 94 % lag, während die Summe an Trimeren
zu 99–100 % wiedergefunden wurde. Diese Versuche geben Grund zur Annahme, dass
mittels der entwickelten SIVA Ergebnisse mit akzeptabler Richtigkeit erhalten werden.
4.5.5 Bestimmung von Oligoferulasäuren unter Verwendung der internen Stan-
dardsubstanz 5-5(methyl)-Dehydrodiferulasäure
4.5.5.1 Massenspektrometrische Parameter
Die massenspektrometrischen Parameter zur Bestimmung der internen Standardsubstanz
5-5(me)-DFS wurden wie in Kapitel 4.5.4.1 beschrieben ermittelt. Die Parameter für die Be-
stimmung der anderen Verbindungen wurde von der SIVA übernommen, wobei Qualifier-
Übergänge für 8-8(THF)-, 8-8(nc)- und 5-5-DFS sowie 8-O-4/8-5(nc)- und 5-5/8-O-4-TriFS
ergänzt wurden (Tabelle 23).
4.5.5.2 Kalibrierung
Die Kalibrierung wurde analog zur SIVA durchgeführt, indem die Konzentrationsverhält-
nisse von Analyt zu interner Standardsubstanz im Bereich von 0,1–10 variiert und die
gemessenen Peakflächenverhältnisse gegen ihre Konzentrationsverhältnisse (0,1, 0,316, 1,
3,16 und 10) aufgetragen wurden. Um den Verbrauch an Standardsubstanzen gering zu
halten, wurden sowohl die Konzentrationen der Analyten als auch die von 5-5(me)-DFS
zwischen 0,091 und 0,91 µg/mL variiert. Die Kalibrierlösungen wurden einmal herge-
stellt und in Sechsfachbestimmung gemessen. Die Standardabweichungen der meisten
Peakflächenverhältnisse betrugen zwischen 2 und 6 %. Lediglich bei der Bestimmung der
Peakflächenverhältnisse von 8-8(THF)-DFS zu 5-5(me)-DFS wurden Standardabweichun-
gen zwischen 6 und 12 % erhalten, was möglicherweise auf die geringere Empfindlichkeit
des Massenübergangs von 8-8(THF)-DFS und somit Messungen nahe der Bestimmungs-
grenze zurückzuführen ist (Tabelle 21).
Der Vergleich von linearen, gewichteten zu quadratischen, gewichteten Regressionen
erfolgte mittels Mandel-Test (Kapitel 4.5.4.2, Formeln 4–6). Da die Prüfgrößen aller Ana-
lyten unterhalb des kritischen Wertes von 18,51 lagen, wurden jeweils die linearen Kali-
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brierfunktionen verwendet. Die entsprechenden Geradengleichungen, Bestimmtheitsma-
ße und Prüfgrößen der Analyten sind in Tabelle 24 dargestellt.
4.5.5.3 Validierung
Die massenspektrometrischen Bedingungen der Methode unter Verwendung von 5-5(me)-
DFS unterscheiden sich neben der Art der detektierten Massenübergänge lediglich da-
durch von der in Kapitel 4.5.4 beschriebenen Methode, dass in einigen Aufnahmezeiträu-
men eine geringere Anzahl an Massenübergängen gleichzeitig detektiert wurde. Da dies
bei gleichen Verweilzeiten keinen negativen Einfluss auf die Empfindlichkeit der Messung
hat, kann von vergleichbaren Nachweis- und Bestimmungsgrenzen ausgegangen werden
(Tabelle 21), wobei letztendlich das Signal/Rausch-Verhältnis der Proben ausschlagge-
bend ist.
Zur Untersuchung der Methoden- und Messpräzision wurden die UBS von Maiskary-
opsen (5 mg), Weizenkaryopsen, Zuckerrübenschnitzeln und Amaranthsamen (je 10 mg)
in Doppelbestimmung aufgearbeitet und jede Probe viermal gemessen. Etwa 20 min vor
Ende der Verseifung wurde eine Lösung der internen Standardsubstanz 5-5(me)-DFS in
MeOH:H2O (1:1; v/v) zugegeben. Da bereits bekannt war, dass sich die Gehalte der ein-
zelnen OFS um einen Faktor von bis zu 500 unterscheiden, war die Verwendung von nur
einer einzigen Konzentration der internen Standardsubstanz nicht ausreichend, um alle
Analyten innerhalb des kalibrierten Bereichs auszuwerten. Aus diesem Grund wurde je-
de Analyse in doppelter Ausführung durchgeführt, wobei zwei sich um einen Faktor von
30–60 unterscheidende Mengen der internen Standardsubstanz zu den Proben gegeben
wurden. Der Extrakt, aus dem die höher konzentrierten OFS analysiert wurden, wurde
nach dem Trocknen in 1 mL THF:H2O (1:1; v/v) aufgenommen und als 1/5-Verdünnung
injiziert, wohingegen der Extrakt zur Quantifizierung der niedrig konzentrierten OFS in
0,5 ml THF:H2O (1:1; v/v) gelöst und gemessen wurde. Nach Auswertung der Daten bei-
der Messungen wurden diejenigen Werte verwendet, bei denen sich die Konzentrations-
verhältnisse von Analyt zu interner Standardsubstanz im kalibrierten Bereich befanden.
Anhand der in Abbildung 39 dargestellten Konzentrationen für die Summen an Di-
meren bzw. TriFS ist zu erkennen, dass die Standardabweichungen der in Vierfachbe-
stimmung analysierten Extrakte mit 0,5–4,1 % in einem akzeptablen Bereich lagen. Die
Standardabweichungen für die Bestimmung einzelner OFS betrugen 0,5–6,8 % (Dimere)
bzw. 0,6–9,6 (Trimere), wobei die höchsten Standardabweichungen im Zuge der Analyse
einer der beiden Maisproben auftraten (Tabelle 25). Wie auch bereits bei der Kalibrierung
beobachtet, zeigten diejenigen Substanzen eine tendenziell größere Standardabweichung,
deren Retentionszeiten größere Unterschiede zur Retentionszeit der internen Standard-
substanz aufwiesen. Deshalb, und da die Matrixeffekte bei wiederholter Messung eines
Extraktes gleich sein sollten, wurde vermutet, dass die höheren Standardabweichungen


















































Abbildung 39: Mittels LC-MS/MS-Methode unter Verwendung der internen Standardsubstanz
5-5(me)-Dehydrodiferulasäure analysierte Gehalte an Ferulasäure-Dimeren (DFS) und Dehydro-
triferulasäuren (TriFS) in den unkorrigierten unlöslichen Ballaststoffen (UBS) von Mais- und Wei-
zenkörnern, Zuckerrübenschnitzeln und Amaranthsamen; dargestellt als Mittelwerte ± Standard-
abweichung, n=4. Detaillierte Angaben zu einzelnen DFS und TriFS sind in Tabelle 25 dargestellt.
einiger Analyten durch zeitlich variierende Parameter des verwendeten Massenspektro-
meters verursacht wurden.
Die Ergebnisse der unabhängigen Doppelbestimmungen eines Probenmaterials liegen
größtenteils in einem vergleichbaren Bereich. Die Gehalte der TriFS in Mais-UBS sowie
die Gehalte der DFS und TriFS in Weizen-UBS und die Gehalte der FS-Dimere in Zucker-
rüben-UBS weisen jedoch größere Unterschiede zwischen Probe 1 und Probe 2 auf (Abbil-
dung 39). Wie bereits in Kapitel 4.5.3.2 erwähnt, wurden diese Unterschiede hauptsächlich
durch die Probeneinwaage verursacht, da nur 5–10 mg eines elektrostatisch aufgelade-
nen Materials verwendet wurden. Diese Vermutung kann durch den Vergleich einzelner
Analytgehalte der Doppelbestimmung bekräftigt werden, wobei beachtet werden muss,
dass Analyten mit hohen bzw. niedrigen Gehalten unabhängig voneinander aufgearbeitet
und analysiert wurden. Somit können Trimere innerhalb der Doppelbestimmungen ei-
nes Probenmaterials andere Abweichungen zeigen als Dimere mit hohen Gehalten. Unter
Berücksichtigung dieser Gegebenheit weichen vergleichbare Analytgehalte der Doppel-
bestimmungen um etwa den gleichen Faktor voneinander ab (Tabelle 25). Dieser Fehler
kann möglicherweise durch Einsatz größerer Probenmengen und/oder der Verwendung
eines Ionisators zur Verringerung der elektrostatischen Aufladung des Probenmaterials
minimiert werden.
Um die Richtigkeit der Methode zu untersuchen, wurden Wiederfindungsversuche
durchgeführt, bei denen vergleichbar zu den in Kapitel 4.5.4.3 beschriebenen Versuchen
die Leermatrices Apfel-UBS und ein Typ-II-Zellwandimitat verwendet wurden. Die Leer-
matrices wurden 2 h vor Beendigung der Verseifung mit Standardsubstanzen versetzt, wo-
bei Mengen eingesetzt wurden, die mit den in Weizenkaryopsen und Zuckerrübenschnit-
zeln ermittelten Gehalten vergleichbar waren. Zusätzlich wurde die interne Standardsub-
stanz 5-5(me)-DFS in zwei verschiedenen Konzentrationen zugegeben und die Proben
analysiert. Diese Versuche wurden in Dreifachbestimmung durchgeführt. Dadurch soll-
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ten potentielle Fehler durch beispielsweise unterschiedliches Extraktionsverhalten von
Analyt und interner Standardsubstanz oder Ionensuppressionseffekte untersucht werden.
Wie bereits in Kapitel 4.5.4.3 erwähnt, konnten in diesen Versuchen keine absoluten Wie-
derfindungsraten berechnet werden.
Anhand dieser Versuche wurde gezeigt, dass von den meisten Analyten 80–113 % der
zugesetzten Mengen wiedergefunden wurden (Tabelle 26, linke Seite). Dies deutete dar-
auf hin, dass die Analyten ähnliche Extraktionseigenschaften wie die interne Standard-
substanz 5-5(me)-DFS besitzen und keine ausgeprägten Ionensuppressionseffekte durch
die verwendeten Matrices auftraten. Größere Abweichungen von 100 % wurden dagegen
bei den Wiederfindungen für 8-5(dc)-DFS mit 9,1 % im Typ-II-Zellwandimitat und 21–55 %
in Apfel-UBS sowie für 5-5/8-8(c)-TriFS (35,0 bzw. 34,6 %) ermittelt. Bei diesen Analyten
wurde im Gegensatz zu den anderen Verbindungen bereits bei der Untersuchung der
Nachweis- und Bestimmungsgrenzen eine durch Matrix bedingte Verringerung der Emp-
findlichkeit festgestellt (Abbildung 21), die auf Verlusten bei der Extraktion oder matrix-
bedingter Ionensuppression zurückzuführen sein könnte. Wiederfindungen von 70–80 %
traten bei den Trimeren 8-8(nc)/8-O-4-, 8-8(c)/8-O-4- und 8-5(nc)/5-5-TriFS auf. Die nied-
rigen Wiederfindungen einiger Substanzen deuten darauf hin, dass auch deren Gehalte
in den hier untersuchten Mais-, Weizen-, Zuckerrüben- und Amaranthproben unterbe-
stimmt wurden. Der Vergleich mit Ergebnissen der SIVA (Kapitel 4.5.4) bestätigte diese
Annahme im Fall von 5-5/8-8(c)-TriFS, deren mittels SIVA bestimmten Gehalte deutlich
höher waren (Tabelle 8). Die Unterschiede der anderen TriFS-Gehalte im Vergleich zu den
mittels SIVA bestimmten Gehalte deuteten jedoch nicht eindeutig auf eine Unterbestim-
mung dieser Analyten mittels LC-MS/MS-Methode unter Verwendung von 5-5(me)-DFS
als interne Standardsubstanz hin. Für 8-5(dc)-DFS wurden auch in bereits publizierten
Methoden vergleichsweise niedrige Wiederfindungsraten ermittelt. Die Gründe hierfür
wurden in einer unvollständigen Extraktion bzw. in einem unvollständigen Lösen im In-
jektionslösungsmittel nach dem Trocknen des Diethyletherextraktes gesucht (Dobberstein
und Bunzel 2010a; Jilek und Bunzel 2013). Somit ist wahrscheinlich, dass die mittels der
Methode unter Verwendung von 5-5(me)-DFS als interne Standardsubstanz bestimmten
geringeren Gehalte der 8-5-gekoppelten DFS im Vergleich zu den mittels SIVA bestimm-
ten Gehalten durch eine Unterbestimmung der 8-5(dc)-DFS begründet ist (Tabelle 8).
4.5.6 Beurteilung und Vergleich der Methoden
Die beiden entwickelten LC-MS/MS-Multimethoden zur Quantifizierung von OFS zeich-
nen sich durch eine hohe Empfindlichkeit und Selektivität im Vergleich zu bisherigen
Methoden aus. Aufgrund der gesteigerten Empfindlichkeit ist weniger Probenmaterial
erforderlich bzw. Proben mit geringeren OFS-Gehalten können analysiert werden. Außer-
dem werden mit der Erfassung von zehn FS-Dimeren und neun FS-Trimeren, von denen
einige erstmals in Pflanzenproben quantifizierbar sind, umfassende Informationen über
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auf FS basierende Crosslinks in den Probenmaterialien gewonnen. Im Zuge derselben Ana-
lyse können zusätzlich die Gehalte von monomerer FS und p-CS (cis- und trans-Isomere)
ermittelt werden. Diese werden unter Verwendung von o-Cumarsäure als interne Stan-
dardsubstanz mittels DAD quantifiziert.
In Hinblick auf die Probenaufarbeitung muss berücksichtigt werden, dass bei der auf
einer internen Standardsubstanz (5-5(me)-DFS) beruhenden Methode eine potentielle ma-
trixbedingte Ionensuppression nicht ausgeglichen wird. Daher ist eine umfassende Pro-
benaufreinigung mit entsprechenden Aufreinigungsschritten erforderlich, insbesondere
bei Proben, bei denen eine komplexe Matrix zu erwarten ist. Außerdem müssen bei die-
ser Methode die Proben aufgrund der unterschiedlichen Analyt-Gehalte typischerweise
zweimal aufgearbeitet werden, wobei eine geringere und eine höhere Konzentration der
internen Standardsubstanz 5-5(me)-DFS eingesetzt werden muss. Des Weiteren ist zu be-
achten, dass die Extrakte ausreichend verdünnt analysiert werden, da die Kalibrierungen
im Konzentrationsbereich von 0,091–0,91 µg/mL durchgeführt wurden und somit nur in-
nerhalb dieses Bereichs die Linearität des Detektors bestätigt wurde.
In diesen Punkten weist die SIVA klare Vorteile auf, da eine möglicherweise auftretende
Ionensuppression für Analyten und isotopenmarkierte Standardsubstanzen im gleichen
Ausmaß erfolgen sollte und somit eine potentielle Unterbestimmung der Analyten ent-
gegengewirkt wird. Da jede isotopenmarkierte interne Standardsubstanz individuell der
Probe angepasst werden kann, können alle Analyten typischerweise in einem Lauf analy-
siert werden. Dadurch werden sowohl weniger Probenmaterial, als auch geringere Zeiten
in der Probenvorbereitung und -Messung benötigt. Der Aufwand für die Probenaufarbei-
tung ist aufgrund der geringeren Probenzahl zwar geringer, dieser Effekt relativiert sich
jedoch durch die Herstellung der Mischung aus 18 Standardsubstanzen in unterschiedli-
chen Konzentrationen. Dies wird insbesondere dann relevant, wenn sehr unterschiedliche
Materialien mit stark abweichenden Profilen an OFS analysiert werden. Im Vergleich zur
Methode mit 5-5(me)-DFS als alleinige interne Standardsubstanz ist die Messung von hö-
her konzentrierten Analyten weniger problematisch, da eine Überladung der ESI-Quelle
die Ionenausbeute von Analyt und interner Standardsubstanz gleichermaßen senkt. Den-
noch sollten Ergebnisse für hochkonzentrierte Analyten durch Messung des verdünnten
Extraktes verifiziert werden. Ein bedeutender Nachteil der SIVA ist die Abhängigkeit von
mehreren isotopenmarkierten Standardsubstanzen, deren Synthese mit vergleichsweise
großem zeitlichen und finanziellen Aufwand verbunden ist. Die interne Standardsubstanz
5-5(me)-DFS kann dagegen relativ schnell in großen Mengen hergestellt werden.
Die Präzision beider Messmethoden wurde anhand der erzielten Standardabweichun-
gen bei Durchführung der Kalibrierung, Messung von Proben und Bestimmung von Wie-
derfindungsraten beurteilt. Diese waren zumeist < 8 % (Methode mit einer internen Stan-
dardsubstanz) bzw. < 4 % (SIVA) und somit in akzeptablen und erwarteten Größenord-
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nungen. Die geringeren Standardabweichungen bei der SIVA lassen sich durch den besse-
ren Ausgleich von zeitlich variierenden MS-Bedingungen erklären. Bei Verwendung von
5-5(me)-DFS als interne Standardsubstanz unterscheiden sich die Retentionszeiten von
Analyt und internem Standard um bis zu 30 min. In diesem Zeitraum kann es bei der
verwendeten LC-MS/MS-Anlage unter anderem zu geringen Veränderungen im Druck
des Trocknungs- und Zerstäubungsgases kommen, wodurch die Ionenausbeute der ESI
beeinflusst wird.
Die durchgeführten Wiederfindungsversuche zeigten, dass die Richtigkeit der SIVA in
einem akzeptablen Bereich liegt. Unter Verwendung der Methode mit einer internen Stan-
dardsubstanz wurden dagegen für 8-5(dc)-DFS und einige TriFS Wiederfindungen unter
100 % bestimmt, die auf stärkere Matrixeffekte schließen lassen. Die geringen Wieder-
findungen könnten durch unterschiedliche Extraktionseigenschaften von Analyten und
5-5(me)-DFS, aber auch durch matrixbedingte Ionensuppression bedingt sein. Dennoch
deuten die gemessenen Wiederfindungen auf eine akzeptable Richtigkeit für die Bestim-
mung der meisten Analyten hin, wobei die Ergebnisse bestimmter TriFS und 8-5(dc)-DFS,
die einen Teil der Summe der 8-5-DFS ausmacht, als semiquantitativ eingestuft werden
sollten.
Einen weiteren Anhaltspunkt für die Richtigkeit der Methoden liefert der Vergleich der
OFS-Gehalte, die mittels beider Methoden in den UBS aus Maiskaryopsen, Weizenkary-
opsen, Zuckerrübenschnitzeln und Amaranthsamen bestimmt wurden. Diese sind in Ta-
belle 8 als Mittelwerte von Doppelbestimmungen, die jeweils viermal gemessen wurden,
zusammengefasst. Wie bereits erwähnt, wurde aufgrund der Wiederfindungsversuche ei-
ne Unterbestimmung von 5-5/8-8(c)-TriFS im Falle der nur eine interne Standardsubstanz
verwendenden Methode vermutet. Diese Vermutung wird durch die Gehaltsbestimmung
von 5-5/8-8(c)-TriFS in verschiedenen Proben bestätigt (Tabelle 8). Nicht mit den Validie-
rungsdaten zu erklären ist jedoch, dass mit dieser Methode höhere Mengen an 8-O-4/8-
5(nc)- und 5-5/8-8(nc)-TriFS im Vergleich zur SIVA bestimmt wurden, wohingegen die
Gehalte an 8-8(nc) geringer waren.
Alle anderen Ergebnisse der beiden Methoden zeigen eine gute Übereinstimmung, und
auch die potentielle Unterbestimmung von 8-5(dc) bei Verzicht auf isotopenmarkierte
Standardsubstanzen scheint einen geringen Einfluss auf die Summe der 8-5-gekoppelten
Dimere zu haben. Auf eine statistische Auswertung der Ergebnisse zum Vergleich der
beiden Methoden wurde aufgrund der geringen Probenzahl und des großen Einflusses
der Probeneinwaage und -aufarbeitung verzichtet.
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Tabelle 8: Gegenüberstellung der Gehalte in µg/g unlösliche Ballaststoffe, die mittels der in dieser
Arbeit entwickelten Methoden ermittelt wurden. Diese sind als Mittelwerte von zwei Proben, de-
ren Extrakte jeweils in Vierfachbestimmung gemessen wurden, dargestellt. FS-CBD: Ferulasäure-
Cyclobutandimer, DFS: Dehydrodiferulasäure, TriFS: Dehydrotriferulasäure, SIVA: Stabilisotopen-
verdünnungsanalyse, me: methyl, c: cyclisch, nc: nicht cyclisch, THF: Tetrahydrofuran.
Mais Weizen Zuckerrübe Amaranth
5-5(me)-DFS SIVA 5-5(me)-DFS SIVA 5-5(me)-DFS SIVA 5-5(me)-DFS SIVA
∑ Dimere 7196, 1 6556, 9 1012, 9 1190, 7 971, 2 1084, 3 160, 4 153, 2
8-O-4-DFS 2348,4 1927,0 233,1 279,6 236,9 271,1 33,6 33,0
5-5-DFS 1774,1 1654,0 165,1 165,9 152,7 149,4 20,1 17,0
∑ 8-5-DFS 1673,5 1707,3 361,2 445,3 388,4 415,8 42,6 40,6
8-8(c)-DFS 611,3 555,7 113,1 138,8 66,1 74,6 37,4 33,2
∑ 8-8(THF)-DFS 620,6 569,7 67,1 83,6 62,8 69,8 6,6 5,4
8-8(nc)-DFS 68,6 78,3 31,0 37,0 52,0 93,2 9,4 14,7
4-O-5-DFS 71,6 46,0 8,5 6,6 2,4 2,2 0,3 0,4
FS-CBD 28,0 18,8 33,8 33,9 9,8 8,1 10,3 8,8
∑ Trimere 1258, 8 1197, 6 212, 7 254, 2 163, 9 172, 3 24, 2 29, 1
5-5/8-O-4-TriFS 523,0 481,5 64,3 71,8 44,8 39,7 7,2 6,0
8-5(nc)/5-5-TriFS 172,6 166,5 32,3 69,8 23,5 41,9 2,5 5,7
8-8(c)/8-O-4-TriFS 173,7 232,3 26,0 26,7 24,6 26,8 4,0 4,6
8-O-4/8-O-4-TriFS 123,0 108,4 31,6 32,5 22,4 20,4 3,6 3,5
8-O-4/8-5(nc)-TriFS 93,6 48,1 35,8 21,2 23,2 12,0 2,9 1,9
5-5/8-8(c)-TriFS 73,0 90,9 9,7 20,3 7,4 16,3 2,4 5,9
8-8(c)/5-5-TriFS 57,6 52,5 7,0 7,6 2,7 2,8 0,7 0,8
5-5/8-8(nc)-TriFS 37,0 13,9 5,0 3,4 11,9 8,5 0,8 0,6
8-8(nc)/8-O-4-TriFS 5,3 3,4 1,0 0,9 3,4 3,8 0,2 0,2
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4.6 Untersuchungen zur Summenbestimmung von Ferulasäu-
re-Dimeren mittels SEC-FLD
Im Rahmen einer wissenschaftlichen Abschlussarbeit wurden die Möglichkeiten der Ent-
wicklung einer SEC-FLD-Methode zur Summenbestimmung von FS-Dimeren untersucht
(Breuer 2016). Ein Teil dieser Arbeit bestand darin, ausgehend von Literaturdaten die
Reaktionsbedingungen der Derivatisierung von OFS mit DBD-PZ bzw. DBD-ED (Abbil-
dung 17) zu optimieren (Toyo’oka et al. 1991; Ueno et al. 1999; Kubota et al. 2005; Fukus-
hima et al. 2008). Dazu wurden die Konzentrationsverhältnisse der Reaktanten variiert,
verschiedene Kondensationsreagenzien und Lösungsmittel getestet und die Vollständig-
keit der Derivatisierungsreaktion anhand von ausgewählten DFS mittels LC-DAD-MS un-
tersucht (Kapitel 8.6.1). Es wurde gezeigt, dass ein Reaktionsgemisch aus DFS (0,013 mM),
DBD-PZ bzw. DBD-ED (2,5 mM), 2,2-Dipyridyldisulfid und Triphenylphosphan (jeweils
17,5 mM) in ACN geeignete Derivatisierungsbedingungen darstellten, wohingegen die
Verwendung anderer Lösungsmittel in einer unvollständigen Derivatisierung resultierten.
Anhand eines mit DBD-PZ derivatisierten Gemisches aus FS, 5-5-DFS und 8-O-4/8-O-4-
TriFS wurde untersucht, ob eine mit Styrol-Divinylbenzol-Copolymer gefüllte SEC-Säule
(Phenomenex, Phenogel, 300 x 7,8 mm, 5 µm, 50 Å) mit ACN als mobile Phase oder ei-
ne mit hydroxyliertem Polymethacrylat gefüllte SEC-Säule (TOSOH, TSKgel G2500PWXL,
300 x 7,8 mm, 7 µm, < 200 Å) mit ACN:H2O (1:1, v/v) als mobile Phase für die Trennung
von Mono-, Di- und Trimeren der FS geeignet sind. Die Verwendung von ACN oder eines
ACN:H2O-Gemisches als Fließmittel hätte den Vorteil, dass ein Trocknen und erneutes
Lösen des Reaktionsgemisches nach der Derivatisierung der Proben nicht notwendig wä-
re. Allerdings konnte unter diesen Bedingungen keine Trennung des Gemisches aus FS-,
5-5-DFS- und 8-O-4/8-O-4-TriFS-Derivaten erreicht werden. Möglicherweise führten se-
kundäre Wechselwirkung zwischen den Analyten und der stationären Phase dazu, dass
die Trennung nicht ausschließlich aufgrund des hydrodynamischen Volumens der Ana-
lyten erfolgte. Eine relativ späte Elution der Analyten bekräftigte diese Annahme. Aus
diesem Grund wurden Trennungen mit THF als mobile Phase getestet. Da jedoch keine
HPLC-FLD-Anlage zur Verfügung stand, die resistent gegenüber THF war, wurde die Ent-
wicklung der chromatographischen Trennung an einer HPLC-UV-Anlage durchgeführt.
Unter den verfügbaren stationären Phasen wurde die beste Trennung des Gemisches aus
FS-, 5-5-DFS- und 8-O-4/8-O-4-TriFS-Derivaten unter Verwendung einer Säule auf Sty-
rol-Divinylbenzol-Copolymer-Basis (Phenomenex, Phenogel, 300 x 7,8 mm, 7 µm, 100 Å)
mit einer Flussrate von 0,8 mL/min und einer Trenntemperatur von 40 ◦C erreicht (Ab-
bildung 40). Möglicherweise kann die Trennung der Di- und Trimere, die unter den hier
verwendeten Bedingungen nicht basisliniengetrennt war, durch Ergänzung einer zweiten,
baugleichen Säule verbessert werden.
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Abbildung 40: Chromatogramm nach größenausschlusschromatographischer Trennung und UV-
Detektion eines Gemisches aus Ferulasäure (1), 5-5-Dehydrodiferulasäure (2) und 8-O-4/8-O-4-De-
hydrotriferulasäure (3), die mit 4-(N,N-Dimethylaminosulfonyl)-7-piperazino-2,1,3-benzoxadiazol
floureszenzderivatisiert wurden. Die Bedingungen der Derivatisierungsreaktion sind in Kapitel
8.6.1 beschrieben.
Die Bestimmung von Response-Faktoren der Fluoreszenz-Detektion erfolgte nach Tren-
nung an einer C18-Säule, da, wie bereits erwähnt, keine THF-resistente HPLC-FLD-Anlage
zur Verfügung stand (Kapitel 8.6.2). Durch Injektion von ausgewählten DFS-Derivaten in
bekannten Konzentrationen und Integration der Analyt-Peaks in den Chromatogrammen
nach Fluoreszenz-Detektion konnten Response-Faktoren berechnet und miteinander ver-
glichen werden. Diese sind relativ zueinander in Tabelle 9 dargestellt. Obwohl vermutet
Tabelle 9: Mittels Fluoreszenzdetekor (FLD) bzw. UV-Detektor bestimmte relative Response-
Faktoren ausgewählter Dehydrodiferulasäuren (DFS) nach Derivatisierung mit 4-(N,N-Dime-
thylaminosulfonyl)-7-piperazino-2,1,3-benzoxadiazol (DBD-PZ) oder 4-(N,N-Dimethylaminosul-
fonyl)-7-N-(2-aminoethyl)amino-2,1,3-benzoxadiazol (DBD-ED). nc: nicht cyclisch, n.b.: nicht be-
stimmt.
Analyt DBD-PZ-Derivat DBD-ED-Derivat
Response (FLD) Response (UV) Response (FLD) Response (UV)
8-O-4-DFS 100 % 100 % 100 % 100 %
5-5-DFS 76 % 88 % 50 % 63 %
8-8(nc)-DFS 46 % 54 % n.b. n.b.
4-O-5-DFS 94 % 98 % 79 % 98 %
wurde, dass die Fluoreszenzintensitäten der verwendeten Fluorophore aufgrund isolierter
π-Elektronensysteme nicht von der substituierten Carbonsäure beeinflusst werden, wie-
sen die ermittelten Response-Faktoren deutliche Unterschiede auf. Zum Teil könnten diese
Unterschiede durch die Gradientenelution begründet sein, mit der die HPLC-FLD-Mes-
sung durchgeführt wurde, da das Lösungsmittel, insbesondere bei der Detektion mittels
FLD, einen Einfluss auf die Signalintensität hat (Díaz et al. 2009). Die Retentionszeiten
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der analysierten DFS-Derivate unterschieden sich jedoch lediglich um maximal 8 min,
was einem Unterschied in der Fließmittelzusammensetzung von maximal 4 % entspricht.
Auch Quenching-Effekte der substituierten DFS-Regioisomere können die unterschiedli-
chen Response-Faktoren nur teilweise erklären, da selbst bei der Absorption bei 432 nm
bzw. 437 nm (Absortionsmaximum von DBD-PZ- bzw. DBD-ED-Derivaten, jedoch keine
Absorption der DFS) deutliche Unterschiede zwischen den einzelnen Regioisomeren er-
mittelt wurden (Tabelle 9). Weitere Untersuchungen, die zur Erklärung dieser Unterschie-
de beitragen könnten, wurde im Rahmen dieser Arbeit nicht durchgeführt. Somit blieb
offen, warum sich die Response-Faktoren der untersuchten DFS-Regioisomere so stark un-
terschieden und folglich eine Summenbestimmung von FS-Dimeren bzw. -Trimeren mit-
tels SEC-FLD oder SEC-UV unter den gewählten Bedingungen nicht möglich war.
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4.7 Entwicklung einer SEC-FTIR-Methode zur Summenbestim-
mung von Ferulasäure-Dimeren
Teile dieses Kapitels wurden im Rahmen einer wissenschaftlichen Abschlussarbeit und in
Kooperation mit dem Arbeitskreis von Prof. Dr. Wilhelm, Institut für Technische Chemie
und Polymerchemie erarbeitet (Gerster 2015).
4.7.1 Chromatographische Parameter
Die Trennung von FS-Derivaten nach hydrodyna-



























mischem Volumen mittels SEC wurde zunächst an-
hand von FS, 8-O-4-DFS und 5-5/8-O-4-TriFS an einer
SEC-UV-Anlage optimiert. Dazu wurden verschiede-
ne stationäre Phasen und Säulendimensionen, Fluss-
raten der mobilen Phase und Trenntemperaturen ge-
testet, wobei eine Kombination aus zwei identischen
Säulen (300 x 15 mm, 5 µm) gefüllt mit einem Styrol-
Divinylbenzol-Copolymer mit einer Ausschlussgren-
ze von 1000 Da bei Raumtemperatur zur besten Tren-
nung führte. Flussraten zwischen 0,1–0,6 mL/min re-
sultierten in einer vergleichbaren Trennleistung. Um
mittels FTIR-Detektion unter Verwendung von 67 Scans
pro Datenpunkt 10–12 Datenpunkte pro Peak aufzu-
nehmen, wurde für diese Methode die Flussrate auf
0,3 mL/min festgelegt. Unter diesen Bedingungen eluierte das injiziere Lösungsmittel
nach etwa 65 min. Als Fließmittel wurde lediglich THF getestet, da THF ein spektrales
Fenster bei 1700 cm−1 aufweist (Günzler und Gremlich 2003), und die verwendeten Säu-
len nicht reversibel mit anderen Lösungsmitteln betrieben werden konnten. Das Chroma-
togramm der Trennung der drei verwendeten Standardsubstanzen ist in Abbildung 41
dargestellt.
4.7.2 Bestimmung von Response-Faktoren
Die Bestimmung von FTIR-Response-Faktoren der einzelnen DFS und TriFS erfolgte, in-
dem Stammlösungen von Standardsubstanzen hergestellt und mittels SEC-FTIR analy-
siert wurden. Da zu diesem Zeitpunkt nur eine Auswahl an OFS zur Verfügung stand,
konnten nicht alle DFS bzw. TriFS getestet werden. Jedoch war die Response-Bestimmung
für die jeweils dominierenden Regioisomere 8-5(c)-, 8-5(nc)-, 5-5, 8-O-4-, 8-8(c)- und 8-8(nc)-
DFS bzw. 5-5/8-O-4-, 8-O-4/8-5(nc)- und 8-O-4/8-O-4-TriFS möglich. Die Retentionszei-
ten dieser Messung unterschieden sich geringfügig von denen der Analyse mittels SEC-
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UV, die Trennung war jedoch vergleichbar (Abbildung 43A). 8-5(dc) nimmt in dieser Me-
thode eine Sonderstellung ein, da es aufgrund der Decarboxylierung vermutlich sowohl
ein geringeres hydrodynamisches Volumen als auch einen niedrigeren Response-Faktor be-
sitzt. Da 8-5(dc) jedoch typischerweise einen geringen Anteil der FS-Dimere ausmacht, ist
eine potentielle Unterbestimmung dieser Substanz weniger bedeutsam.
Eine qualitative Betrachtung der aufgenommenen FTIR-Spektren der jeweiligen Peak-
maxima zeigte, dass der Wellenzahlenbereich, in dem Signale der Schwingungen der Car-
bonylfunktion zu erwarten sind, bei den einzelnen OFS wesentliche Unterschiede aufwies.
Zwar weisen mit Ausnahme des FS-CBD alle OFS ein Maximum bei 1707–1713 cm−1 auf,
jedoch sind bei einigen Substanzen mehr oder weniger ausgeprägte Schultern im Bereich
höherer Wellenzahlen zu sehen (Abbildung 42). Außerdem ist erkennbar, dass diejenigen





















Abbildung 42: Fourier-Transformations-Infrarot-Spektren der verschiedenen Dehydrodiferulasäu-
ren (DFS), Dehydrotriferulasäuren (TriFS) und eines Ferulasäure-Cyclobutandimers (FS-CBD) in
einem ausgewählten Wellenzahlenbereich. c: cyclisch, nc: nicht cyclisch.
Verbindungen, die eine ausgeprägte Schulter oder ein zweites Absorptionsmaximum be-
sitzen, gleichzeitig eine geringere Absorption im Bereich von 1707–1713 cm−1 aufweisen.
Dieser Effekt wird jedoch teilweise dadurch überlagert, dass einige Substanzen aufgrund
verminderter Löslichkeit in THF in geringeren Konzentrationen eingesetzt wurden. So
wurden von 8-8(nc)-DFS und den drei TriFS Konzentration von etwa 5 mg/mL und vom
FS-CBD eine Konzentration von etwa 2,5 mg/mL eingesetzt, wohingegen von den restli-
chen DFS Konzentrationen von etwa 10 mg/mL injiziert wurden.
Die Berechnung von Response-Faktoren bei der Wellenzahl 1707 cm−1 resultierte im Fal-
le der DFS in Werten, deren Standardabweichung etwa 35 % des Mittelwertes betrug. Da-
bei war auffällig, dass 8-5(nc)- und 5-5-DFS, die keine Schultern im IR-Spektrum besa-
ßen, höhere Response-Faktoren zeigten, wohingegen DFS, die in dem betrachteten Wel-
lenlängenbereichen ein zweites Absorptionsmaximum besaßen (8-5(c)- und 8-8(c)-DFS),
eine geringere Signalantwort aufwiesen. Die Response-Faktoren der Trimere waren mit
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einer Standardabweichung von etwa 20 % weniger unterschiedlich, deuteten aber einen
vergleichbaren Trend an. Um besser übereinstimmende Response-Faktoren zu erhalten,
wurden die Daten erneut ausgewertet, jedoch unter Verwendung bestimmter Wellenzah-
lenbereiche anstelle bei einer Wellenzahl. Dabei wurde ein Bereich von 1696–1786 cm−1
ermittelt, bei dessen Anwendung die Response-Faktoren der Dimere bzw. Trimere eine
Standardabweichung von 18 % bzw. 4 % um den ermittelten Mittelwert aufwiesen. Eine
wiederholte Bestimmung der Response-Faktoren mit neu hergestellten Standardlösungen
zeigte, dass die Unterschiede hauptsächlich auf das unterschiedliche Verhalten der Sub-
stanzen bei der IR-Spektroskopie und weniger auf die Präzision der Messung oder einer
fehlerhaften Einwaage bei der Herstellung der Standardlösungen zurückzuführen sind.
Die Ergebnisse dieser Doppelbestimmung sind in Tabelle 10 zusammengefasst.
Tabelle 10: Ermittelte Response-Faktoren der verschiedenen Dehydrodiferulasäuren (DFS), Dehy-
drotriferulasäuren (TriFS) und des Ferulasäure-Cyclobutandimers (FS-CBD) unter Verwendung
des Wellenzahlenbereichs von 1696–1786 cm−1. MW: Mittelwert, R/2: Range/2, c: cyclisch, nc:
nicht cyclisch.
Analyt Response (MW ± R/2; n=2) [% vom MW]
5-5-DFS 0,778 ± 0,022 127
8-5(c)-DFS 0,591 ± 0,006 97
8-5(nc)-DFS 0,711 ± 0,009 116
8-8(c)-DFS 0,514 ± 0,018 84
8-8(nc)-DFS 0,485 ± 0,043 79
8-O-4-DFS 0,674 ± 0,011 110
FS-CBD 0,523 ± 0,002 86
8-O-4/8-5(nc)-TriFS 0,583 ± 0,044 99
8-O-4/8-O-4-TriFS 0,615 ± 0,033 104
5-5/8-O-4-TriFS 0,574 ± 0,121 97
Zu berücksichtigen ist, dass durch Detektion größerer Wellenzahlenbereichen das Si-
gnal/Rausch-Verhältnis im Vergleich zur Messung bei der Wellenzahl 1707 cm−1 reduziert
wurde. Diese geringere Empfindlichkeit kann dadurch erklärt werden, dass Wellenzahlen,
bei denen die Analyten eine geringe Absorption – und damit ein geringes Signal/Rausch-
Verhältnis – besitzen, ebenso berücksichtigt werden wie Wellenzahlen, bei denen die Ana-
lyten eine hohe Absorption zeigen.
4.7.3 Kalibrierung und Validierung
Die Modifikationen des verwendeten FTIR-Spektrometers beinhalteten unter anderem die
Verwendung eines Quantendetektors aus einem Quecksilber-Cadmium-Tellurid-Halblei-
termaterial (Beskers et al. 2015). Dieser musste manuell mit flüssigem N2 auf −196 ◦C
gekühlt werden, wobei etwa 0,5 L N2 für maximal 8 h Messzeit benötigt wurden. Des
Weiteren konnten durch Verwendung eines Autosamplers zwar präzise Volumina repro-
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duzierbar injiziert werden, jedoch musste jede Messung mit einer Dauer von etwa 70 min
manuell gestartet werden. Daraus resultierte, dass in der Regel nicht mehr als 5–8 Proben
pro Tag gemessen werden konnten. Aus diesen Gründen und aufgrund begrenzter Verfüg-
barkeit der Anlage musste die Validierung dieser Methode auf die wichtigsten Parameter
beschränkt werden.
Zunächst wurde die Empfindlichkeit der SEC-FTIR-Messung untersucht, indem Lösun-
gen aus 8-8(c)-DFS und 5-5/8-O-4-TriFS in verschiedenen Verdünnungen gemessen wur-
den. Dabei zeigte sich, dass bei einem Injektionsvolumen von 100 µL Konzentrationen von
1 mg/mL notwendig sind, um ein Signal/Rauschverhältnis von 10:1 bzw. 9:1 im Falle des
Dimers bzw. Trimers zu erhalten. Dies zeigte, dass vergleichsweise hohe Probenmengen
eingesetzt werden müssen, um die Detektion mittels FTIR zu ermöglichen.
Daraufhin wurden die UBS von Haferkaryopsen (500 mg) und Maiskaryopsen (100 mg)
aufgearbeitet und mittels SEC-FTIR analysiert (Kapitel 8.7). In den Chromatogrammen
der Wellenzahlen 1696–1786 cm−1, bei denen Carboxy-, Aldehyd- und Ketogruppen absor-
bieren, war ab der Totzeit von ca. 30 min ein intensives Signal zu erkennen, von dem sich
bei den Retentionszeiten der Dimere (38 min) und der Monomere FS und p-CS (43 min)
erkennbare Peaks abhoben. Dagegen war die Elution der geringen Mengen an Trimeren
(Retentionszeit 36 min) so stark von Matrixbestandteilen überlagert, dass kein Peak er-
kennbar war (Abbildung 43). Auch eine Erhöhung der Probenmenge auf 2 g Hafer-UBS
ließ keine eindeutige Identifizierung des Peaks für TriFS zu (Abbildung 43D). Aus diesem
Grund war die Summenbestimmung der Gehalte an TriFS unter Verwendung der gewähl-
ten Bedingungen nicht möglich und die weitere Validierung sowie die Kalibrierung der
Methode wurde auf die Quantifizierung von FS-Dimeren beschränkt.
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Abbildung 43: Größenausschlusschromatogramme für eine Standardmischung (A) sowie die al-
kalischen Hydrolysate von unlöslichen Ballaststoffen (UBS) aus Maus (B) und Hafer (C,D). Die
Detektion erfolgte mittels Fourier-Transformations-Infrarotspektroskopie in einem Wellenzahlen-
bereich von 1696–1786 cm−1. DFS: Dehydrodiferulasäure, TriFS: Dehydrotriferulasäure.
Da die Response-Faktoren der einzelnen DFS Unterschiede aufwiesen (Tabelle 10), wur-
de für die Kalibrierung eine Mischung von DFS eingesetzt, deren Zusammensetzung das
4.7 entwicklung einer sec-ftir-methode 113
FS-Profil im alkalischen Hydrolysat monokotyler Zellwände representieren sollte (Bunzel
et al. 2001; Dobberstein und Bunzel 2010a; Jilek und Bunzel 2013). Die Anteile betrugen
30 % 8-5(c)-DFS, jeweils 20 % 8-5(nc)- und 8-8(c)-DFS und jeweils 10 % 8-O-4-, 8-8(nc)-
und 5-5-DFS. Die Kalibrierung erfolgte in Dreifachbestimmung durch Messung von sechs
äquidistanten Kalibrierpunkten in einem Bereich von 1–11 µg/mL und Auftragung der
Peakflächen (Detektion des Wellenzahlbereichs 1696–1786 cm−1) gegen die entsprechen-
den Konzentrationen. Durchführung des Mandel-Tests zeigte, dass die quadratische Re-
gression nicht signifikant besser geeignet war als die lineare Regression (Prüfgröße 0,1),
deren Bestimmtheitsmaß R2=0,999 77 betrug. Die Geradengleichung war y = 4,9775x +
0,075; mit y: Peakfläche [10−4]; x: Konzentration [mg/mL].
Zur Beurteilung der Methodenpräzision wurden Mais-UBS in Vierfachbestimmung (Ein-
waage je 100 mg) analysiert. Dabei wurde ein Gehalt von 4,97 ± 0,02 mg DFS/g UBS er-
mittelt. Die Standardabweichung von nur 0,5 % zeugt von einer präzisen Messung.
Die Richtigkeit wurde mittels Wiederfindungsversuchen überprüft, bei denen die be-
reits mit dieser Methode analysierten UBS von Mais (100 mg) erneut in Vierfachbestim-
mung aufgearbeitet wurden. Nach der alkalischen Hydrolyse wurden die Lösungen mit
0,8 mg DFS (160 % des gemessenen Gehaltes) in der bereits für die Kalibrierung ver-
wendeten Zusammensetzung dotiert. Nach Analyse mittels SEC-FTIR wurden Wiederfin-
dungsraten von 68 ± 6 % berechnet, was eine methodenbedingte Unterbestimmung von
DFS vermuten lässt. Im Vergleich mit den Ergebnissen der LC-MS/MS-Methoden (Kapi-
tel 4.5) wurden nur 69–76 % der Gehalte an Dimeren bestimmt (Tabelle 8). Somit ist wahr-
scheinlich, dass die mittels SEC-FTIR-Methode bestimmten Gehalte unterbestimmt wur-
den. Potentielle Verluste wurden in der zusätzlichen Probenaufreinigung durch Extrakti-
on in 5 %ige NaHCO3-Lösung und Reextraktion nach Ansäuern in Ethylacetat vermutet.
Deshalb wurde eine größere Menge UBS verseift, extrahiert und aliquotiert. Anschlie-
ßend wurden Dreifachbestimmungen von unbehandelten Extrakten und Extrakten nach
zusätzlichen flüssig-flüssig-Extraktionsschritten (5 % NaHCO3 und Ethylacetat) mittels
HPLC-UV analysiert, wobei die Chromatographie und Peak-Identifizierung anhand der
Methode von Dobberstein und Bunzel (2010a) erfolgte. Der Vergleich der Peakflächen von
8-8(c)-, 8-8(nc)-, 8-5(c)-, 8-5(nc)-, 5-5- und 8-O-4-DFS zeigte, dass bei diesen DFS Verluste
von etwa 5 % durch die zusätzliche flüssig-flüssig-Extraktion auftraten. Für 8-5(dc)-DFS
waren dagegen Verluste von knapp 90 % zu verzeichnen, die auf einer unvollständigen
Extraktion in wässrige NaHCO3-Lösung beruht, sodass diese DFS in der entsprechenden
organischen Phase gefunden werden konnte. Die Optimierung der Probenaufarbeitung
würde die Ergebnisse jedoch nur unwesentlich beeinflussen, da 8-5(dc)-DFS auch in der
SEC-FTIR-Messung unterbestimmt wird (Kapitel 4.7.2) und nur einen geringen Anteil
der DFS ausmacht. Außerdem kann die Unterbestimmung von 8-5(dc)-DFS nicht die ge-
ringen Wiederfindungsraten verursachen, da 8-5(dc) in diesen Versuchen nicht eingesetzt
wurde. Möglicherweise sind die vergleichsweise niedrigen DFS-Gehalte sowie die Wie-
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derfindungsraten von 68 ± 6 % durch die geringe Selektivität des FTIR-Detektors und die
damit nach dem Totvolumen der Säule stark ansteigende Grundlinie begründet. Die Peak-
Integration wurde von Tal zu Tal durchgeführt, was aufgrund ungleichmäßiger Überlage-
rungen anderer Signale in zu geringen Peakflächen resultiert haben könnte (Abbildung
43B). Eine andere Art der Integration würde die Definition einer Grundlinie erfordern,
was sich bei den erhaltenen Chromatogrammen als sehr problematisch darstellt.
4.7.4 Beurteilung der Methode
Wie bereits in Kapitel 4.7.3 beschrieben, erfordert die Messung mittels SEC-FTIR eine re-
gelmäßige Kühlung mit N2 und eine manuelle Probeninjektion. Auch bei der Auswertung
der zweidimensionalen Rohdaten ist ein hoher manueller Aufwand nötig, da bisher keine
geeignete Software zur automatisierten Selektion der Wellenzahlen und Integration der
Peaks zur Verfügung steht.
Die Ergebnisse der durchgeführten Versuche lassen darauf schließen, dass eine semi-
quantitative Bestimmung von DFS mittels SEC-FTIR prinzipiell möglich ist, jedoch einige
Einschränkungen mit sich bringt. So sollte aufgrund der geringen Selektivität eine mög-
lichst intensive Probenaufreinigung durchgeführt werden, um die Codetektion von Ma-
trixbestandteilen zu minimieren. Des Weiteren sind vergleichsweise hohe Probenmengen
nötig, da die Messzeit des FTIR-Spektrometers durch die online-Kopplung an die SEC
begrenzt wird, woraus eine geringe Empfindlichkeit resultiert.
Der Vergleich der Response-Faktoren einzelner DFS zeigte, dass diese stärker vonein-
ander abweichen als erwartet. Durch Verwendung des Wellenzahlenbereichs von 1696–
1786 cm−1 und die Kalibrierung anhand eines DFS-Gemisches kann dieser Fehler jedoch
begrenzt werden, vorausgesetzt, dass die jeweiligen DFS-Anteile der Proben nicht stark
von der typischen Verteilung abweichen. Auch die nicht-vermeidbare Unterbestimmung
von 8-5(dc)-DFS ist vermutlich weniger bedeutend, da diese typischerweise nur einen ge-
ringen Anteil der DFS ausmacht. Dennoch muss aufgrund der durchgeführten Wiederfin-
dungsversuche und dem Vergleich der Ergebnisse mit Werten anderer Methoden davon
ausgegangen werden, dass die Analyse mittels SEC-FTIR in einer Unterbestimmung der
DFS resultiert und somit als semiquantitativ eingestuft werden muss.
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4.8 Zusammenfassende Diskussion
Ein Teil dieser Arbeit bestand in der Entwicklung einer LC-MS/MS-Multimethode, mit
der FS, eine Auswahl an mikrobiellen und hepatischen Metaboliten der FS sowie p-CS und
Zimtsäure in Milch quantifiziert werden können. Die meisten der für diese SIVA notwen-
digen isotopenmarkierten Standardsubstanzen sind – ebenso wie auch die nicht markierte
3-Hydroxyhippursäure – nicht kommerziell verfügbar und wurden deshalb mit Hilfe ge-
eigneter Synthesen hergestellt. Hierzu wurden die [13C2]Zimtsäuren mittels Knoevenagel-
Reaktion synthetisiert, die sich im Vergleich zu anderen Reaktionswegen durch einen ge-
ringeren Zeit- und Arbeitsaufwand auszeichnet. Die [13C2]Phenylpropionsäuren wurden
durch katalytische Hydrierung der synthetisierten 13C-markierten Zimtsäuren gewonnen.
Die Synthese von [13C2]Hippursäure wurde durch Anwendung der Schotten-Baumann-
Reaktion unter Verwendung von [13C2]Glycin durchgeführt und die Hydroxybenzoesäu-
ren und Phenylessigsäure wurden mittels H/D-Austauschreaktionen als deuterierte Iso-
topologe hergestellt. Die Ausbeuten dieser Synthesen lagen in einem mit Literaturdaten
vergleichbaren Bereich (Robbins und Schmidt 2004; Fumeaux et al. 2010; Marini et al. 2010;
Orfanopoulos et al. 1990; Kaushik et al. 2012). Zur Gewinnung von 3-Hydroxyhippursäure
bzw. [13C2]3-Hydroxyhippursäure wurde ein Syntheseweg unter Verwendung der Schot-
ten-Baumann-Reaktion bei Einsatz von Trimethylsilyl-Schutzgruppen erarbeitet. Im Ver-
gleich zur Synthese bei Verwendung von Ethoxycarbonyl-Schutzgruppen (Lima et al.
2008) wurden vergleichbare Ausbeuten erhalten (15 bzw. 28 % im Vergleich zu 20 %), je-
doch waren weniger Reaktions- und Aufreinigungsschritte erforderlich.
Die QuEChERS-Methode wurde aufgrund ihrer zahlreichen Vorteile – unter anderem
eine schnelle, einfache und günstige Durchführung – zur Probenaufarbeitung gewählt
und auf die Extraktion von phenolischen Säuren aus Milch angepasst. Während die Ent-
fernung störender Matrixbestandteile auch mittels anderer Methoden möglich ist (Besle
et al. 2010; King et al. 1998), bestand ein weiterer Vorteil der QuEChERS-Methode dar-
in, dass ein Extrakt mit geringem Wassergehalt gewonnen wurde. Dieser konnte in ver-
gleichsweise kurzer Zeit aufkonzentriert werden, sodass eine höhere Methodenempfind-
lichkeit erreicht wurde, was unverzichtbar zur Bestimmung einiger gering-konzentrierter
Analyten war. Außerdem wurde eine optionale Enzyminkubation mit Glucuronidase/Sul-
fatase in die Probenaufarbeitung integriert, die nützliche Informationen zu den in Milch
enthaltenen hepatischen Phase-II-Konjugaten liefert (Abbildung 19). Beispielsweise wur-
de in dieser Arbeit gezeigt, dass alle Analyten – auch diejenigen, bei denen lediglich eine
Ester-Konjugation möglich ist – teilweise in Glucuronid- und/oder Sulfat-gebundener
Form vorliegen. Zur Freisetzung der Konjugate wurde die Milchprobe selbst anstelle ei-
nes Extraktes (Besle et al. 2010) mit Enzymen inkubiert, sodass potentielle Verluste der
konjugierten – und somit polareren – Analyten bei der Extraktion vermieden wurden.
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Die entwickelte SIVA zur Bestimmung von FS und 14 weiteren phenolischen Säuren
wurde anhand von drei Milchproben mit unterschiedlichen Fettgehalten in Bezug auf
Empfindlichkeit, Präzision und Richtigkeit validiert. Aufgrund der Verwendung von Iso-
topologen als interne Standardsubstanzen wurden die meisten Analyten mit hoher Präzi-
sion und Richtigkeit bestimmt. Die durchgeführten Wiederfindungsversuche signalisier-
ten jedoch, dass die Bestimmung von 4-Hydroxybenzoesäure, Phenylpropionsäure und
Zimtsäure als semiquantitativ eingestuft werden sollten. Je nach Analyt wurden Bestim-
mungsgrenzen von etwa 0,1–9 µg/kg Milch ermittelt, die im Vergleich zu HPLC-UV-
Methoden um ein Vielfaches geringer sind (beispielsweise Qi et al. (2009): Nachweis-
grenze von 200 µg Benzoesäure/kg Milch). Aufgrund der hohen Empfindlichkeit der
entwickelten Methode konnten viele der analysierten Verbindungen erstmals in Milch
quantifiziert werden. Auch 3-Hydroxyhippursäure wurde trotz relativ hoher Gehalte von
100–250 µg/kg Milch in bisherigen Methoden nicht erfasst, was vermutlich auf die feh-
lende kommerzielle Verfügbarkeit der entsprechenden Standardsubstanz zurückzuführen
ist. Die Gehalte von Analyten, die bereits mit anderen Methoden bestimmt wurden (Hip-
pursäure, Benzoesäure, 4-Hydroxybenzoesäure, Phenylessigsäure und FS), unterscheiden
sich zum Teil stark von den in dieser Arbeit ermittelten Ergebnisse (Besle et al. 2010; Qi
et al. 2009; Marsili et al. 1981). Allerdings wurde gezeigt, dass die Ernährung der Kühe
einen Einfluss auf die Konzentration phenolischer Säuren sowie auf andere phenolische
Substanzen in deren Milch hat (Besle et al. 2010). Auch in dieser Arbeit konnten anhand
von zwei konventionell und einer ökologisch erzeugten Milchprobe Unterschiede in den
Gehalten einiger phenolischer Säuren aufgezeigt werden (Abbildung 19). Um jedoch den
Einfluss der mit der Nahrung aufgenommenen FS auf die Gehalte der analysierten phe-
nolischen Säuren in Milch zu beurteilen oder Markersubstanzen zu identifizieren, mit de-
nen eine Überprüfung der Echtheit von Produkten wie „Heumilch“, „Weidemilch“ oder
„Alpenmilch“ möglich sein könnte, muss eine größere Anzahl authentischer Proben ana-
lysiert werden.
In einem weiteren Teil dieser Arbeit wurden Strategien erarbeitet, mit denen FS-CBD,
DFS und TriFS sowie ihre 13C-markierten Isotopologe als Standardsubstanzen gewonnen
werden können. Unter anderem wurde eine oxidative Kopplung von Ethylferulat mittels
Cu[TEMED]-Komplex durchgeführt, wobei geringfügige Modifikationen der von Lu et
al. (2012) beschriebenen Reaktionsbedingungen zu höheren Ausbeuten an DFS und TriFS
führten. Im Vergleich zu anderen oxidativ-chemischen oder oxidativ-enzymatischen Re-
aktionen wurde unter Verwendung des Cu[TEMED]-Komplexes in ACN ein Produktge-
misch gebildet, das eine größere Anzahl unterschiedlicher OFS mit relativ ausgewogenen
Produktanteilen enthält (Tabelle 4) (Bunzel et al. 2008b; Ralph et al. 1998; Tobinaga und
Kotani 1972; Aljawish et al. 2014). Um die einzelnen OFS im präparativen Maßstab aus
dem komplexen Produktgemisch zu isolieren, wurde eine Kombination aus Kristallisati-
on, Flash-Chromatographie, Sephadex-Chromatographie und RP-HPLC erarbeitet (Abbil-
dung 21). Dieses Verfahren ermöglichte es, mit einem zeitlichen Aufwand von 3–4 Wochen
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sieben DFS und neun TriFS als Standardsubstanzen zu gewinnen. Dabei konnten ausge-
hend von 1 g FS Ausbeuten von insgesamt 240 mg DFS und TriFS mit Reinheiten von
mindestens 95 % (bestimmt mittels UV/VIS- und NMR-Spektroskopie) isoliert werden.
Ein ähnlicher Zeit- und Arbeitsaufwand ist zur Isolierung von OFS aus Maiskleie not-
wendig, bei der jedoch zum einen keine 13C-markierten Standardsubstanzen gewonnen
werden können und zum anderen die erhaltenen Mengen aufgrund der begrenzten Ka-
pazität der Sephadex-Säule geringer sind (Bunzel et al. 2004a). Diese begrenzte Kapazität
wurde durch das in dieser Arbeit entwickelte Aufreinigungsverfahren optimal genutzt,
da FS und die meisten DFS zuvor mittels Flash-Chromatographie abgetrennt wurden, so-
dass die Sephadex-Säule hauptsächlich mit TriFS und TetraFS beladen wurde.
Unter den aufgereinigten TriFS befanden sich fünf Verbindungen, die im Rahmen die-
ser Arbeit erstmals beschrieben wurden. Diese wurden mittels NMR-Spektroskopie, LC-
MS/MS und hochauflösender MS eindeutig identifiziert und charakterisiert. Außerdem
wurde das Vorkommen dieser TriFS in den alkalischen Hydrolysaten von Mais-, Weizen-,
Zuckerrüben- und teilweise Amaranth-UBS anhand charakteristischer Retentionszeiten
und Massenübergängen mittels LC-MS/MS nachgewiesen. Somit wurde gezeigt, dass
FS-Crosslinks in vielfältigerer Weise existieren als bisher bekannt war. Um einen detail-
lierteren Einblick in die Architektur pflanzlicher Zellwände zu erhalten, sollten die bis-
lang unbekannten TriFS in zukünftigen Analysen mitberücksichtigt werden, was durch
die Verfügbarkeit entsprechender Standardsubstanzen möglich ist. Des Weiteren wurden
aus dem Reaktionsgemisch der oxidativen Kopplung von Ethylferulat fünf TetraFS iso-
liert, deren Mengen und Reinheiten für Messungen zur Strukturcharakterisierung mittels
NMR-Spektroskopie sowie LC-MS/MS ausreichten. Anhand dieser Messungen konnte ei-
nes der Tetramere – 8-5(nc)/5-5/8-5(nc)-TetraFS – identifiziert werden, wohingegen die
Strukturaufklärung der anderen vier synthetisierten TetraFS nicht eindeutig möglich war.
Allerdings konnten mögliche Kopplungstypen innerhalb der TetraFS identifiziert werden.
Dabei war auffällig, dass diese, ebenso wie die bereits in früheren Arbeiten aus Maiskleie
isolierten 4-O-8/5-5/8-O-4- und 4-O-8/5-5/8-5(nc)-TetraFS (Bunzel et al. 2006), höchstens
eine 5-5-Bindung enthalten (Kapitel 4.3.7). Die in dieser Arbeit synthetisierten TetraFS
wurden – unter Vorbehalt von TetraFS 31,0 min – in den alkalischen Hydrolysaten von
Mais- und Weizen-UBS nachgewiesen (Kapitel 4.4.2). Somit kann geschlussfolgert werden,
dass entweder intramolekulare Kopplung von Arabinoxylanen nicht ausschließlich durch
5-5-Kopplung möglich ist, wie es von Hatfield und Ralph (1999) postuliert wurde, oder
dass TetraFS Verknüpfungspunkte von mindestens drei Zellwandpolymeren darstellen.
Die Unterscheidung von intra- und intermolekularen FS-Crosslinks hat einen entscheiden-
den Einfluss auf die Zellwandarchitektur (Kapitel 1.4.3).
In einer weiteren Reaktion zur Gewinnung von OFS-Standardsubstanzen wurden die
Bedingungen der enzymatischen Kopplung von Ethylferulat (Ralph et al. 1998) dahinge-
hend verändert, dass möglichst hohe Mengen isomerer 8-8(THF)-DFS entstehen. Diese
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werden bei Durchführung der Synthese unter Einhaltung der in der Literatur beschriebe-
nen Bedingungen lediglich in Spuren gebildet. In Kombination mit einer relativ unkompli-
zierten präparativen Aufreinigung der Syntheseprodukte mittels Flash-Chromatographie
und RP-HPLC wurden ausgehend von 1 g Ethylferulat innerhalb von 1–2 Wochen etwa
34 mg der cis-trans-trans-8-8(THF)-DFS gewonnen. Die entwickelte enzymatische Gewin-
nung von 8-8(THF)-DFS ist somit wesentlich schneller durchführbar als deren Totalsyn-
these oder deren Isolierung aus Maiskleie (Jilek und Bunzel 2013; Schatz et al. 2006). Zu-
dem ist dieses Verfahren zur Gewinnung 13C-markierter Isotopologe geeignet. Außerdem
wurden bei der Reaktion zwei Isomere der 8-8(THF)-DFS gebildet, die im Rahmen die-
ser Arbeit erstmals identifiziert und in alkalischen Hydrolysaten von Mais-, Weizen- und
Zuckerrüben-UBS nachgewiesen wurden. Zur Quantifizierung verschiedener 8-8(THF)-
DFS-Diastereomere ist eine Charakterisierung ihrer Eigenschaften im entsprechenden
Testsystem essentiell, um potentielle Unterschiede – insbesondere bei einer massenspek-
trometrischen Detektion – berücksichtigen zu können (Jilek und Bunzel 2013). Diese Cha-
rakterisierung ist nur anhand von entsprechenden Standardsubstanzen möglich, welche
mittels der entwickelten Synthesemethode gewonnen werden können.
Die Versuche der enzymatischen Kopplung von Ethylferulat (Ralph et al. 1998) zeig-
ten, dass eine Absenkung des pH-Wertes bis pH 2,5 zu einer gesteigerten Bildung von
8-8(THF)-DFS führt. Anhand dessen kann vermutet werden, dass pH-Werte unter 2,5 die
8-8(THF)-DFS-Ausbeute weiter steigern, sofern anstelle des Peroxidase/H2O2-Systems
ein oxidatives System gewählt wird, das unter sauren Bedingungen eine höhere Aktivität
besitzt und die Kopplung der gebildeten Phenoxyradikale über ihre Position 8 begünstigt.
Die oxidative Kopplung mittels Cu[TEMED]-Komplex in ACN erwies sich zwar als beson-
ders vorteilhaft zur Bildung 8-8-gekoppelter OFS, jedoch würden die Amin-Gruppen von
TEMED unter sauren Bedingungen protoniert werden, sodass der Cu[TEMED]-Komplex
nicht stabil wäre. Die Identifizierung eines für diese Zwecke geeigneten oxidativen Sys-
tems sollte Ziel zukünftiger Untersuchungen sein. Ebenso sollte die enzymatische Kopp-
lung von Ethylferulat in 30 %igem Ethanol (Bunzel et al. 2008b) mit der in dieser Arbeit
entwickelten Aufreinigung mittels Flash-, Sephadex- und RP-HPLC (Abbildung 21) kom-
biniert werden. Dadurch könnten möglicherweise TriFS und TetraFS gewonnen werden,
welche nicht oder nur in geringen Mengen mittels Cu[TEMED]-Komplex gebildet werden.
Beispielsweise war es nicht möglich, 8-8(THF)/5-5-, 8-8(c)/8-O-4- und 5-5/8-O-4(H2O)-
TriFS (Abbildung 12) mittels chemisch-oxidativer Kopplung zu erhalten.
Die Synthesen der 4-O-5-DFS (Ralph et al. 1994) sowie 5-5(me)-DFS (Zeller und Schatz
2015) wurden in modifizierter Form durchgeführt, indem die Knoevenagel-Reaktion mit
Doebner-Modifikation angewandt wurde. Diese zeichnet sich im Vergleich zur Horner-
Wadsworth-Emmons-Variante der Wittig-Reaktion durch einen deutlich reduzierten Zeit-
und Arbeitsaufwand aus, wobei dennoch vergleichbare Ausbeuten erzielt werden konnten.
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Die durchgeführten Synthesen resultierten in einer großen Auswahl nicht-markierter
und 13C-markierter OFS-Standardsubstanzen, die die Entwicklung von zwei LC-DAD-
MS/MS-Multimethoden ermöglichten. 8-8(c)/8-O-4-TriFS konnte zwar nicht synthetisiert
werden, jedoch stand diese Verbindung nach Isolierung aus Maiskleie zur Verfügung (Ji-
lek und Bunzel 2013), sodass sie in die Methoden integriert werden konnte. Mit beiden
hier entwickelten Methoden ist die Quantifizierung von zehn FS-Dimeren, darunter auch
ein FS-CBD, neun TriFS sowie der cis- und trans-Isomere von FS und p-CS möglich. Somit
erfassen die entwickelten Methoden deutlich mehr Analyten als andere Methoden zur
Bestimmung von OFS (Bunzel et al. 2001; Jilek und Bunzel 2013; Dobberstein und Bunzel
2010a). Insbesondere unter den TriFS können einige Regioisomere erstmals quantifiziert
werden, die bisher aufgrund fehlender Standardsubstanzen nicht analysiert werden konn-
ten. Neben der Verfügbarkeit entsprechender Standardsubstanzen ist allerdings auch die
hohe Empfindlichkeit der Detektion mittels MS/MS ausschlaggebend dafür, dass die Be-
stimmung einiger Analyten möglich ist. So können auch OFS, welche lediglich in geringen
Mengen in alkalischen Hydrolysaten von Zellwänden vorkommen (beispielsweise 4-O-5-
DFS oder einige TriFS), detektiert werden. Aufgrund der hohen Empfindlichkeit können
die entwickelten Methoden auch auf Proben angewandt werden, für die das Probenmate-
rial auf wenige mg begrenzt ist, wohingegen zur Analyse von OFS mittels GC-FID und
LC-UV bzw. LC-MS Probenmengen von 40–90 mg UBS bzw. 1 g Getreidemehl notwendig
sind (Bunzel et al. 2001; Jilek und Bunzel 2013; Dobberstein und Bunzel 2010a). Auch
die Selektivität der Detektion mittels MS/MS ist im Vergleich zur Detektion mittels FID,
UV-Detektor oder Single-Quadrupol-MS höher, sodass eine Überbestimmung durch co-
eluierende Matrixbestandteile unwahrscheinlicher ist.
Es konnte gezeigt werden, dass bei Verwendung des Massenübergangs von m/z 403
nach m/z 136 ein vergleichbarer Response für die unterschiedlichen Diastereomere von
8-8(THF)-DFS erhalten wird, sodass bei Anwendung dieses Massenübergangs die Summe
der gleichzeitig eluierenden Isomere bestimmt werden kann. Allerdings ist die Empfind-
lichkeit dieses Massenübergangs geringer als die Detektion des Massenübergangs von
m/z 403 nach m/z 151 (Hauptfragmention).
Die Unterschiede der entwickelten Analysemethoden bestehen in der Verwendung un-
terschiedlicher interner Standardsubstanzen, welche zur Bestimmung der OFS verwendet
werden. Während bei der SIVA 13C-markierte Isotopologe zum Einsatz kommen, wird bei
der zweiten Methode die bereits in früheren Methoden verwendete 5-5(me)-DFS als allei-
nige interne Standardsubstanz eingesetzt. Die Vor- und Nachteile beider Methoden sind
in Kapitel 4.5.6 beschrieben und liegen hauptsächlich in der Verfügbarkeit entsprechender
interner Standardsubstanzen, in der Anforderung an die Probenaufarbeitung sowie in der
erzielten Präzision und Richtigkeit für bestimmte Analyten.
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Mit beiden Methoden zur Bestimmung von OFS wurden bei der Analyse der UBS von
Mais, Weizen, Zuckerrübe und Amaranth größtenteils vergleichbare Ergebnisse erzielt
(Tabelle 8). Dies lässt auf geringe Matrix-Effekte der Proben schließen, allerdings wurden
in den durchgeführten Messungen stark aufgereinigte Probenmaterialien in Mengen von
nur 5–10 mg verwendet. Komplexere Matrices oder höhere Matrixmengen könnten mögli-
cherweise stärkere Matrixeffekte hervorrufen, welche nur mittels SIVA ausgeglichen wer-
den.
Unter Berücksichtigung der biologischen Variabilität und der durchgeführten bzw. nicht-
durchgeführten Korrekturen um den Restprotein- und Aschegehalt der UBS, liegen die
in dieser Arbeit analysierten DFS-Gehalte in einem mit früheren Ergebnissen vergleich-
baren Bereich (Bunzel et al. 2001; Dobberstein und Bunzel 2010a). Da von Jilek und Bun-
zel (2013) Vollkornmehle anstelle von UBS analysiert wurden, ist ein Vergleich mit den
in dieser Arbeit ermittelten OFS-Gehalte nicht ohne Weiteres möglich. Bei Betrachtung
der prozentualen Anteile einzelner DFS am Gesamt-DFS-Gehalt können teilweise größere
Unterschiede im Vergleich zu früheren Messungen festgestellt werden. Insbesondere die
Anteile der 8-O-4-DFS waren in allen analysierten Proben deutlich höher als in früheren
Messungen, wohingegen die 8-5-gekoppelten DFS mit Ausnahme von Zuckerrüben-UBS
geringere Anteile aufwiesen (Bunzel et al. 2001; Dobberstein und Bunzel 2010a; Jilek und
Bunzel 2013). Die Anteile der 5-5- und 8-8-gekoppelten DFS stimmten wiederum größten-
teils mit den Ergebnissen früherer Messungen überein. Werden die Anteile einzelner TriFS
am Gesamt-TriFS-Gehalt verglichen, können keine drastischen Unterschiede zu den Mes-
sungen von Jilek und Bunzel (2013) beobachtet werden. Allerdings wird deutlich, dass
die in dieser Arbeit erstmals quantifizierten TriFS mit Anteilen von insgesamt 11–25 %
der Gesamt-TriFS-Gehalte nicht vernachlässigt werden sollten.
Im Rahmen dieser Arbeit wurden außerdem Möglichkeiten zur Summenbestimmung
von DFS bzw. TriFS untersucht, da für viele Fragestellungen Informationen über die Ge-
samtgehalte an Dimeren bzw. Trimeren ausreichend sind und eine Aufschlüsselung in die
einzelnen Isomere nicht unbedingt notwendig ist. Dazu wurde in einer wissenschaftlichen
Abschlussarbeit die Strategie verfolgt, die Analyten mit den Fluorophoren DBD-PZ oder
DBD-ED zu derivatisieren, mittels SEC in Dimer- und Trimer-Fraktionen zu trennen und
anhand eines Fluoreszenzdetektors zu analysieren. Es wurde jedoch festgestellt, dass sich
die Response-Faktoren der derivatisierten Analyten trotz isoliertem π-Elektronensystem
des Fluorophors unterscheiden. Auch die Intensitäten der UV-Absorption bei den Ab-
sorptionsmaxima von 432 nm bzw. 437 nm der DBD-PZ- bzw. DBD-ED-Derivate wichen
zu stark voneinander ab, sodass eine Summenquantifizierung von OFS basierend auf die-
sen Derivaten nicht möglich war (Breuer 2016). In zukünftigen Arbeiten sollte nach Fluo-
rophoren gesucht werden, bei deren Einsatz die Response-Faktoren der derivatisierten Ver-
bindungen weniger durch die Bindungstypen der OFS beeinflusst werden. Folgearbeiten
auf diesem Gebiet sind wünschenswert, da sich eine Methode zur Summenbestimmung
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von DFS bzw. TriFS in hydrolysierten Pflanzenzellwänden mittels SEC und Fluoreszenz-
Detektion durch eine hohe Selektivität (hydrodynamisches Volumen in Kombination mit
Carbonsäuregruppen) und Empfindlichkeit auszeichnen würde.
Im Rahmen einer weiteren wissenschaftlichen Abschlussarbeit wurden Möglichkeiten
zur Summenbestimmung von OFS mittels SEC-FTIR untersucht. Dabei konnte ein Wellen-
zahlenbereich von 1696–1786 cm−1 ermittelt werden, bei dem die getesteten Dimere bzw.
Trimere vergleichbare Response-Faktoren aufweisen. Anhand der Analyse von Mais-UBS
wurde eine hohe Methodenpräzision ermittelt, jedoch war die Detektion mittels FTIR
im Vergleich zu anderen Detektionsarten relativ unempfindlich, sodass Probenmengen
von mindestens 100–500 mg UBS notwendig waren. Auch die Selektivität der Methode
war trotz intensiver Probenaufarbeitung vergleichsweise gering, was anhand ausgepräg-
ter Matrix-Signale in den Chromatogrammen ersichtlich war. Aus diesem Grund konnte
die Summe an TriFS mittels dieser Methode nicht bestimmt werden. Die Summe an FS-
Dimeren war durch Anwendung der entwickelten Methode zwar quantifizierbar, jedoch
deuteten die durchgeführten Wiederfindungsversuche anhand von Mais-UBS und der
Vergleich mit den DFS-Gehalten, die mit anderen Methoden ermittelt wurden, darauf hin,
dass nur etwa 70 % der tatsächlichen Gehalte an Dimeren bestimmt werden. Möglicher-
weise könnte in zukünftigen Arbeiten die Empfindlichkeit durch technische Anpassung
des FTIR-Gerätes (Lichtquelle und Durchflusszelle) erhöht werden (Beskers et al. 2015),
während die Selektivität durch SEC-Säulen mit höherer Trennleistung verbessert werden
könnte, um die Anwendungsmöglichkeiten der entwickelten Methode zu erweitern. Die
Ergebnisse dieser Arbeit machen deutlich, dass die entwickelte SEC-FTIR-Methode zum
jetzigen Zeitpunkt zwar als semiquantitatives Screening-Verfahren zur Summenbestim-




Z U S A M M E N FA S S U N G
Ferulasäure und ihre Derivate sind aufgrund ihrer Eigenschaft verschiedene Biopolyme-
re (Polysaccharide, Lignin, Proteine) zu koppeln wichtige Bestandteile der pflanzlichen
Zellwand. In dikotylen Pflanzen der Ordnung Caryophyllales liegt Ferulasäure haupt-
sächlich mit Pektinen und in monokotylen Pflanzen hauptsächlich mit Arabinoxylanen
verestert vor. Durch Bindung an diese Polysaccharide wird mit der Nahrung aufgenom-
mene Ferulasäure nicht von körpereigenen Enzymen, sondern im Dickdarm von mikro-
biellen Esterasen freigesetzt. Derart freigesetzte Ferulasäure wird teilweise resorbiert. Die
vielfältige Enzymausstattung der Mikroorganismen führt allerdings auch dazu, dass ver-
schiedene mikrobielle Metaboliten gebildet werden. Diese können ebenso wie Ferulasäure
teilweise resorbiert und im Menschen und in anderen Säugetieren hepatisch metaboli-
siert werden, was in einem breiten Spektrum an möglichen Metaboliten der Ferulasäure
resultiert. Kühe besitzen wie alle Herbivoren einen besonders ausgeprägten mikrobiel-
len und hepatischen Metabolismus, sodass eine große Vielfalt an Ferulasäure-Metaboliten
mit der Milch ausgeschieden und vom Menschen aufgenommen wird. Untersuchungen,
inwieweit die Konzentration der einzelnen Metaboliten von der aufgenommenen Menge
an Ferulasäure und somit von den eingesetzten Futtermitteln abhängt, konnten bislang
nicht durchgeführt werden, da keine geeignete Methode zur umfassenden Analyse des
Metabolitenspektrums zur Verfügung stand. Kenntnisse über die Profile an Ferulasäure-
Metaboliten könnten jedoch dazu eingesetzt werden, die Fütterungsart der Kühe, mit der
Milchprodukte teilweise beworben werden, anhand der erzeugten Milch nachzuweisen.
Insbesondere oligomere Ferulasäure-Derivate sind für die Struktur, Stabilität und Wi-
derstandsfähigkeit von Pflanzenzellwänden von zentraler Bedeutung. Durch Photodime-
risierung oder oxidativ-radikalische Kopplung polymergebundener Ferulasäure können
Ferulasäure-Oligomere gebildet werden, wodurch Polysaccharide miteinander, aber auch
mit Lignin und möglicherweise Strukturproteinen quervernetzt werden. Daraus resultiert
eine erhöhte Widerstandsfähigkeit der Zellwand gegenüber biotischen und abiotischen
Stressfaktoren. Auch die Qualität von pflanzlichen Lebensmitteln, Futtermitteln und Roh-
stoffen zur Herstellung von Biokraftstoff wird durch die Ferulasäure-vermittelte Querver-
netzung beeinflusst. Mit den in der Literatur beschriebenen GC-FID, LC-UV- und LC-MS-
Methoden kann jedoch nur eine Auswahl an Oligoferulasäuren analysiert werden, wobei
aufgrund der geringen Empfindlichkeit der zumeist verwendeten Analysemethoden rela-
tiv hohe Probenmengen eingesetzt werden müssen. Außerdem kann die eingeschränkte
Selektivität der eingesetzten Detektoren zu fehlerhaften Ergebnissen führen.
123
124 zusammenfassung
Aus diesen Gründen wurden im Rahmen dieser Arbeit verschiedene auf flüssigchroma-
tographischer Trennung und massenspektrometrischer Detektion beruhende Multimetho-
den zur Bestimmung von Ferulasäure, Ferulasäure-Metaboliten und Oligoferulasäuren
erarbeitet. Zur Entwicklung einer Stabilisotopenverdünnungsanalyse, mit der Ferulasäu-
re, zwölf Ferulasäure-Metaboliten und die zu teilweise gleichen Metaboliten führenden
p-Cumarsäure und Zimtsäure in Milch bestimmt werden können, wurden isotopenmar-
kierte Standardsubstanzen synthetisiert. Dabei wurden die Zimtsäuren, Phenylpropions-
äuren und Hippursäuren als 13C-markierte Verbindungen hergestellt, wohingegen die
Hydroxybenzoesäuren und Phenylessigsäure mittels H/D-Austausch deuteriert wurden.
Durch Anpassung der QuEChERS-Methode, die ursprünglich zur Extraktion von Pestizi-
den aus Obst und Gemüse entwickelt wurde, wurden die Analyten aus Milch extrahiert
und konzentriert, bevor sie mittels LC-ESI-MS/MS bestimmt wurden. Die Durchführung
einer optionalen Enzyminkubation ermöglichte es, sulfatierte und mit Glucuronsäure kon-
jugierte Analyten zu erfassen. Die Methodenvalidierung anhand von drei verschiedenen
Milchproben belegt, dass die Methode über eine hohe Empfindlichkeit, Selektivität und
Präzision verfügt und mit Ausnahme der Bestimmung von 4-Hydroxybenzoesäure, Phe-
nylpropionsäure und Zimtsäure von einer hohen Richtigkeit ausgegangen werden kann.
In den untersuchten konventionell und ökologisch erzeugten Milchproben wurden Unter-
schiede in den Gehalten an Dihydroferulasäure, Phenylessigsäure, 3-Hydroxyphenylpro-
pionsäure, 3-Hydroxybenzoesäure, 3-Hydroxyhippursäure, 4-Hydroxybenzoesäure und
Benzoesäure nachgewiesen. Die entwickelte Methode soll als Grundlage für zukünftige
Untersuchungen dienen, bei denen eine größere representative Auswahl an authentischen
Milchproben analysiert wird, um mögliche Markersubstanzen zur Überprüfung der Füt-
terungsart von Milchkühen zu identifizieren.
Zur Entwicklung neuer, leistungsstarker Methoden zur Analyse von Oligoferulasäuren
sind entsprechende Standardsubstanzen notwendig. Modifikationen von Reaktionen zur
Synthese von Oligoferulasäuren und die Entwicklung präparativer Verfahren zur Aufrei-
nigung der Reaktionsprodukte ermöglichten es, Standardsubstanzen mit hoher Ausbeute
und Reinheit zu gewinnen. Unter anderem konnten durch diese auf chemischer bzw. en-
zymatischer Kopplung von Ferulasäure beruhenden Synthesen zwei Diastereomere der
8-8(THF)-Dehydrodiferulasäure, fünf Dehydrotriferulasäuren und fünf Dehydrotetraferu-
lasäuren gewonnen werden, die im Rahmen dieser Arbeit erstmals isoliert, größtenteils
identifiziert und in Pflanzenzellwänden nachgewiesen wurden. Im Vergleich zur Isolie-
rung von Oligoferulasäuren aus Pflanzenmaterialien oder deren Totalsynthesen sind die
entwickelten Verfahren mit einem geringeren Zeit- und Arbeitsaufwand verbunden und
können ebenfalls zur effizienten Gewinnung von isotopenmarkierten Standardsubstanzen
eingesetzt werden, die essentiell zur Entwicklung und Durchführung von Stabilisotopen-
verdünnungsanalysen sind.
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Unter Verwendung der synthetisierten Oligoferulasäuren wurden zwei LC-MS/MS-
Multimethoden entwickelt, bei denen entweder die etablierte interne Standardsubstanz
5-5(me)-Dehydrodiferulasäure oder 13C-markierte Standardsubstanzen verwendet wur-
den. Neben zehn Ferulasäure-Dimeren und neun Dehydrotriferulasäuren konnten in der
gleichen Analyse auch die cis- und trans-Isomere von Ferulasäure und p-Cumarsäure be-
stimmt werden. Die Validierung der Methoden und der Vergleich der Gehalte an Oligo-
ferulasäuren in unlöslichen Ballaststoffen aus Mais- und Weizenkaryopsen, Zuckerrüben-
schnitzeln und Amaranthsamen verdeutlichten, dass beide Methoden grundsätzlich zur
Analyse von Pflanzenproben geeignet sind. Jedoch zeigen beide Methoden spezifische
Vor- und Nachteile in Bezug auf Probenvorbereitung und -aufarbeitung, Präzision und
Richtigkeit einzelner Analyten.
Die Entwicklung einer chromatographiebasierten Methode zur Summenbestimmung
von Ferulasäure-Dimeren und -Trimeren konnte dagegen nur mit Einschränkungen ver-
wirklicht werden. Voraussetzung für die Summenbestimmung ist, dass die Isomere der
Ferulasäure-Dimere und -Trimere denselben oder zumindest vergleichbare Response-Fak-
toren unter den gewählten Detektionsbedingungen aufweisen. Hierfür wurden die Oligo-
ferulasäuren in einer Vorsäulenderivatisierung mit einer fluoreszierenden Gruppe verse-
hen. Die so erhaltenen Derivate unterschieden sich jedoch in ihrem Response bei der Fluo-
reszenzdetektion, sodass dieser Weg nicht gängig war. Als zweite Möglichkeit wurde die
Detektion mittels Fourier-Transformations-Infrarotspektroskopie getestet, wobei die An-
regung von Schwingungen der Carbonylfunktion als gemeinsames Strukturmerkmal der
Ferulasäure-Dimere und -Trimere genutzt werden sollte. Es zeigte sich, dass die Detek-
tion mittels Fourier-Transformations-Infrarot-Spektroskopie nach Größenausschlusschro-
matographie realisierbar war, jedoch war lediglich eine semiquantitative Bestimmung der
Ferulasäure-Dimere möglich. Eine entsprechende Möglichkeit für die Trimere der Ferula-
säure stellte sich als ungeeignet heraus.
Somit konnten in dieser Arbeit hochempfindliche, selektive Methoden zur Bestimmung
von Ferulasäure-Metaboliten sowie einzelner Isomere der Ferulasäure-Dimere und -Tri-
mere erarbeitet werden. Des Weiteren besteht die Möglichkeit eine semiquantitative Sum-
menbestimmung der Ferulasäure-Dimere durchzuführen, wenn Informationen über das
Profil der einzelnen Isomere für die entsprechende Fragestellung nicht notwendig sind.
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7.1 Chemikalien




VWR GHS07 315, 319, 335 280, 305+351+338
3-(3,4-Dihydroxyphe-
nyl)propionsäure (> 98 %)
Alfa Aesar GHS07 315, 319, 335 302+352, 304+340,
305+351+338
3-(3-Hydroxyphe-
nyl)propionsäure (< 98 %)
Alfa Aesar GHS07 315, 319, 335 302+352, 304+340,
305+351+338
3-(4-Hydroxyphe-
nyl)propionsäure (< 99 %)
Alfa Aesar GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338
3,4-Dihydroxybenzaldehyd
(97 %)
Sigma-Aldrich GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338
3-Hydroxybenzaldehyd
(< 95 %)
Fluka GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338
3-Hydroxybenzoesäure
(99 %)
Alfa Aesar GHS07 302, 315, 319, 335 261, 305+351+338
3-Phenylpropionsäure
(99 %)





GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338
4-Hydroxybenzoesäure
(99 %)
Alfa Aesar GHS05, GHS07 318, 335 280,
305+351+338+310
Aceton VWR GHS02, GHS07 225, 319, 336 210, 233+403,
305+351+338








Acetylchlorid (> 99 %) Fluka GHS02, GHS05 225, 314 210, 305+351+338,
310
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Substanz (Reinheit) Hersteller GHS-Symbole H-Sätze P-Sätze
Ameisensäure Carl Roth GHS02, GHS05,
GHS06





Ammoniak-Lösung (25 %) Merck GHS05, GHS06,
GHS09




377, 381, 405, 403
Ammoniumchlorid Carl Roth GHS07 302, 319 305+351+338
Anilin Alfa Aesar GHS05, GHS06,
GHS08, GHS09
301, 311, 331, 317,







holz (> 90 %)
Sigma-Aldrich - - -
Benzaldehyd (> 99 %) Alfa Aesar GHS07 302 270




CDN isotopes GHS05, GHS08 315, 318, 372 280, 302+352,
305+351+338, 314






BSTFA Sigma Aldrich GHS02, GHS05 226, 314 280, 310,
305+351+338
Carbogen (5 % CO2) Air Liquide
S.A.
GHS03, GHS04 270, 280 244, 220, 370+376,
403
Cellulose Roth - - -
Chloroform (99,9 %) Roth GHS06, GHS08 351, 361d, 331,
302, 372, 319, 315
302+352, 314






DBD-PZ (> 99 %) Fluka GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338
Deuteriumchlorid 35 wt %
(99 %)




(99,9 Atom % D)
Deutero GmbH - - -
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Substanz (Reinheit) Hersteller GHS-Symbole H-Sätze P-Sätze
Dichlormethan stabilisiert
mit 0,2 % Ethanol
VWR GHS08 351 201, 281, 308+313
Diethylcyanophosphonat
(90 %)
Sigma-Aldrich GHS05, GHS06 300+310+330, 314 260, 264, 280, 284,
301+310, 302+350
Diethylether VWR GHS02, GHS07 224, 302, 336 210, 243, 280,
304+340+, 310
Dihydroferulasäure (97 %) Alfa Aesar GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338
Dimethylsulfoxid Carl Roth - - -
1,4-Dioxan (99,8 %) Roth GHS02, GHS07,
GHS08
225, 351, 319, 335 210, 233, 308+313,
305+351, 338,
403+235
Dipyridyldisulfid (99 %) Sigma-Aldrich GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338
Essigsäure, konzentriert
(> 99,8 %)
Carl Roth GHS02, GHS05 226, 290, 314 210, 280,
303+361+353,
305+351+338, 310
Essigsäureanhydrid (> 99 %,
zur Synthese)
Carl Roth GHS02, GHS05,
GHS07
226, 302+332, 314 210, 280,
303+361+353,
305+351+338, 310
Ethanol (99 %)mit 1 % MEK VWR GHS02 225 210, 243, 280
Ethylacetat (> 99,5 %) Roth GHS02, GHS07 225, 319, 336 210, 243, 261, 280,
305+351+338, 403,
233
Glycin Fluka - - -
[13C2]Glycin (99 %) Sigma-Aldrich - - -
n-Hexan (95 %) VWR GHS02, GHS07,
GHS08, GHS09
225, 361f, 304,
315, 336, 373, 411




Hippursäure (99 %) VWR - - -
Kupfer(I)chlorid (95 %) Roth GHS05, GHS07,
GHS09
302, 315, 318, 410 273, 280,
305+351+338,
501
Magnesiumsulfat VWR - - -
Malonsäure (< 99,5 %) Alfa Aesar GHS07 302, 319 260, 262,
305+351+338
[13C2]Malonsäure (< 99 %) Sigma-Aldrich GHS07 302, 319 260, 262,
305+351+338
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Substanz (Reinheit) Hersteller GHS-Symbole H-Sätze P-Sätze






301+311+331, 370 280, 302+352,
304+340, 310
[D4]Methanol Deutero GmbH GHS02, GHS06,
GHS08




Sigma-Aldrich GHS02, GHS05 225, 314 210, 280,
305+351+338,
310
Natriumacetat Sigma-Aldrich - - -
Natriumchlorid Roth - - -
Natriumdihydrogenphosphat
(< 99 %)
Sigma Aldrich - - -
Natriumhydrid (60 %ige
Suspension in Öl)







40 wt % (99,5 Atom % D)
Sigma-Aldrich GHS05 290, 314 280, 301+330+331,
305+351+338, 310
Natriumhydroxid-Plätzchen Carl Roth GHS05 290, 314 280, 301+330+331,
305+351+338, 310
Natriumsulfat VWR - - -






E. Merck AG GHS02 228 233
Petrolether (40–60 ◦C) VWR GHS02, GHS06,
GHS08, GHS09
225, 304, 336, 411 210, 243, 280, 273,
301+331, 304+340,
309+310
Phenylessigsäure (99 %) Sigma-Aldrich GHS07 319, 335 304+340,
305+351+338
Phosphorsäure (> 85 %) Roth GHS05 314, 290 280, 301+330+331,
305+351+338,
309+310




Substanz (Reinheit) Hersteller GHS-Symbole H-Sätze P-Sätze




Salzsäure (37 %) VWR GHS05, GHS07 314, 335 280, 301+330+331,
305+351+338, 310
Silber(I)oxid (> 99 %) Roth GHS03, GHS05,
GHS09




















Tetramethylethylendiamin Carl Roth GHS02, GHS05,
GHS07
225, 332, 302, 314 210, 280,
305+351+338,
310
Thionylchlorid (98 %) Riedel-de Haën
AG




Toluol VWR GHS02, GHS07,
GHS08






trans-Ferulasäure Sigma-Aldrich GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338




trans-o-Cumarsäure Fluka GHS06 301, 315, 319, 335 261, 301+310,
305+351+338
trans-p-Cumarsäure Sigma-Aldrich GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338
Triethylamin (99 %) Alfa Aesar GHS02, GHS05,
GHS07
225, 314, 302, 312,
332, 335
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Substanz (Reinheit) Hersteller GHS-Symbole H-Sätze P-Sätze
Triethylphosphonoacetat Fluka (99 %) GHS07 317, 315 302+352,
305+351+338
[13C]Triethylphosphonoacetat
(99 Atom % 13C)
Sigma Aldrich GHS07 317, 315 302+352,
305+351+338
Trifluoressigsäure (99 %) Sigma-Aldrich GHS05, GHS07 290, 314, 332, 412 260, 280,
303+361+353,
305+351+338
Triphenylphosphan (> 99 %) Alfa Aesar GHS07, GHS08 302, 317, 373 280, 301+312,330,
333+313
Vanillin (< 99 %) Fluka GHS07 302, 319 301+312,
305+351+338,
337+313
Vanillylalkohol (< 98 %) Sigma-Aldrich GHS07 315, 319, 335 261, 305+351+338
Wasserstoff Wasserstoff-
generator
GHS02, GHS04 220, 280 P210, P377, P381,
P403
Wasserstoffperoxid (30 %) Sigma-Aldrich GHS03, GHS05,
GHS07
271, 302, 314, 332,
335, 412
210, 220, 260, 280,
305+351+338,
370+378




Peroxidase aus Meerrettich, Typ-II, 200 U/mg Sigma-Aldrich
Sulfatase (mit Glucuronidase-
aktivität)
aus Helix pomatia, Typ H-1 Sigma-Aldrich
Driselase aus Basidomycetes, Cellulasektivi-
tät ≥ 100 U/g, Laminarinaseaktivität
≥ 10 U/g, Xylanaseaktivität ≥ 3 U/g
Sigma-Aldrich
Feruloylesterase E-FAERU aus Rumen Mikroorganismen,
600 U/mL)
Megazyme




Pumpe, Autosampler 2690 Separation Module (Waters)
Schleifenvolumen 50 µL
Säulenofen Beckman coulter
Diodenarraydetektor 996 PDA D (Waters)
Massenspektrometer Micromass Quattro Micro (Waters)
Software MassLynx 4.1 (Waters)
GC-MS-System
Gaschromatograph GC-2010 Plus (Shimadzu)
Autosampler AOC-20i Auto Injector (Shimadzu)
Kapillarsäule Rxi-5Sil MS (29,1 m, 0,25 mmID, 0,25 µm, Restek)
Massenspektrometer GC-MS QP 2010Ultra SE (Shimadzu)
Software GCMSsolution Version 2.72
HPLC-DAD-FLD-System
Communication Modul Prominence CBM-20A (Shimadzu)
Säulenofen Prominence CTO-20AC (Shimadzu)
Pumpen (3x) Prominence LC-20AT (Shimadzu)
Autosampler Prominence SIL-20AC (Shimadzu)
DAD-Detektor Prominence SPD-M20A (Shimadzu)
FLD-Detektor RF-10AXL (Shimadzu)
Software LCsolution Version 1.22 SP1
HPLC-UV-System (präparativ)
Communication Modul Prominence CBM-20A (Shimadzu)
Pumpen (2x) LC-8A (Shimadzu)
UV-Detektor Prominence SPD-20A (Shimadzu)
Software LCsolution Version 1.22 SP1
HPLC-UV-System (semipräparativ)
Pumpen (2x) AZURA P2.1L (Knauer)
Degasser Online Degasser (Knauer)
Mischkammer Dynamische Mischkammer (Knauer)
Autosampler Optimas type 820 (Spark)
Schleifenvolumen 100 µL
UV-Detektor AZURA UVD2.1L (Knauer)
Fraktionssammler Azura V2.1S (Knauer)
154 chemikalien und instrumente
NMR-Spektrometer
Gerätebezeichnung Ascend 500 MHz (Bruker)
Probenkopf CryoProbe Prodigy (Bruker)
Software Topspin 3.2
Lösungsmittel Aceton-d6 (wenn nicht anders vermerkt)
Pulsprogramme Standard-Pulsprogramme von Bruker (1H, HSQC,
HMBC, COSY, NOESY)
Flash-Chromatograph
Gerätebezeichnung Horizon flash chromatograph (Biotage)
SEC-FTIR-System
Pumpe, Autosampler Agilent Technologies 1260 Infinity
FTIR-Detektor Vertex 70 (Bruker) mit Modifikationen nach Bes-
kers et al. 2015
Software PSS WinGPC Unity / OPUS 6.5
Volumen der Messzelle 170 µL
Sephadex-Gelpermeationschromatographie
Pumpe Jasco 880-PU (Techlab)
Schleifenvolumen 10 mL
Säulenmaterial Sephadex LH-20 (GE Healthcare), 70 cm x 2,6 cm
Detektor WellChrom UV-Detector K-2600 (Knauer)




HPLC 1290 Infinity HPLC System (Agilent Technologies)
Pumpe 1290 Bin Pump G4220A mit Degasser
Autosampler 1290 Sampler G4226A
Thermostat 1290 Thermostat G1330B
Säulenofen 1290 TCC G1316C
Detektor 1290 DAD G4212A
Massenspektrometer Triple TOF 5600 (AB Sciex Instruments), Hybrid
Quadrupole-TOF LC/MS/MS mit Duo Spray Ion
Source
Standort/Durchführung Max Rubner Institut, Institut für Sicherheit und
Qualität bei Obst und Gemüse
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– Vanillin (142,8 mg, 0,92 mmol) und [13C3]Malonsäure (65 mg, 0,61 mmol) zusammen mit Pyridin
(300 µL) und Anilin (30 µL) in ein 1,5 mL-Braunglas geben.
• Für [13C2]Kaffeesäure:
– 3,4-Dihydroxybenzaldehyd (127 mg, 0,92 mmol) und [13C3]Malonsäure (65 mg, 0,61 mmol) zu-
sammen mit Pyridin (300 µL) und Anilin (30 µL) in ein 1,5 mL-Braunglas geben.
• Für [13C2]p-CS:
– 4-Hydroxybenzaldehyd (112,4 mg, 0,92 mmol) und [13C3]Malonsäure (60 mg, 0,56 mmol) zusam-
men mit Pyridin (300 µL) und Anilin (30 µL) in ein 1,5 mL-Braunglas geben.
• Für [13C2]3-Hydroxyzimtsäure:
– 3-Hydroxybenzaldehyd (56,2 mg, (0,46 mmol) und [13C3]Malonsäure (30 mg, 0,28 mmol) zusam-
men mit Pyridin (150 µL) und Anilin (15 µL) in ein 1,5 mL-Braunglas geben.
• Für [13C2]Zimtsäure:
– Benzaldehyd (97,6 mg, 0,92 mmol) und [13C3]Malonsäure (60 mg, 0,56 mmol) zusammen mit Py-
ridin (300 µL) und Anilin (30 L) in ein 1,5 mL-Braunglas geben.
• Mit N2 bedecken und bei 55 ◦C für 16 h reagieren lassen.
• Die Rohprodukte in ein größeres Gefäß überführen und mit 1 mL H2O und 0,5 mL konz. HCl ansäu-
ern.
• Mehrmals mit Ethylacetat extrahieren und Lösungsmittel trocknen.
• Rückstand in MeOH:H2O lösen und mittels präparativer HPLC aufreinigen.
• C18-Säule (Luna, 250 x 10 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: MeOH mit 0,1 % Ameisensäure, Fließmittel
B: H2O mit 0,1 % Ameisensäure, Flussrate: SI3.5mL1min, UV-Detektor: 280 nm, Gradient: 20 % A auf
45 % A in 25 min. (Ausnahme im Gradienten für [13C2]Zimtsäure: 35 % A auf 100 % B in 35 min.)
8.1.2 [13C2]Phenylpropionsäuren
• Für [13C2]Dihydroferulasäure:
– [13C2]FS (49,1 mg, 0,25 mmol) in einem Zweihalskolben in MeOH (1,5 mL) lösen und ca. 5 mg
Palladium (10 %) auf Aktivkohle zugeben.
• Für [13C2]3,4-Dihydroxyphenylpropionsäure:
– [13C2]Kaffeesäure (43,7 mg, 0,24 mmol) in einem Zweihalskolben in MeOH (1,5 mL) lösen und
ca. 5 mg Palladium (10 %) auf Aktivkohle zugeben.
• Für [13C2]4-Hydroxyphenylpropionsäure:
– [13C2]p-CS (31 mg, 0,19 mmol) in einem Zweihalskolben in MeOH (1,5 mL) lösen und ca. 5 mg
Palladium (10 %) auf Aktivkohle zugeben.
• Für [13C2]3-Hydroxyphenylpropionsäure:
– [13C2]3-Hydroxyzimtsäure (40,2 mg, 0,24 mmol) in einem Zweihalskolben in MeOH (1,5 mL)




– [13C2]Zimtsäure (22,4 mg, 0,15 mmol) in einem Zweihalskolben in MeOH (1,5 mL) lösen und ca.
5 mg Palladium (10 %) auf Aktivkohle zugeben.
• Einen mit H2 gefüllten Ballon an den Zweihalskolben anbringen und die Luft mit H2 verdrängen. 16 h
bei Raumtemperatur rühren.
• Den Katalysator durch Zentrifugieren entfernen, das Lösungsmittel trocknen.
8.1.3 [3,5-D2]4-Hydroxybenzoesäure und [2,4,6-D3]3-Hydroxybenzoesäure
• Für [D2]4-Hydroxybenzoesäure:
– 4-Hydroxybenzoesäure (100 mg, 0,73 mmol) mit D2O (745 µL) und DCl (124 µL, 35 Gew %) in ein
druckstabiles 1,5 mL-Glasgefäß geben.
• Für [D3]3-Hydroxybenzoesäure:
– 3-Hydroxybenzoesäure (100 mg, 0,73 mmol) mit D2O (745 µL) und DCl (124 µL, 35 Gew %) in ein
druckstabiles 1,5 mL-Glasgefäß geben.
• Die Lösungen bei 100 ◦C für 48 h rühren.
• Die Lösungen auf 0 ◦C abkühlen und die Kristalle durch Zentrifugieren isolieren und mit kaltem
Wasser waschen und gefriertrocknen.
• Für eine quantitative Umsetzung den Austausch ein- bis zweimal wiederholen.
8.1.4 [7,7-D2]Phenylessigsäure
• Phenylessigsäure (400 mg, 2,34 mmol), D2O (884 µL) und NaOD (294 µL, 40 Gew %) in ein druckstabi-
les 1,5 mL-Glasgefäß geben.
• Die Suspension mit N2 bedecken, dann über Nacht bei 100 ◦C rühren.
• Die Lösung auf Raumtemperatur abkühlen, mit konz. HCl (130 µL) ansäuern, mit Ethylacetat extra-
hieren und trocknen.
• Für eine quantitative Umsetzung den Austausch zweimal wiederholen.
8.1.5 [13C2]Hippursäure
• [13C2]Glycin (100 mg, 1,27 mmol) in Natronlauge (2 mL, 2 M) lösen.
• Die Lösung auf 0 ◦C abkühlen und unter Rühren Benzoylchlorid (186 µL, 1,62 mmol) tropfenweise
zugeben.
• Nach 2 h Reaktionszeit bei 0 ◦C die Lösung mit konz. HCl auf pH 1 ansäuern und die Kristalle im
Vakuum abfiltrieren.
• Zu den getrockneten Kristallen Toluol (20 mL) geben, worin sich das Nebenprodukt Benzoesäure löst.
• Die Suspension vakuumfiltrieren und die gewonnen Kristalle in H2O umkristallisieren.
8.1.6 3-Hydroxyhippursäure und [13C2]3-Hydroxyhippursäure
• 3-Hydroxybenzoesäure (100 mg, 0,73 mmol), N,O-Bis(trimethylsilyl)trifluoroacetamid (BSTFA) (1 mL,
0,96 g, 3,73 mmol) und Triethylamin (100 µL, 73 mg, 0,72 mmol) in ein 1,5 mL-Glasgefäß geben.
• Die Lösung bei 60 ◦C für 16 h reagieren lassen.
• Das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernen und den Rückstand anschließend gefriertrock-
nen.
• Aceton (500 µL) zum öligen Rückstand geben und die Lösung auf 0 ◦C abkühlen.
• Thionylchlorid (52,6 µL, 86,3 mg, 0,73 mmol) langsam zutropfen und das Gemisch für 2 h rühren.
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• Das Lösungsmittel unter N2 entfernen und den Rückstand in Toluol (400 µL) mit Ultraschall suspen-
dieren.
• Für 3-Hydroxyhippursäure:
– Die Suspension tropfenweise bei 0 ◦C zu einer Glycin-Lösung (54,4 mg, 0,73 mmol) in NaOH
(500 µL, 2 M) geben.
• Für [13C2]3-Hydroxyhippursäure:
– Die Suspension tropfenweise bei 0 ◦C zu einer [13C2]Glycin-Lösung (55,8 mg, 0,73 mmol) in
NaOH (500 µL, 2 M) geben.
• Das Gemisch für 1 h bei 0 ◦C und für weitere 4 h bei Raumtemperatur rühren.
• Das organische Phase unter N2 entfernen, die wässrige Phase mit konz. HCl auf pH 1 ansäuern und
mit Ethylacetat extrahieren.
• Das Lösungsmittel entfernen und den Rückstand in Essigsäure:H2O:ACN (3:1:1, 2,5 mL) bei 60 ◦C für
16 h rühren.
• Das Lösungsmittel entfernen, den Rückstand in ACN:H2O (1:1) lösen und mittels präparativer HPLC
aufreinigen.
• C18-Säule (Luna, 250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: ACN, Fließmittel B: H2O mit 0,1 % Amei-
sensäure, Flussrate: 8 mL/min, UV-Detektor: 288 nm, Gradient: 10 % A auf 20 % A in 15 min.
8.2 Bestimmung von Ferulasäure und Ferulasäure-Metaboliten
in Milch
8.2.1 Probenvorbereitung nach QuEChERS
• Die Milchprobe gut schütteln und 15 g in ein 50 mL-Zentrifugenröhrchen einwiegen.
• Interne Standardsubstanzen (gelöst in 100 µL MeOH:H2O, 1:1) zugeben und 20 min equilibrieren las-
sen.
• Für freie und konjugierte Analyten:
– HCl (600 µL, 1 M) zugeben und schütteln, dann Sulfatase (aus Helix Pomatia, Typ H-1, 100 U)
gelöst in Acetatpuffer (500 µL, pH 4,9) zugeben und schütteln.
– Bei 38 ◦C für 18 h inkubieren, dann HCl (2,1 mL, 1 M) zugeben und schütteln.
• Für freie Analyten:
– HCl (2,7 mL, 1 M) zugeben und schütteln.
• ACN (10 mL) zugeben und schütteln.
• MgSO4 (7,5 g) und NaCl (2 g) zugeben und 3 x 30 s vortexen.
• Die Probe zentrifugieren (5 min, 4000 rcf).
• Die organische Phase (ca. 8 mL) in ein 15 mL-Zentrifugenröhrchen pipettieren.
• MgSO4 (2 g) zugeben und 3 x 30 s vortexen.
• Die Probe zentrifugieren (5 min, 4000 rcf).
• Die organische Phase (ca. 5 mL) in ein 15 mL-Zentrifugenröhrchen pipettieren.
• Das Lösungsmittel im Evaporator bei 45 ◦C in ca. 3,5 h entfernen.
• MeOH:H2O:HCl (250:50:1, 301 µL) zugeben und 5 min sonifizieren.
• Die Lösung zentrifugieren (2 min, 4000 rcf) und die obere Phase unverdünnt und als 1/100-Verdün-
nung für die LC-MS/MS-Messung verwenden
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8.2.2 LC-MS/MS-Messung
• Anlage: LC-MS (Kapitel 7.3).
• Säule: Phenyl-Hexyl (Phenomenex, Kinetex, 150 x 4,6 mm, 2,6 µm, 100 Å).
• Fließmittel A: Wasser mit 0,01 % Ameisensäure, Fließmittel B: MeOH mit 0,01 % Ameisensäure, Fließ-
mittel C: ACN mit 0,01 % Ameisensäure.
• Ofentemperatur: 24 ◦C.
• Flussrate: 0,5 mL/min.
• Gradient: 95 % A, 5 % B auf 83 % A, 17 % B in 10 min, 10 min halten, auf 87 % A, 13 % C in 1 min, 12 min
halten, auf 75 % A, 25 % B in 1 min, 12 min halten, auf 100 % B in 10 min. Spül- und Equilibrier-Schritte.
• Injektionsvolumen: 20 µL.
• MS-Parameter: Tabelle 3 und 12.
Tabelle 12: Parameter der massenspektrometrischen Detektion zur Bestimmung von Ferulasäure
und Ferulasäure-Metaboliten
Capillary 3,4 kV LM Resolution 1 15
Cone variabel HM Resolution 1 15
Extractor 3 V Ion Energy 1 0,8
RF Lens 0,1 V Entrance -1
Source Temp. 120 °C Collision variabel
Desolvation Temp. 350 °C Exit 1
Gas Flow Desolvation 750 L/h LM Resolution 2 15
Gas Flow Cone 50 L/h HM Resolution 2 15
Ion Energy 2 1
Collision Gas Pirani  6*10^-3 mbar Multiplier 650
Electrospray + Source Analyser
8.3 Synthesen von Oligoferulasäuren
8.3.1 Synthese von [9-13C]Ferulasäure
Vanillinacetat
• Vanillin (3 g, 19,74 mmol) und Pyridin (5 mL) in einen 50 mL-Rundkolben geben.
• Abkühlen auf 0 ◦C und unter Rühren Essigsäureanhydrid (20 mL) zutropfen.
• Langsam auf Raumtemperatur erwärmen und 6 h rühren.
• Lösung in vier Pyrexgläser aufteilen und jeweils 10 mL CHCl3 zugeben.
• Mit H2O (4 x 5 mL) waschen, Lösungsmittel unter N2 abblasen und gefriertrocknen.
• Zurück bleiben 3,75 g Vanillinacetat (19,33 mmol, 98 % Ausbeute).
[9-13C]Ferulasäure
• In drei Ansätzen jeweils NaH (60 % Dispersion in Öl, 190 mg, 4,75 mmol) in THF (20 mL, wasserfrei)
lösen und auf −20 ◦C abkühlen.
• Unter Rühren [1-13C]Triethylphosphonoacetat (1 g, 885 µL, 4,46 mmol) langsam zutropfen, wodurch
eine gelb-weiße Trübung entsteht.
• Langsam auf Raumtemperatur erwärmen lassen, wodurch die Lösung gelb und klar wird und weitere
30 min bei Raumtemperatur rühren.
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• Lösung auf −20 ◦C abkühlen und Vanillinacetat (970 mg, 5 mmol, gelöst in 2 mL THF) langsam zutrop-
fen.
• Lösung langsam auf Raumtemperatur erwärmen und weitere 2 h rühren.
• Lösungsmittel mittels Rotationsverdampfer entfernen, NaOH-Lösung (30 mL, 2 M) zugeben und bei
50 ◦C über Nacht rühren.
• Lösung in vier Pyrexgläser aufteilen, mit Ethylacetat (3 x 10 mL) extrahieren und Lösungsmittel ent-
fernen. Zurück bleiben 0,89 g, 1,16 g und 1,16 g Rohprodukt.
• Die drei Ansätze in jeweils 4 mL Ethylacetat lösen und mit NaHCO3 (3 x 3 mL, 5 % wässrige Lösung)
extrahieren.
• Die Extrakte mit Ethylacetat (3 x 3 mL) waschen, die Ethylacetat-Fraktion verwerfen.
• Die wässrige Fraktion vorsichtig mit konz. HCl auf pH 1 ansäuern, zwischendurch vorsichtig sonifi-
zieren.
• Die Lösung mit Ethylacetat (3 x 4 mL) extrahieren und das Lösungsmittel trocknen.
• Zurück bleiben 2,42 g [9-13C]FS (11,43 mmol, 85,4 % Ausbeute).
8.3.2 Synthese von Ethylferulat und [9-13C]Ethylferulat
• Für Ethylferulat:
– FS (2 g, 10,3 mmol) in Ethanol (20 mL) lösen, unter Rühren Acetylchlorid (SI2.5mL, 2,75 g, 35 mmol)
zutropfen und Lösung über Nacht bei Raumtemperatur rühren lassen.
• Für [13C]Ethylferulat:
– [13C]FS (2 g, 8,97 mmol) in Ethanol (20 mL) lösen, unter Rühren Acetylchlorid (1 mL, 1,1 g,
14,1 mmol) zutropfen und Lösung über Nacht bei Raumtemperatur rühren lassen.
• Lösungsmittel mittels Rotationsverdampfer entfernen und mehrmals mit Ethanol (3 x 10 mL) spülen,
um HCl auszutreiben.
• Zur quantitativen Umsetzung die Reaktion ein- bis zweimal wiederholen.
• Für Ethylferulat:
– Zurück bleiben 2,23 g Ethylferulat (10 mmol, 97 % Ausbeute) als dunkelbraunes Öl, das über
Nacht bei −20 ◦C oder durch Zugabe eines Ethylferulat-Kristalls auskristallisiert werden kann.
• Für [13C]Ethylferulat:
– Zurück bleiben 2,18 g [13C]Ethylferulat (9,8 mmol, 86 % Ausbeute) als dunkelbraunes Öl.
8.3.3 Synthese von 5-5-Dehydrodiferulasäure und [13C2]5-5-Dehydrodiferulasäu-
re
• Vanillin (500 mg, 3,29 mmol) in Citratpuffer (75 mL, 0,1 M, pH 4,25) lösen und auf 37 ◦C erwärmen.
• Wasserstoffperoxid (30 %, 200 µL) zugeben.
• Meerrettichperoxidase Typ I (1,8 mg) in 1 mL Citratpuffer (30 mL, 0,1 M, pH 4,25) lösen und zum
Reaktionsansatz geben.
• Nach 1 h Reaktionszeit bei 37 ◦C unter Rühren den Niederschlag (5-5-Dehydrodivanillin) unter Vaku-
um filtrieren und trocknen.
• Für 5-5-DFS:
– 5-5-Dehydrodivanillin (100 mg, 0,33 mmol) und Malonsäure (150 mg, 1,44 mmol) in ein 1,5 mL-
Braunglas geben. Pyridin (200 µL) und Anilin (10 µL) zugeben, mit N2 bedecken und bei Raum-




– 5-5-Dehydrodivanillin (76,6 mg, 0,25 mmol) und Malonsäure (107,2 mg, 1,01 mmol) in ein 1,5 mL-
Braunglas geben. Pyridin (400 µL) und Anilin (20 µL) zugeben, mit N2 bedecken und bei Raum-
temperatur für 14 Tage rühren.
• Die Lösung in ein größeres Gefäß überführen und mit 2 mL H2O und 1 mL konz. HCl ansäuern.
• Mehrmals mit Ethylacetat extrahieren und Lösungsmittel entfernen.
• Rückstand in Ethanol unter Erwärmen lösen und mittels präparativer HPLC aufreinigen.
• C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: ACN:1 mM TFA (9:1), Fließmittel B: 1 mM TFA,
Flussrate: 8 mL/min, UV-Detektor: 320 nm, Gradient: 20 % A auf 52 % A in 19 min. 5-5-DFS (61,4 mg,
0,16 mmol) bzw. [13C2]5-5-DFS (29 mg, 0,075 mmol) eluiert nach ca. 16–17 min.
8.3.4 Synthese der internen Standardsubstanz 5-5(methyl)-Dehydrodiferulasäu-
re
Nach Zeller und Schatz (2015)
• Die Synthese von 5-5-Dehydrodivanillin wie in Kapitel ?? beschrieben in 5-fachem Ansatz durchfüh-
ren.
• 5-5-Dehydrodivanillin (ca. 2,5 g, 8,3 mmol) mit 95 mL THF und KOH (0,55 g, 9,8 mmol) in einen 250 mL-
Rundkolben geben.
• Unter Rückfluss zum Sieden erhitzen, 5-5-Dehydrodivanillin muss vollständig gelöst sein.
• ICH3 (1,5 mL, 10,7 mmol) in 5 mL THF lösen und tropfenweise zugeben.
• Für ca. 91 h unter Rückfluss rühren.
• Das Reaktionsgemisch auf 400 g Eis + 5 mL konz. HCl geben, warten bis das Eis geschmolzen ist.
• Den Rückstand im Vakuum abfiltrieren, Eluat verwerfen.
• Den Rückstand für 8 h mittels Soxhlet mit CHCl3 extrahieren. Der Rückstand (5-5-Dehydrodivanillin)
kann erneut mit ICH3 umgesetzt werden.
• Den Extrakt trocknen, bei Bedarf mit Aceton umkristallisieren.
• Das 5-5(me)-Dehydrodivanillin-Rohprodukt (ca. 100 mg) in einem 4,5 mL-Schraubdeckelgläschen mit
Malonsäure (200 mg), 800 µL Pyridin und 16 µL Anilin versetzen und bei Raumtemperatur für 13 Tage
rühren.
• Die Lösung in ein größeres Gefäß überführen und mit 4 mL H2O und 2 ml konz. HCl ansäuern.
• Mehrmals mit Ethylacetat extrahieren und Lösungsmittel entfernen.
• Den Rückstand in THF:H2O unter Erwärmen lösen und mittels präparativer HPLC aufreinigen.
• C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: MeOH, Fließmittel B: 0,1 % Ameisensäure, Fluss-
rate: 8 mL/min, UV-Detektor: 320 nm, Gradient: 40 % A auf 60 % A in 28 min. 5-5(me)-DFS (63,3 mg)
eluiert nach 24–25 min.
8.3.5 Synthese von 4-O-5-Dehydrodiferulasäure und [13C2]4-O-5-Dehydrodiferu-
lasäure
• In sechs 8 mL-Braungläsern je 154 mg Vanillylalkohol (1 mmol) mit Aceton (5 mL) lösen und Ag2O
(347 mg, 1,5 mmol) zugeben.
• Reaktion unter Rühren bei Raumtemperatur nach 45 min durch Vakuumfiltration über Celite stoppen.
• Lösung einengen und Rückstand in 2 mL Ethylacetat lösen.
• Fraktionierung mittels Flash-Chromatographie.
• Säule: Einwegkartusche Si60 (30 g, 15–40 µm), Schleifenvolumen: 2,5 mL, Fließmittel A: Petrolether,
Fließmittel B: Ethylacetat, Druck: 1 bar, Flussrate: ca. 70 mL/min, Gradient: 20 % B auf 50 % B innerhalb
von 864 mL, 48 Gläschen mit je 18 mL.
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• Fraktion 1: Vanillin, Fraktion 2: hauptsächlich 4-O-5-Dehydrodivanillin, wenig 5-5-Dehydrodivanillin,
Vanillin und Trimere, Fraktion 3: hauptsächlich Vanillylalkohol-Vanillin-Dimer, wenig 5-5-Dehydrodivanillin,
4-O-5-Dehydrodivanillin und Trimere, Fraktion 4: Trimere.
• Fraktion 2 und 3 trocknen, in ACN lösen und mittels präparativer HPLC aufreinigen.
• C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: ACN, Fließmittel B: H2O, Flussrate: 8 mL/min,
UV-Detektor: 300 nm, Gradient: 25 % A auf 60 % A in 24 min, 4-O-5-Dehydrodivanillin (45,5 mg, ölig)
eluiert nach ca. 19 min, Vanillylalkohol-Vanillin-Dimer (37 mg, ölig) eluiert nach 13 min.
• Vanillylalkohol-Vanillin-Dimer (37 mg, 0,12 mmol) und 2,3-Dichlor-5,6-dicyano-1,4-benzochinon (27,7 mg,
0,12 mmol) in 2 mL THF lösen und mit N2 bedeckt bei Raumtemperatur über Nacht rühren.
• Reaktionsprodukte trocknen, in MeOH:H2O (1:1) lösen und mittels präparativer HPLC wie oben be-
schrieben aufreinigen.
• Für 4-O-5-DFS:
– 4-O-5-Dehydrodivanillin (50 mg, 0,17 mmol), Malonsäure (68,9 mg, 0,66 mmol), Pyridin (200 µl)
und Anilin (10 µl) in ein 1,5 mL-Braunglas geben, mit N2 bedecken und bei Raumtemperatur für
34 Tage rühren.
• Für [13C2]4-O-5-DFS:
– 4-O-5-Dehydrodivanillin (23,3 mg, 0,08 mmol), [1, 3-13C2]Malonsäure (32,7 mg, 0,31 mmol), Pyri-
din (200 µL) und Anilin (10 µL) in ein 1,5 mL-Braunglas geben, mit N2 bedecken und bei Raum-
temperatur für 34 Tage rühren.
• Die Rohprodukte in ein größeres Gefäß überführen und mit 1 mL H2O und 0,5 mL konz. HCl ansäu-
ern.
• Mehrmals mit Ethylacetat extrahieren und Lösungsmittel trocknen.
• Rückstand in MeOH:H2O lösen und mittels präparativer HPLC aufreinigen.
• C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: ACN:MeOH (9:1) mit 0,01 % Ameisensäure, Fließ-
mittel B: H2O mit 0,01 % Ameisensäure, Flussrate: 8 mL/min, UV-Detektor: 320 nm, Gradient: 35 % A
auf 41 % A in 12 min. 4-O-5-DFS (9,9 mg) bzw. [13C2]4-O-5-DFS (7,1 mg) eluiert nach ca. 11–12 min.
8.3.6 Synthese von Dehydridi-, -tri- und -tetraferulasäuren mittels Cu[Tetrame-
thylethylendiamin]-Komplex
• In einen 200 mL-Zweihalskolben ACN (60 mL), CuCl (40 mg, 0,4 mmol) und TEMED (60 µL, 46,2 mg,
0,4 mmol) geben und 5 min bei Raumtemperatur rühren lassen.
• Ethylferulat (888 mg, 4 mmol, Kapitel 8.3.2) zugeben und einen mit Carbogen gefüllten Ballon am
Zweihalskolben befestigen, mit dem eine Sauerstoffatmosphäre erzeugt wird.
• Bei Raumtemperatur für 4 h rühren.
• Die Reaktion durch Zugabe von Salzsäure (24 mL, 1 M) stoppen.
• Den Anteil an organischem Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernen, die wässrige Lösung
in vier Pyrexgläser aufteilen, mit Ethylacetat (3 x 10 mL) extrahieren.
• Die Ethylacetat-Fraktion mit saurer NH4Cl-Lösung (0,5 mL 1 M HCl + 5 mL gesättigte NH4Cl-Lösung)
waschen.
• Wasser mit MgSO4 aus der organischen Fraktion entfernen und das Lösungsmittel auf 2 mL einengen.
• Petrolether (0,5 mL) zugeben und mit Wärme im Ultraschallbad lösen.
• Fraktionierung mittels Flash-Chromatographie.
• Säule: Einwegkartusche Si60 (30 g, 15–40 µm), Schleifenvolumen: 2,5 mL, Fließmittel A: Petrolether,
Fließmittel B: Ethylacetat, Druck: 1 bar, Flussrate: ca. 70 mL/min, Gradient: 30 % B auf 60 % B innerhalb
von 1065 mL. Die ersten 201 mL gemeinsam auffangen, dann 48 Gläschen mit je 18 mL sammeln und
anschließend mit 100 % Ethylacetat (400 mL) die letzte Fraktion eluieren.
• Fraktion 1: Ethylferulat, Fraktion 2: Ester von 8-5(c)-DFS und 8-O-4-DFS, Fraktion 3: Ester von 8-8(c)-
DFS, 8-8(nc)-DFS, 8-O-4/8-5(c)-TriFS, 8-O-4/8-O-4-TriFS und weitere, Fraktion 4: komplexes Gemisch
aus 5-5-DFS, 8-8(c)-DFS, 8-8(nc), 5-5/8-O-4-TriFS, weitere TriFS und TetraFS.
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• Aufreinigung von Fraktion 2 :
– mehrmals in wenig Ethylacetat:Petrolether (1:2, v/v) umkristallisieren, wobei der 8-5(c)-DFS-
Ethylester ausfällt und 8-O-4-DFS-Ethylester (verunreinigt mit 8-5(c)-DFS-Ethylester) in Lösung
bleibt.
– Lösungsmittel von beiden Unterfraktionen entfernen und mit NaOH (20 mL, 2 M) bei Raumtem-
peratur über Nacht verseifen.
– Die Unterfraktionen mit konz. HCl auf pH 1 bringen, dann mit Ethylacetat (3 x 5 mL) extrahieren
und das Lösungsmittel trocknen.
– Die verseiften Produkte in wenig THF:H2O (1:1) lösen und mittels präparativer HPLC aufreini-
gen.
– C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: ACN:MeOH (9:1) mit 0,01 % Ameisensäure,
Fließmittel B: H2O mit 0,01 % Ameisensäure, Flussrate: 8 mL/min, UV-Detektor: 320 nm, Gra-
dient: 20 % A auf 37 % A in 17 min, 5 min halten, auf 45 % A in 8 min, auf 55 % A in 5 min.
8-5(nc)-DFS eluiert nach ca. 16 min, 8-O-4-DFS eluiert nach ca. 22 min, 8-5(c)-DFS eluiert nach ca.
23 min, 8-5(dc)-DFS eluiert nach ca. 33 min.
– Das Lösungsmittel von 8-5(c)-DFS immer sofort nach dem Auffangen evaporieren, da die Säure
zu Ringöffnung führen kann.
• Aufreinigung von Fraktion 3:
– Lösungsmittel entfernen und mit NaOH (20 mL, 2 M) bei Raumtemperatur über Nacht verseifen.
– Mit konz. HCl auf pH 1 bringen, dann mit Ethylacetat (3 x 5 mL) extrahieren und das Lösungs-
mittel trocknen.
– Die verseiften Produkte in wenig THF:H2O (1:1) lösen und mittels präparativer HPLC aufreini-
gen.
– C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: ACN:MeOH (9:1) mit 0,01 % Ameisensäure,
Fließmittel B: H2O mit 0,01 % Ameisensäure, Flussrate: 8 mL/min, UV-Detektor: 320 nm, Gra-
dient: 15 % A auf 27,5 % A in 25 min, auf 45 % A in 20 min. 8-8(c)-DFS coeluiert mit FS nach
24 min, 8-8(nc)-DFS eluiert nach 26 min, 8-O-4/8-5(nc)-TriFS eluiert nach 33 min, 8-O-4/8-O-4-
TriFS eluiert nach 45 min, 8-O-4/8-5(c) eluiert nach 45,5 min.
– 8-8(c)-DFS mittels präparativer HPLC aufreinigen.
– C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: MeOH mit 0,01 % Ameisensäure, Fließmittel
B: H2O mit 0,01 % Ameisensäure, Flussrate: 8 mL/min, UV-Detektor: 320 nm, Gradient: 25 % A
auf 50 % A in 20 min. 8-8(c)-DFS eluiert nach 18 min, FS eluiert nach 21 min.
• Aufreinigung von Fraktion 4 nach Bunzel et al. (2004):
– Die Säule (Kapitel 7.3) mit MeOH:0,5 mM TFA (5:95) äquilibrieren. Darauf achten, dass etwa
1 cm Platz zwischen Stempel und Säulenmaterial ist.
– Fraktion 4 in MeOH:H2O (1:1, 10 mL) lösen, auf die Säule geben und in 3 Schritten eluieren.
– Schritt 1: Fließmittel: MeOH:0,5 mM TFA (5:95), Flussrate: 1,5 mL/min, Laufzeit: 73 h, UV-Detektor:
320 nm.
– Schritt 2: Fließmittel: MeOH:0,5 mM TFA (50:50), Flussrate: 1,0 mL/min, Laufzeit: 53 h, UV-
Detektor: 360 nm.
– Schritt 3: Fließmittel: MeOH:0,5 mM TFA (60:40), Flussrate: 1,0 mL/min, Laufzeit: 64 h (eventuell
länger), UV-Detektor: 360 nm.
– Fraktionen mittels präparativer HPLC aufreinigen.
LC-MS-Methode zum qualitativen Nachweis von Dehydrotri- und Tetraferulasäuren
• Anlage: LC-DAD-MS (Kapitel 7.3); Injektionsvolumen: 20 µL, Ofentemperatur: 22 ◦C
• Phenyl-Hexyl-Säule (150 x 4,6 mm, 2,6 µm, 100 Å), Fließmittel A: H2O mit 0,01 % Ameisensäure, Fließ-
mittel B: MeOH mit 0,1 % Ameisensäure, Flussrate: 0,5 mL/min, Gradient: 30 % B auf 80 % B in 59 min.
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8.3.7 Enzymatische Synthese von 8-8(Tetrahydrofuran)-Dehydrodiferulasäuren
und weiteren Ferulasäure-Dimeren
• Ethylferulat (4 x 250 mg, 4,5 mmol, Kapitel 8.3.2) in vier 250 mL-Erlenmeyerkolben geben.
• Phosphatpuffer (4 x 250 mL, 0,1 M, pH 2,5) in die Erlenmeyerkolben geben und unter kräftigem Rühren
auf 60 ◦C erwärmen.
• Die Lösungen auf 38 ◦C abkühlen lassen, dann Meerrettichperoxidase (Typ II, gelöst in H2O, 9 x 125 µL,
16,7 mg/mL) und H2O2 (5 x 25 µL, 30 %, insgesamt 4,9 mmol) portionsweise über einen Zeitraum von
4 h zugeben.
• Die Ansätze vereinen und am Rotationsverdampfer auf ca. 100 mL einengen.
• Mit Ethylacetat (3 x 50 mL) extrahieren und das Lösungsmittel auf ca. 1,5 mL einengen.
• Fraktionierung mittels Flash-Chromatographie.
• Säule: Einwegkartusche Si60 (30 g, 15–40 µm), Schleifenvolumen: 2,5 mL, Fließmittel A: Petrolether,
Fließmittel B: Ethylacetat, Druck: 1 bar, Flussrate: ca. 70 mL/min, Gradient: 30 % B auf 60 % B innerhalb
von 1065 mL, die ersten 201 mL verworfen, dann 48 Gläschen mit je 18 mL.
• Fraktion 1: Ethylferulat, Fraktion 2: Ester von 8-5(c)-DFS und 8-O-4-DFS, Fraktion 3: Ester von 8-8(c)-
DFS, 8-8(nc)-DFS, 8-8(THF)-DFS.
• Aufreinigung von Fraktion 2 wie in Kapitel 8.3.6 beschrieben.
• Aufreinigung von Fraktion 3:
– Lösungsmittel entfernen und mit NaOH (50 mL, 2 M) bei Raumtemperatur über Nacht verseifen.
– Mit konz. HCl auf pH 1 bringen, dann mit Ethylacetat (3 x 20 mL) extrahieren und das Lösungs-
mittel entfernen.
– Die verseiften Produkte in wenig THF:H2O (1:1) lösen und mittels präparativer HPLC aufreini-
gen.
– C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: MeOH mit 0,01 % Ameisensäure, Fließmittel
B: H2O mit 0,01 % Ameisensäure, Flussrate: 8 mL/min, UV-Detektor: 280 nm, Gradient: 30 % A
auf 43 % A in 30 min. trans-trans-trans-8-8(THF)-DFS eluiert nach 21 min, trans-cis-trans-8-8(THF)-
FS eluiert nach 23–24 min, cis-trans-trans-8-8(THF)-DFS eluiert nach 29 min, 8-8(c)-DFS eluiert im
Spülschritt.
– trans-cis-trans-8-8(THF)DFS in wenig THF:H2O (1:1) lösen und mittels semipräparativer HPLC
(Knauer) aufreinigen.
– C18-Säule (Kinetex, 150 x 4,6 mm, 2,6 µm, 100 Å), Fließmittel A: H2O mit 0.1% Ameisensäure,
Fließmittel B: MeOH, Flussrate: 0,7 mL/min, UV-Detektor: 280 nm, Ofentemperatur: 23 ◦C, Gra-
dient: 20 % B auf 37 % B in 29 min. trans-cis-trans-8-8(THF)-DFS eluiert nach 27 min.
GC-MS-Methode zur qualitativen Untersuchung der Reaktionsprodukte
• Probe trocknen und in 100 µL BSTFA:Pyridin (3:2) lösen.
• Mindestens 30 min bei 60 ◦C derivatisieren.
• Anlage: GC-MS (Kapitel 7.3); Injektionsvolumen: 1 µL; Port Temperatur: 300 ◦C; Splitrate: 10:1; Tempe-
raturgradient: 150 ◦C, 1 min halten, mit 3 ◦C/min auf 250 ◦C, mit 30 ◦C/min auf 300 ◦C, 25 min halten,
Gas: Helium (40 cm/s), Interface Temperatur: 300 ◦C, Ionenquellentemperatur 300 ◦C; Ionisierungs-
energie: 70 eV, TIC: m/z 180–700; Scan Zeit: 0,3 s.
LC-MS-Methode zum qualitativen Nachweis von 8-8(THF)-DFS in Pflanzenproben
• Anlage: LC-DAD-MS (Kapitel 7.3); Injektionsvolumen: 20 µL
• C18-Säule (150 x 4,6 mm, 2,6 µm, 100 Å), Fließmittel A: H2O mit 0,01 % Ameisensäure, Fließmittel
B: MeOH mit 0,1 % Ameisensäure, Flussrate: 0,5 mL/min, Gradient: 20 % B auf 40 % B in 29 min.
Trans-trans-trans-8-8(THF)-DFS eluiert nach 24 min, trans-cis-trans-8-8(THF)-DFS eluiert nach 26,4 min,
cis-trans-trans-8-8(THF)-DFS eluiert nach 30,2 min.
164 arbeitsvorschriften
8.3.8 Synthese von Ferulasäure-Derivaten zur Photodimerisierung
o- und p-Nitrophenyl-FS
Durchgeführt von Hau (2016) nach Hegde et al. (2009).
• p-Nitrophenol bzw. o-Nitrophenol (160 mg) in 2 mL Dioxan lösen.
• Tropfenweise FS (230 mg, gelöst in 2 mL Dioxan) zugeben.
• Pyridin (200 µL) und Triethylamin (200 µL) zugeben und 10 min rühren.
• Dicyclohexylcarbodiimid (236 mg) zugeben und unter Stickstoffatmosphäre bei Raumtemperatur über
Nacht rühren.
• Reaktionsgemisch filtrieren und das Filtrat mittels präparativer HPLC aufreinigen:
• C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: ACN mit 0,1 % Ameisensäure, Fließmittel B: H2O
mit 0,1 % Ameisensäure, Flussrate: 8 mL/min, UV-Detektor: 320 nm, Gradient: 50 % A auf 65 % A in
15 min.
FS-Tosylat und FS-Ethylestertosylat
Durchgeführt von Hau (2016) nach Purushotham Reddy et al. (2014).
• Etwa 100 mg FS bzw. FS-Ethylester (Kapitel 8.3.2) in 1,1 mL Dichlormethan lösen und auf 0 ◦C abküh-
len.
• Triethylamin (67 µL, 49 mg) und Toluolsulfonsäurechlorid (85 mg) zugeben.
• Für 2 h bei Raumtemperatur rühren.
• Mit Salzsäure (444 µL, 1 M) waschen.
• Sukzessive mit gesättigter NaHCO3-Lösung, NaCl-Lösung und H2O waschen.
• Die Lösung unter N2 trocknen.
• Den Rückstand in THF:H2O (1:1) lösen und mittels präparativer HPLC aufreinigen:
• C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: ACN mit 0,1 % Ameisensäure, Fließmittel B: H2O
mit 0,1 % Ameisensäure, Flussrate: 8 mL/min, UV-Detektor: 320 nm, Gradient: 30 % A auf 100 % A in
40 min.
Bis(trimethylsilyl)-Ferulasäure
Durchgeführt von Hau (2016).
• FS (198,5 mg) mit 550 mL BSTFA versetzen.
• Bei 60 ◦C für 1 h reagieren lassen.
• Mittels Rotationsverdampfer trocknen, anschließend über Nacht gefriertrocknen.
FS-Acetat
Durchgeführt von Hau (2016) nach Yang et al. (2011).
• FS (194 mg, 1 mmol) in Pyridin (0,5 mL) lösen.
• Abkühlen auf 0 ◦C und unter Rühren Essigsäureanhydrid (1 mL) zutropfen.
• Langsam auf Raumtemperatur erwärmen und 3 h rühren.
• Lösung mit CHCl3 (3 x 5 mL) extrahiere.
• Den Extrakt mit H2O (4 x 5 mL) waschen, das Lösungsmittel unter N2 entfernen.
• Den Rückstand mittels präparativer HPLC aufreinigen:
• C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: ACN mit 0,1 % Ameisensäure, Fließmittel B: H2O
mit 0,1 % Ameisensäure, Flussrate: 8 mL/min, UV-Detektor: 320 nm, Gradient: 50 % A auf 65 % A in
15 min.
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FS-Ethylester
• in Kapiel 8.3.2 beschrieben.
Feruloyl-β-d-glucose und FS-Amid
Durchgeführt nach Shimotori et al. (2012) und Gokhale (2011).
• FS (1,94 g, 10 mmol) in ACN (25 mL) und Diisopropylethylamin (2,6 mL, 15 mmol) lösen. Molekular-
sieb (3 Å) zugeben.
• 2,3,4,6-Tetra-O-acetyl-β-d-glucopyranosylbromid (4,11 g, 10 mmol) zugeben und 24 h rühren.
• Den Molekularsieb und Lösungsmittel entfernen.
• Den Rückstand in Ethylacetat lösen und mit NaHCO3 waschen.
• Ethylacetat mittels Rotationsverdampfer entfernen.
• Den öligen Rückstand mit Ethanol (50 mL) und wässriger NH3-Lösung (25 %ig, 25 mL) versetzen und
für 5 h bei Raumtemperatur rühren.
• Ethanol mittels Rotationsverdampfer entfernen und den Rückstand mit verdünnter Salzsäure (1 M)
auf pH < 2 bringen.
• Lösung mit Ethylether waschen, um FS zu entfernen. Zurück bleibt ein Gemisch aus Feruloyl-β-d-
glucose, FS-Amid und geringen Mengen unbekannter Verbindungen.
• Ein Aliquot davon entnehmen und mittels präparativer HPLC aufreinigen.
• C18-Säule (250 x 10 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: MeOH, Fließmittel B: H2O, Flussrate: 5 mL/min,
UV-Detektor: 320 nm, Gradient: 6 % A auf 35 % A in 20 min. FS-Amid eluiert nach 13–13,4 min, Feru-
loylglucose eluiert nach 13,4–13,8 min.
8.3.9 Photodimerisierung von Ferulasäure
Ferulasäure-Cyclobutandimer
• FS (500 mg, 2,58 mmol) in wenig MeOH lösen, in eine Kristallisierschale geben und trocknen, sodass
eine dünne Kristallschicht entsteht.
• Mit Licht (Osram 64575 Halogendauerlicht, 1000 W) für 190 h bestrahlen, zwischendurch möglichst oft
mit MeOH neu auskristallisieren.
• Das Rohprodukt mittels präparativer HPLC aufreinigen.
• C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: MeOH mit 0,01 % Ameisensäure, Fließmittel B:
H2O mit 0,1 % Ameisensäure, Flussrate: 8 mL/min, UV-Detektor: 280 nm, Gradient: 20 % A auf 45 %
A in 30 min. Das FS-CBD mit α-Truxillsäure-Konfiguration (220,1 mg, 44 % Ausbeute) eluiert nach
25–26 min, FS eluiert nach 29–30 min.
[13C2]Ferulasäure-Cyclobutandimer
13C2 FS (150 mg, 0,77 mmol) in wenig MeOH lösen, in eine Kristallisierschale geben und trocknen, sodass
eine dünne Kristallschicht entsteht.
• Mit Licht (Osram 64575 Halogendauerlicht, 1000 W) für 120 h bestrahlen, zwischendurch möglichst oft
mit MeOH neu auskristallisieren.
• Das Rohprodukt mittels präparativer HPLC aufreinigen.
• C18-Säule (250 x 15 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: MeOH mit 0,01 % Ameisensäure, Fließmittel B:
H2O mit 0,1 % Ameisensäure, Flussrate: 8 mL/min, UV-Detektor: 280 nm, Gradient: 20 % A auf 45 %
A in 30 min. Das [13C2]FS-CBD mit einer Retentionszeit von 27,0 min (GC-MS) und 13,2 min (LC-MS)
(8,2 mg, 5 % Ausbeute) eluiert nach 25–26 min, das [13C2]FS-CBD mit α-Truxillsäure-Konfiguration
(9,6 mg, 6 % Ausbeute) eluiert nach 25–26 min, [13C]FS eluiert nach 29–30 min.
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GC-MS-Methode zur qualitativen Untersuchung von Cyclobutandimeren
• Probe trocknen und in 100 ul BSTFA:Pyridin (3:2) lösen.
• Mindestens 30 min bei 60 °C derivatisieren.
• Anlage: GC-MS (Kapitel 7.3); Injektionsvolumen: 1 µL; Port Temperatur: 300 ◦C; Splitrate: 10:1; Tempe-
raturgradient: 252 ◦C, mit 0,05 ◦C/min auf 254 ◦C, 1 min halten, mit 1 ◦C/min auf 258 ◦C, 1 min halten,
mit 40 ◦C/min auf 300 ◦C, 10 min halten. Gas: Helium (0,64 mL/min), Interface Temperatur: 300 ◦C,
Ionenquellentemperatur 300 ◦C; Ionisierungsenergie: 70 eV, TIC: m/z 180–700; Scan Zeit: 0,3 s.
8.4 Präparative Ballaststoffisolierung
Teilweise durchgeführt von Gerster (2015), Wefers (2016) und Schendel (2016).
• Pflanzenprobe gefriertrocknen und mahlen (Partikelgröße < 0,5 mm).
• Mehl (15–20 g) und Natriumphosphatpuffer (200 mL, 0,08 M, pH 6, 2) in einen 500 mL-Erlenmeyerkolben
geben.
• Thermostabile α-Amylase (1,5 mL, Termamyl 120 L, Novozymes) zugeben.
• Inkubation für 20 min bei 92 ◦C. Den Kolben alle 5 min schwenken.
• Probe auf Raumtemperatur abkühlen und mit NaOH (0,275 M) auf pH 7,5 einstellen.
• Protease (1,2 g, Alcalase 1, 5 MG Type FG, Novozymes) zugeben.
• Inkubation für 30 min bei 60 ◦C unter leichtem Schütteln.
• Probe auf Raumtemperatur abkühlen und mit HCl (0,325 M) auf pH 4,5 einstellen.
• Amyloglucosidase (700 µL, AMG 300 L, Novozymes) zugeben.
• Inkubation für 30 min bei 60 ◦C unter leichtem Schütteln.
• Die warme Suspension zentrifugieren
• Den Rückstand, welcher die UBS enthält, mit H2O (60 ◦C, 2 x 100 mL, 1 x 50 mL) waschen.
• Den Rückstand mit Ethanol (99 %, 2 x 100 mL, 1 x 50 mL) waschen.
• Den Rückstand mit Aceton (1 x 100 mL, 1 x 50 mL) waschen.
• Den Rückstand im Vakuumtrockenschrank bei 40 ◦C trocknen.
8.5 Bestimmung von Ferulasäure, p-Cumarsäure und Oligofe-
rulasäuren mittels LC-MS/MS
8.5.1 Probenvorbereitung
• 10 mg Probe in ein 15 ml Zentrifugenröhrchen einwiegen und mit 5 mL 2 M NaOH verseifen. Vor-
her NaOH mit N2 begasen und Zentrifugenröhrchen mit N2 füllen. Bei Raumtemperatur vor Licht
geschützt für 18 h leicht schütteln.
• Interne Standardsubstanz zugeben und 20 min äquilibrieren lassen.
Für die Methode unter Verwendung der internen Standardsubstanz 5-5(me)-DFS:
– Proben in doppelter Ausführung aufarbeiten, einer Probe ca. 10 µg o-Cumaräure und 0,05 µg
5-5(me)-DFS zugeben, der anderen 100 µg o-Cumarsäure und 3 µg 5-5(me)-DFS.
Für die SIVA:






































– Je nach Probe zugeben. Beispielsweise 300 µL für 10 mg Weizen-UBS.
• Mit konzentrierter Salzsäure auf pH < 2 ansäuern.
• Mit 3 x 2 mL Diethylether extrahieren, Extrakt in ein 4,5 mL Schraubdeckelglas überführen.
• Diethylether unter N2 oder im Evaporator entfernen.
• Rückstand in 0,5 mL THF:H2O aufnehmen, gut vortexen/sonifizieren. Eventuell verdünnen.
• 150 µL in ein Vial überführen und mittels LC-MS/MS messen.
8.5.2 LC-MS/MS-Messung
• Anlage: LC-DAD-MS/MS (Kapitel 7.3), Ofentemperatur: 24 ◦C
• Injektionsvolumen: 20 µL, DAD-Detektor: 210–400 nm
• Phenyl-Hexyl-Säule (Phenomenex Kinetex, 150 x 4,6 mm, 2,6 µm, 100 Å), Fließmittel A: H2O mit 0,01 %
Ameisensäure, Fließmittel B: MeOH mit 0,1 % Ameisensäure, Fließmittel C: ACN mit 0,1 % Ameisen-
säure, Flussrate: 0,5 mL/min, Gradient: 86 % A, 14 % C, innerhalb von 7 min zu 81 % A, 19 % C, inner-
halb von 25 min zu 69 % A, 9 % B, 22 % C, innerhalb von 1 min zu 74 % A, 26 % C, innerhalb von 16 min
zu 64 % A, 36 % C, spülen und äquilibrieren.
• MS-Parameter: Tabelle 13.
Tabelle 13: Parameter der massenspektrometrischen Detektion zur Bestimmung von Oligoferula-
säuren
Capillary 3,0 kV LM Resolution 1 15
Cone variabel HM Resolution 1 15
Extractor 2 V Ion Energy 1 0,6
RF Lens 0,1 V Entrance 1
Source Temp. 100 °C Collision variabel
Desolvation Temp. 450 °C Exit 0
Gas Flow Desolvation 700 L/h LM Resolution 2 15
Gas Flow Cone 60 L/h HM Resolution 2 15
Ion Energy 2 0,8
Collision Gas Pirani  3*10^-3 mbar Multiplier 650
Electrospray + Source Analyser
• Die Cone-Spannungen, Kollisionsenergien und Massenübergänge sind in den Tabellen 23 und 20 zu
finden.
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8.6 Untersuchungen zur Fluoreszenzderivatisierung von Fe-
rulasäure-Dimeren
Durchgeführt von Breuer (2016) in Anlehnung an Toyo’oka et al. (1991), Toyo’oka et al. (1992), Ueno et al.
(1999) und Kubota et al. (2005).
8.6.1 Derivatisierung von Ferulasäure-Dimeren
• Folgende Bedingungen wurden variiert und die Vollständigkeit der Derivatisierungsreaktion mittels
LC-DAD-MS/MS (Kapitel 7.3) untersucht.
– Derivatisierungsreagenzien DBD-PZ und DBD-ED, Verhältnisse 1:1 bis 100:1 (Derivatisierungs-
reagenz:DFS).
– Kondensationsreagenzien 2,2-Dipyridyldisulfid in Kombination mit Triphenylphosphan und
Diethylcyanophosphonat, Verhältnis 7:1 (Kondensationsreagenz(ien):Derivatisierungsreagenz).
– Lösungsmittel: ACN, Methanol, Aceton, THF.
• eine vollständige Derivatisierung mittels DBD-PZ und DBD-ED wurde erreicht mit
– DFS-Stammlösung (50 µL, 0,01 mg/mL), Derivatisierungsreagenz (10 µL, 25 mM), 2,2-Dipyridyl-
disulfid (20 µL, 87,5 mM) und Triphenylphosphan (20 µL, 87,5 mM) im Eppendorfgefäß mischen.
Die Lösungen zuvor jeweils in ACN herstellen.
– Für 1 h bei 60 ◦C reagieren lassen.
– H2O (50 µL) zugeben.
8.6.2 Bestimmung von Response-Faktoren
• DFS-Stammlösungen (8-O-4-, 5-5-, 8-5(nc)-, 8-8(nc), 4-O-5-, 8-8(THF)-, 8-5(c)-, 8-8(c)-DFS und FS-CBD)
wie in Kapitel 8.6.1 Punkt 2 beschrieben derivatisieren.
• Die derivatisierten Lösungen mittels HPLC-DAD-FLD (Kapitel 7.3) analysieren:
• C18-Säule (250 x 4,6 mm, 5 µm, 100 Å), Fließmittel A: H2O mit 0,01 % Ameisensäure, Fließmittel B:
ACN mit 0,1 % Ameisensäure, Flussrate: 1 mL/min, Gradient: 40 % B auf 70 % B in 60 min, Injektions-
volumen: 20 µL, Fluoreszenz-Detektor: Anregung 437 nm, Emission 553 nm (DBD-PZ) bzw. Anregung
437 nm, Emission 562 nm (DBD-ED).
• Peakflächen bestimmen und relative Response-Faktoren berechnen.
8.7 Summenbestimmung von Oligoferulasäuren mittels SEC-
FTIR
8.7.1 Probenvorbereitung
• Je nach Pflanzenprobe zwischen 100 und 1000 mg UBS einwiegen.
• Verseifung durch Zugabe von Natronlauge (5 mL pro 100 mg UBS, 2 M) und Überkopfschütteln für
18 h unter Ausschluss von O2 und Licht.
• Die Suspension mit konz. HCl auf pH 1 ansäuern.
• Das Gemisch mit Diethyleter (3 x 5 mL) extrahieren.
• Das Lösungsmittel entfernen und den Rückstand in Ethylacetat lösen.
• Die Lösung mit wässriger NaHCO3-Lösung (5 %, 3 x 3 mL) extrahieren.
• Die Extrakte mit Ethylacetat (3 x 3 mL) waschen, die Ethylacetat-Fraktion verwerfen.
• Die wässrige Fraktion vorsichtig mit konz. HCl auf pH 1 ansäuern, zwischendurch vorsichtig sonifi-
zieren.
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• Die Lösung mit Ethylacetat (3 x 4 mL) extrahieren und das Lösungsmittel trocknen.
• Den Rückstand in 360 mg THF aufnehmen und für die SEC/FTIR-Messung verwenden.
8.7.2 SEC-FTIR-Messung
• Anlage: SEC-FTIR (Kapitel 7.3).
• Injektionsvolumen: 100 µL.
• Säulen: 2 x Tosoh TSKgel G1000HXL (300 x 15 mm, 5 µm).
• Fließmittel: THF, isokratisch.




TA B E L L E N
Tabelle 14: Nachweisgrenzen, Bestimmungsgrenzen und Wiederfindungsraten von Ferula-
säure und Ferulasäure-Metaboliten in Milch. Die Nachweis- und Bestimmungsgrenzen von



















[13C2]3-Hydroxyhippursäure (1) 0,15 0,4 67 69 68
[D2]4-Hydroxybenzoesäure (2) 0,2 0,7 52 56 55
[13C2]Hippursäure (3) n.b. n.b. 61 64 63
[13C2]3,4-Dihydroxyphenylpro-
pionsäure (4)
0,7 2 41 37 38
[D3]3-Hydroxybenzoesäure (5) 0,15 0,4 60 63 59
[13C2]Kaffeesäure (6) 0,15 0,4 76 74 84
[13C2]4-Hydroxyphenylpropion-
säure (7)
3 9 43 41 30
[13C2]3-Hydroxyphenylpropion-
säure (8)
0,1 0,3 29 25 45
[13C2]Dihydroferulasäure (9) 0,2 0,7 22 21 47
[13C2]p-Cumarsäure (10) 0,03 0,1 60 64 64
[D2]Phenylessigsäure (11) 0,7 2 31 30 29
[D2]Benzoesäure (12) 2 7 39 44 42
[13C2]Ferulasäure (13) 0,1 0,3 90 94 90
[13C2]Phenylpropionsäure (14) 0,2 0,6 59 61 47
[13C2]Zimtsäure (15) 0,07 0,2 60 62 56
a: gemessen in konventioneller Milch mit 3,5 % Fettgehalt
b: gemessen in konventioneller Milch mit 1,5 % Fettgehalt






















































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































Tabelle 17: NMR-Daten des in Abbildung 22 dargestellten Abbauprodukts der 8-8(nicht cyclisch)-
Dehydrodiferulasäure. Die Signale der 1H-Kerne sind angegeben als chemische Verschiebung δ
[ppm] (relatives Integral; Aufspaltung; Kopplungskonstanten [Hz]). Die chemischen Verschiebun-
gen der 13C-Kerne wurden aus HSQC- und HMBC-Spektren ermittelt.
Position 1H 13C
A1 – 129,6
A2 7,40 (1H, s) 108,8
A3 – 150,0
A4 – 150,0
A5 7,21 (1H, s) 108,8
A6 – 131,3
A7 8,31 (1H, bd, 1,6) 129,3
A8 – 125,6
A9 – 168,2
A3-OMe 3,91 (3H, s) 56,1
B1 – 132,7
B2 6,91 (1H, d, 2,0) 114,1
B3 – 148,3
B4 – 146,9
B5 6,97 (1H, d, 8,0) 115,8
B6 6,79 (1H, dd, 8,0, 2,0) 123,0
B7 – 139,3
B8 7,65 (1H, d, 1,7) 125,1
B3-OMe 3,77 (3H, s) 56,2
Tabelle 18: 1H-NMR-Daten der Dehydrotetraferulasäuren (TetraFS), die nach oxidativ-chemischer
Kopplung isoliert wurden, aber nicht eindeutig identifiziert werden konnten, angegeben als che-
mische Verschiebung δ [ppm] (relatives Integral; Aufspaltung; Kopplungskonstanten [Hz]). Die
TetraFS sind vorläufig nach ihren Retentionszeiten in der verwendeten LC-MS/MS-Messung (Ka-
pitel 8.5.2) benannt.
Verbindung 1H-NMR-Signale
TetraFS 31,0 min 3,54 (3H; bs); 3,73 (3H; s); 3,74 (3H; s); 3,96 (3H; s); 6,49 (1H; bd; 15,9); 6,79 (1H; bs); 6,80
(1H; bs); 6,81 (1H; d; 8,2); 7,05 (1H; d; 2,0); 7,15 (1H; dd; 8,3, 2,0); 7,33 (1H; d; 2,0); 7,36
(1H; d; 2,0); 7,50 (1H; bs); 7,63 (1H; d; 15,9); 7,84 (1H; s); 7,85 (1H; s); 7,87 (1H; s)
TetraFS 35,3 min 3,36 (3H; s); 3,79 (3H; s); 3,94 (3H; s); 3,96 (3H; s); 6,40 (1H; d; 16,0); 6,41 (1H; d; 16,0);
6,61 (1H; d; 2,0); 6,76 (1H; d; 8,3); 6,85 (1H; bs); 6,92 (1H; d; 2,0); 6,98 (1H; d; 2,0); 7,05
(1H; dd; 8,3; 2,0); 7,28 (1H; d; 2,0); 7,33 (1H; d; 2,0); 7,36 (1H; d; 2,0); 7,47 (1H; d; 2,0); 7,47
(1H; s); 7,56 (1H; d; 16,0); 7,58 (1H; d; 2,0); 7,62 (1H; d; 16,0); 7,81 (1H; s)
TetraFS 39,4 min 3,73 (3H; s); 3,78 (3H; s); 3,87 (3H; s); 3,93 (3H; s); 4,02 (1H; d; 2,1); 4,64 (1H; d; 2,1); 6,43
(1H; d; 15,9); 6,56 (1H; d; 2,1); 6,75 (1H; s); 6,77 (1H; d; 2,1); 6,84 (1H; d; 8,3); 7,05 (1H;
s); 7,13 (1H; dd; 8,3, 2,0); 7,18 (1H; d; 2,0); 7,41 (1H; s); 7,42 (1H; d; 2,0); 7,53 (1H; d; 2,0);
7,60 (1H; d; 15,9); 7,67 (1H; s)
TetraFS 41,8 min 3,72 (3H; s); 3,72 (3H; s); 3,75 (3H; s); 3,88 (3H; s); 6,45 (1H; d; 15,9); 6,76 (1H; d; 8,2); 6,80
(1H; d; 8,3); 6,90 (1H; d; 2,0); 7,04 (1H; dd; 8,2, 2,0); 7,10 (1H; dd; 8,3, 1,9); 7,13 (1H; d;
1,9); 7,37 (1H; d; 2,0); 7,37 (1H; s); 7,39 (1H; d; 1,9); 7,40 (1H; d; 2,0); 7,44 (1H; d; 1,9); 7,54
(1H; bs); 7,56 (1H; d; 15,9); 7,57 (1H; bs)
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Tabelle 19: Verwendete Mengen und Reinheiten der Standardsubstanzen, die zur Methodenent-
wicklung verwendet wurden. FS-CBD: Ferulasäure-Cyclobutandimer (α-Truxillsäure), DFS: Dehy-
drodiferulasäure, TriFS: Dehydrotriferulasäure, c: cyclisch, nc: nicht cyclisch, dc: decarboxyliert,













FS-CBD 6,03 > 99 % > 99 % [13C2]FS-CBD 6,55 > 99 % > 99 %
8-8(c)-DFS 6,14 > 96 % > 97 % [13C2]8-8(c)-DFS 6,55 > 99 % > 99 %
8-8(nc)-DFS 7,66 > 99 % > 99 % [13C2]8-8(nc)-DFS 6,88 > 99 % > 98 %
cis-trans-trans-
8-8(THF)-DFS
7,07 > 98 % > 98 % [13C2]cis-trans-trans-
8-8(THF)-DFS
6,76 > 98 % > 99 %
8-5(nc)-DFS 7,25 > 99 % > 98 % [13C2]8-5(nc)-DFS 6,72 > 99 % > 99 %
8-5(c)-DFS 6,37 > 96 % > 95 % [13C2]8-5(c)-DFS 6,47 > 97 % > 97 %
8-5(dc)-DFS 6,29 > 97 % > 96 % [13C]8-5(dc)-DFS 7,03 > 99 % > 99 %
8-O-4-DFS 6,68 > 99 % > 98 % [13C2]8-O-4-DFS 6,43 > 98 % > 97 %
4-O-5-DFS 7,78 > 96 % > 97 % [13C2]4-O-5-DFS 6,80 > 97 % > 99 %
5-5-DFS 4,86 > 99 % > 99 % [13C2]5-5-DFS 6,92 > 99 % > 99 %
5-5/8-O-4-TriFS 7,07 > 97 % > 98 % [13C3]5-5/8-O-4-TriFS 7,53 > 99 % > 99 %
8-O-4/8-O-4-TriFS 6,19 > 97 % > 96 % [13C3]8-O-4/8-O-4-TriFS 1,53 > 97 % > 96 %
5-5/8-8(c)-TriFS 4,37 > 93 % > 97 % [13C3]5-5/8-8(c)-TriFS 1,57 > 96 % > 95 %
8-8(c)/5-5-TriFS 5,79 > 97 % > 96 % [13C3]8-8(c)/5-5-TriFS 3,11 > 95 % > 96 %
8-O-4/8-5(nc)-TriFS 3,98 > 96 % > 97 % [13C3]8-O-4/8-5(nc)-TriFS 2,93 > 97 % > 96 %
5-5/8-8(nc)-TriFS 6,02 > 99 % > 98 % [13C3]5-5/8-8(nc)-TriFS 6,78 > 99 % > 99 %
8-5(nc)/5-5-TriFS 5,76 > 98 % > 98 % [13C3]8-5(nc)/5-5-TriFS 6,64 > 98 % > 97 %
8-8(nc)/8-O-4-TriFS 3,90 > 97 % > 98 % [13C3]8-8(nc)/8-O-4-TriFS 2,69 > 97 % > 96 %
8-8(c)/8-O-4-TriFS 6,35 > 96 % > 95 %
5-5(me)-DFS 6,41 > 98 % > 98 %
a gelöst in THF:H2O (1:1, v/v) auf eine Konzentration von 1 mg/mL, verdünnt in MeOH:H2O (1:1, v/v) auf eine Konzen-
tration von 100 µg/mL
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Tabelle 20: Massenspektrometrische Parameter der Stabilisotopenverdünnungsanalyse zur Bestim-
mung des Ferulasäure-Cyclobutandimers (FS-CBD), Dehydrodiferulasäuren (DFS) und Dehydro-

































FS-CBD 13,0 387 134 149 389 134 149 34 33 5,0–15,0
8-8(c)-DFS 16,3 385 341 – 387 342 – 20 12 14,3–17,0
8-8(THF)-DFS 16,8 403 136 – 405 136 – 32 21 16,5–17,6
8-8(nc)-DFS 17,6 385 173 – 387 173 – 22 15 17,0–19,0
8-5(nc)-DFS 20,2 385 341 297 387 342 297 26 15 18,5–21,2
5-5/8-8(c)-TriFS 21,7 577 533 489 580 535 490 26 17 20,8–25,0
8-8(c)/5-5-TriFS 27,8 577 489 – 580 490 – 17 17 25,0–28,8
8-O-4/8-5(nc)-TriFS 28,3 577 193 – 580 194 – 23 18 27,0–29,3
5-5/8-8(nc)-TriFS 29,9 533 445 489 535 445 490 30 19 28,8–30,8
5-5-DFS 31,0 385 282 – 387 281 – 36 24 30,6–32,5
8-5(nc)/5-5-TriFS 31,0 533 489 – 535 490 – 30 16 30,8–32,5
8-8(c)/8-O-4-TriFS 31,7 577 341 – a a 22 18 30,8–33,5
8-O-4-DFS 35,0 385 193 – 387 194 – 22 12 32,5–36,0
8-5(c)-DFS 35,8 341 267 282 387 267 282 35 25 35,1–36,8
8-8(nc)/8-O-4-TriFS 37,0 577 297 – 580 297 – 25 24 36,2–39,0
4-O-5-DFS 40,1 385 370 309 387 372 310 38 20 38,0–42,0
5-5/8-O-4-TriFS 43,7 577 355 489 580 356 490 37 24 42,0–46,0
8-O-4/8-O-4-TriFS 48,3 577 193 – 580 194 – 25 25 46,0–49,4
8-5(dc)-DFS 49,5 341 267 282 342 267 282 35 25 49,0–52,0
a 8-8(c)/8-O-4-TriFS wurde auf [13C3]8-5(nc)/5-5-TriFS bezogen
Tabelle 21: Nachweisgrenzen (NWG) und Bestimmungsgrenzen (BSG) der Dehydrodiferulasäuren
(DFS), Dehydrotriferulasäuren (TriFS) und des Ferulasäure-Cyclobutandimers (FS-CBD). Das Typ-
II-Zellwandimitat bestand aus Cellulose:Arabinoxylan (1:1). UBS: Unlösliche Ballaststoffe, nc: nicht
cyclisch, c: cyclisch, dc: decarboxyliert, THF:Tetrahydrofuran.
ohne Matrix Typ-II-Zell-
wandimitat
Apfel-UBS ohne Matrix Typ-II-Zell-
wandimitat
Apfel-UBS
Analyt NWGa BSGa NWGa BSGa NWGa BSGa NWGb BSGb NWGb BSGb NWGb BSGb
8-O-4-DFS 2 5 2 5 2 5 0,1 0,25 0,1 0,25 0,1 0,25
5-5-DFS 3 10 5 20 3 10 0,15 0,5 0,25 1 0,15 0,5
8-5(nc)-DFS 2 5 3 10 2 5 0,1 0,25 0,15 0,5 0,1 0,25
8-5(c)-DFS 3 10 3 10 3 10 0,15 0,5 0,15 0,5 0,15 0,5
8-5(dc)-DFS 3 10 20 50 5 20 0,15 0,5 1 2,5 0,25 1
8-8(c)-DFS 2 5 2 5 2 5 0,1 0,25 0,1 0,25 0,1 0,25
8-8(THF)-DFS 20 50 20 50 20 50 1 2,5 1 2, 5 1 2,5
8-8(nc)-DFS 3 10 3 10 3 10 0,15 0,5 0,15 0,5 0,15 0,5
4-O-5-DFS 3 10 3 10 3 10 0,15 0,5 0,15 0,5 0,15 0,5
FS-CBD 3 10 3 10 3 10 0,15 0,5 0,15 0,5 0,15 0,5
5-5/8-O-4-TriFS 5 20 5 20 5 20 0,25 1 0,25 1 0,25 1
8-5(nc)/5-5-TriFS 5 20 5 20 5 20 0,25 1 0,25 1 0,25 1
8-8(c)/8-O-4-TriFS 3 10 5 20 5 20 0,15 0,5 0,25 1 0,25 1
8-O-4/8-O-4-TriFS 3 10 3 10 3 10 0,15 0,5 0,15 0,5 0,15 0,5
8-O-4/8-5(nc)-TriFS 3 10 3 10 3 10 0,15 0,5 0,15 0,5 0,15 0,5
5-5/8-8(c)-TriFS 5 20 20 50 5 20 0,25 1 1 2,5 0,25 1
8-8(c)/5-5-TriFS 5 20 5 20 5 20 0,25 1 0,25 1 0,25 1
5-5/8-8(nc)-TriFS 3 10 3 10 3 10 0,15 0,5 0,15 0,5 0,15 0,5
8-8(nc)/8-O-4-TriFS 5 20 5 20 5 20 0,25 1 0,25 1 0,25 1
a [ng/mL], bezogen auf die Lösung, die mittels LC-MS/MS analysiert wird
b [µg/g Probe], bezogen 10 mg Probe, deren Extrakt nach Trocknen in 0,5 mL THF:H2O (1:1, v/v) gelöst wird
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Tabelle 22: Mittels Stabilisotopenverdünnungsanalyse ermittelte Gehalte des Ferulasäure-
Cyclobutandimers (FS-CBD) sowie der Dehydrodiferulasäuren (DFS) und Dehydrotriferulasäuren
(TriFS) in den unkorrigierten, unlöslichen Ballaststoffen von Mais- und Weizenkaryopsen, Zucker-
rübenschnitzeln und Amaranthsamen [µg/g]. MW: Mittelwert (n=4), STD: Standardabweichung,
n.b.: nicht bestimmbar, nc: nicht cyclisch, c: cyclisch, THF: Tetrahydrofuran.
Mais Probe 1 Mais Probe 2 Weizen Probe 1 Weizen Probe 2
MW STD STD [%] MW STD STD [%] MW STD STD [%] MW STD STD [%]
∑ Dimere 6358, 1 48, 6 0, 8 6755, 6 65, 6 1, 0 1198, 5 7, 7 0, 6 1183, 0 25, 8 2, 2
8-O-4-DFS 1873,8 12,2 0,6 1980,2 16,1 0,8 281,7 3,5 1,2 277,6 5,0 1,8
5-5-DFS 1591,9 9,1 0,6 1716,2 12,7 0,7 166,7 1,6 1,0 165,2 3,4 2,1
∑ 8-5-DFS 1652,3 23,7 1,4 1762,2 24,4 1,4 445,1 1,0 0,2 445,4 11,7 2,6
8-8(c)-DFS 550,7 2,7 0,5 560,8 6,7 1,2 140,3 2,1 1,5 137,3 3,3 2,4
∑ 8-8(THF)-DFS 548,4 8,9 1,6 591,1 10,1 1,7 85,6 0,5 0,6 81,6 2,9 3,5
8-8(nc)-DFS 76,7 0,4 0,5 79,9 0,7 0,8 37,1 0,6 1,6 37,0 0,7 1,8
4-O-5-DFS 44,1 0,9 1,9 48,0 1,2 2,5 6,5 0,3 4,8 6,7 0,3 5,1
FS-CBD 20,3 0,2 0,9 17,2 0,1 0,4 35,6 0,3 0,9 32,2 0,8 2,6
∑ Trimere 1163, 9 18, 3 1, 6 1231, 2 19, 4 1, 6 259, 8 3, 7 1, 4 248, 5 12, 0 4, 8
5-5/8-O-4-TriFS 466,3 5,9 1,3 496,7 3,9 0,8 73,7 2,7 3,7 69,9 4,0 5,7
8-5(nc)/5-5-TriFS 157,0 2,2 1,4 176,0 4,2 2,4 71,8 1,0 1,4 67,8 3,9 5,7
8-8(c)/8-O-4-TriFS 229,6 11,4 5,0 235,0 7,3 3,1 26,1 0,8 3,2 27,3 0,2 0,7
8-O-4/8-O-4-TriFS 106,4 1,2 1,1 110,4 1,1 1,0 33,5 0,6 1,9 31,5 1,6 5,0
8-O-4/8-5(nc)-TriFS 47,0 0,6 1,3 49,2 1,0 2,1 21,8 0,3 1,5 20,7 1,0 4,9
5-5/8-8(c)-TriFS 90,0 1,8 2,0 91,9 3,3 3,6 20,9 0,8 3,8 19,7 1,4 7,0
8-8(c)/5-5-TriFS 50,8 1,4 2,7 54,3 0,6 1,1 7,8 0,5 6,4 7,4 0,5 7,3
5-5/8-8(nc)-TriFS 13,4 0,3 2,0 14,3 0,3 1,9 3,4 0,1 2,7 3,3 0,3 8,6
8-8(nc)/8-O-4-TriFS 3,5 0,2 5,4 3,4 0,1 1,7 n.b. n.b.
Zuckerrübe Probe 1 Zuckerrübe Probe 2 Amaranth Probe 1 Amaranth Probe 2
MW STD STD [%] MW STD STD [%] MW STD STD [%] MW STD STD [%]
∑ Dimere 1061, 0 1, 6 0, 1 1107, 5 4, 8 0, 4 146, 8 1, 9 1, 3 159, 5 1, 1 0, 7
8-O-4-DFS 263,6 1,8 0,7 278,5 3,3 1,2 31,7 1,1 3,6 34,4 0,4 1,2
5-5-DFS 146,1 0,7 0,5 152,7 1,2 0,8 16,1 0,1 0,8 17,9 0,3 1,5
∑ 8-5-DFS 408,6 1,1 0,3 423,0 1,7 0,4 38,9 0,3 0,8 42,3 0,3 0,8
8-8(c)-DFS 73,1 0,1 0,2 76,2 0,5 0,7 31,7 0,3 0,8 34,6 0,2 0,6
∑ 8-8(THF)-DFS 68,6 0,4 0,5 71,0 1,0 1,4 5,3 0,2 3,7 5,6 0,2 3,7
8-8(nc)-DFS 91,6 0,5 0,6 94,7 0,8 0,9 14,2 0,2 1,6 15,3 0,3 2,2
4-O-5-DFS 2,2 0,1 3,2 2,3 0,1 2,4 n.b. n.b.
FS-CBD 7,1 0,2 2,3 9,1 0,1 1,5 8,6 0,2 2,2 9,0 0,1 1,3
∑ Trimere 163, 9 1, 2 0, 7 180, 7 4, 1 2, 3 27, 9 0, 3 0, 9 30, 4 0, 4 1, 4
5-5/8-O-4-TriFS 37,9 0,6 1,6 41,6 1,1 2,7 5,8 0,1 2,3 6,2 0,2 4,0
8-5(nc)/5-5-TriFS 38,3 0,3 0,8 45,6 0,9 2,1 5,5 0,1 2,6 5,8 0,2 3,6
8-8(c)/8-O-4-TriFS 26,6 0,2 0,6 27,0 0,2 0,6 4,4 0,1 2,4 4,7 0,1 1,6
8-O-4/8-O-4-TriFS 19,6 0,2 1,2 21,2 0,3 1,6 3,4 0,2 4,7 3,7 0,1 3,2
8-O-4/8-5(nc)-TriFS 11,6 0,1 1,1 12,5 0,4 2,9 1,9 0,1 4,3 1,9 0,1 4,0
5-5/8-8(c)-TriFS 15,4 0,3 2,0 17,2 1,2 6,8 5,4 0,2 4,5 6,3 0,3 4,2
8-8(c)/5-5-TriFS 2,7 0,1 1,9 3,0 0,2 8,1 n.b. n.b.
5-5/8-8(nc)-TriFS 8,3 0,2 1,9 8,7 0,1 1,5 0,6 0,03 4,3 0,7 0,03 4,9
8-8(nc)/8-O-4-TriFS 3,6 0,1 2,2 3,9 0,1 2,1 n.b. n.b.
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Tabelle 23: Massenspektrometrische Parameter der LC-MS/MS-Methode unter Verwendung von
5-5(me)-Dehydrodiferulasäure (DFS) als interne Standardsubstanz. TriFS: Dehydrotriferulasäure,




















FS-CBD 13,0 387 134 149 34 33 5,0–15,0
8-8(c)-DFS 16,3 385 341 – 20 12 14,0–17,1
8-8(THF)-DFS 16,8 403 136 151 32 21 16,5–17,9
8-8(nc)-DFS 17,6 385 173 282 22 15 17,0–19,0
8-5(nc)-DFS 20,2 385 341 297 26 15 18,5–21,2
5-5/8-8(c)-TriFS 21,7 577 533 489 26 17 20,8–25,0
8-8(c)/5-5-TriFS 27,8 577 489 – 17 17 25,0–28,8
8-O-4/8-5(nc)-TriFS 28,3 577 193 355 23 18 27,0–29,3
5-5/8-8(nc)-TriFS 29,9 533 445 489 30 19 28,8–30,8
5-5-DFS 31,0 385 282 326 36 24 30,8–32,5
8-5(nc)/5-5-TriFS 31,0 533 489 – 30 16 30,6–32,5
8-8(c)/8-O-4-TriFS 31,7 577 341 – 22 18 30,8–33,5
8-O-4-DFS 35,0 385 193 – 22 12 32,5–36,0
8-5(c)-DFS 35,8 341 267 282 35 25 35,1–36,8
8-8(nc)/8-O-4-TriFS 37,0 577 297 – 25 24 36,2–39,0
4-O-5-DFS 40,1 385 370 309 38 20 38,0–42,0
5-5/8-O-4-TriFS 43,7 577 355 489 37 24 42,0–46,0
5-5(me)-DFS 43,7 399 293 367 34 22 42,0–46,0
8-O-4/8-O-4-TriFS 48,3 577 193 – 25 25 46,0–49,4
8-5(dc)-DFS 49,5 341 267 282 35 25 49,0–52,0
Tabelle 24: Kalibrierdaten der LC-MS/MS-Methode unter Verwendung von 5-5(methyl (me))-De-
hydrodiferulasäure (DFS) als interne Standardsubstanz. TriFS: Dehydrotriferulasäure, FS-CBD: Fe-
rulasäure-Cyclobutandimer, R2: Bestimmtheitsmaß, PG: Prüfgrößen des Mandel-Tests (Formeln
4–6), nc: nicht cyclisch, c: cyclisch, dc: decarboxyliert, THF: Tetrahydrofuran.
Analyt Kalibriergleichung R2 PG
8-O-4-DFS y = 0, 35548x− 0, 000701 0,9999 0,8
5-5-DFS y = 0, 38152x + 0, 00135 0,9994 2,0
8-5(nc)-DFS y = 0, 4545x− 0, 00228 0,9985 2,5
8-5(c)-DFS y = 0, 79533x− 0, 00516 0,9975 1,7
8-5(dc)-DFS y = 0, 59953x− 0, 0056 0,9982 2,1
8-8(c)-DFS y = 0, 60885x− 0, 00409 0,9988 0,3
8-8(THF)-DFS y = 0, 05416x− 0, 00064 0,9999 0,2
8-8(nc)-DFS y = 0, 63229x− 0, 00575 0,9983 0,3
4-O-5-DFS y = 0, 26432x + 0, 000237 0,9988 1,0
FS-CBD y = 0, 40778x− 0, 00086 0,9993 0,3
5-5/8-O-4-TriFS y = 0, 26275x− 0, 00083 0,9968 0,7
8-5(nc)/5-5-TriFS y = 0, 59201x− 0, 0013 0,9992 0,7
8-8(c)/8-O-4-TriFS y = 0, 26287x− 0, 00298 0,9977 0,4
8-O-4/8-O-4-TriFS y = 0, 47334x− 0, 00114 0,9985 1,3
8-O-4/8-5(nc)-TriFS y = 0, 19341x− 0, 00218 0,9987 0,4
5-5/8-8(c)-TriFS y = 0, 35499x− 0, 0049 0,9968 0,2
8-8(c)/5-5-TriFS y = 0, 39184x− 0, 0035 0,9988 0,7
5-5/8-8(nc)-TriFS y = 0, 45382x− 0, 00718 0,9977 0,3
8-8(nc)/8-O-4-TriFS y = 0, 57922x− 0, 00751 0,9955 0,5
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Tabelle 25: Ermittelte Gehalte von Ferulasäure (FS), p-Cumarsäure (p-CS), Ferulasäure-Cyclobutandimers
(FS-CBD) sowie der Dehydrodiferulasäuren (DFS) und Dehydrotriferulasäuren (TriFS) in den unkorrigier-
ten, unlöslichen Ballaststoffen von Mais- und Weizenkaryopsen, Zuckerrübenschnitzel und Amaranthsa-
men [µg/g]. p-CS und FS wurden mittels UV-Detektion unter Verwendung von o-Cumarsäure als inter-
ne Standardsubstanz bestimmt und die Oligoferulasäuren wurden mittels LC-MS/MS unter Verwendung
von 5-5(methyl)-DFS als interne Standardsubstanz quantifiziert. MW: Mittelwert (n=4), STD: Standardabwei-
chung, nc: nicht cyclisch, c: cyclisch, THF: Tetrahydrofuran, n.b.: nicht bestimmbar.
Mais Probe 1 Mais Probe 2 Weizen Probe 1 Weizen Probe 2
MW STD STD [%] MW STD STD [%] MW STD STD [%] MW STD STD [%]
cis-p-CS n.b. n.b. n.b. n.b.
trans-p-CS 824,2 7,5 0,9 715,4 3,5 0,5 165,3 5,7 3,5 132,7 0,2 0,2
cis-FS 2134,7 160,6 7,5 1430,3 27,9 1,9 1584,2 57,1 3,6 1433,2 7,9 0,6
trans-FS 19 881,2 197,3 1,0 22 579,2 280,7 1,2 4841,9 67,8 1,4 5038,7 59,2 1,2
∑ Dimere 7111, 4 289, 1 4, 1 7280, 8 74, 5 1, 0 1038, 4 6, 0 0, 6 987, 4 12, 0 1, 2
8-O-4-DFS 2416,3 52,1 2,2 2280,5 31,0 1,4 241,5 1,7 0,7 224,6 2,0 0,9
5-5-DFS 1627,2 52,3 3,2 1920,9 18,4 1,0 164,6 0,7 0,4 165,5 3,3 2,0
∑ 8-5-DFS 1620,0 111,0 6,8 1726,9 18,3 1,1 367,5 2,6 0,7 354,9 5,7 1,6
8-8(c)-DFS 633,1 35,3 5,6 589,6 10,2 1,7 114,8 0,7 0,6 111,4 1,6 1,4
∑ 8-8(THF)-DFS 645,9 41,0 6,4 595,3 6,9 1,2 67,8 1,2 1,8 66,5 1,6 2,4
8-8(nc)-DFS 73,6 4,5 6,1 63,6 0,03 0,1 34,9 0,8 2,3 27,1 0,4 1,4
4-O-5-DFS 71,5 1,7 2,4 71,6 1,9 2,6 9,0 0,1 1,6 8,0 0,1 1,4
FS-CBD 23,8 0,6 2,7 32,3 1,1 3,5 38,3 1,1 2,8 29,3 0,2 0,7
∑ Trimere 1167, 2 30, 3 2, 6 1350, 4 14, 1 1, 0 227, 3 1, 1 0, 5 198, 1 2, 5 1, 3
5-5/8-O-4-TriFS 469,6 18,1 3,8 576,4 8,6 1,5 63,8 0,6 0,9 64,8 1,1 1,7
8-5(nc)/5-5-TriFS 157,9 4,5 2,8 187,2 1,5 0,8 36,4 0,3 0,8 28,2 0,2 0,8
8-8(c)/8-O-4-TriFS 163,4 13,5 8,3 184,1 1,9 1,0 28,1 0,3 1,2 23,9 0,5 2,2
8-O-4/8-O-4-TriFS 116,5 8,9 7,7 129,6 1,6 1,3 34,5 0,9 2,7 28,7 0,3 1,2
8-O-4/8-5(nc)-TriFS 91,2 8,8 9,6 96,0 1,1 1,1 39,7 0,2 0,6 31,9 0,8 2,6
5-5/8-8(c)-TriFS 71,7 0,6 0,8 74,3 0,6 0,9 10,4 0,1 1,2 9,0 0,1 1,4
8-8(c)/5-5-TriFS 53,6 5,1 9,5 61,6 1,5 2,4 7,8 0,1 1,0 6,2 0,2 2,8
5-5/8-8(nc)-TriFS 37,8 0,6 1,6 36,1 0,2 0,6 5,7 0,1 2,4 4,4 0,1 1,7
8-8(nc)/8-O-4-TriFS 5,5 0,2 4,0 5,0 0,1 2,2 n.b. n.b.
Zuckerrübe Probe 1 Zuckerrübe Probe 2 Amaranth Probe 1 Amaranth Probe 2
MW STD STD [%] MW STD STD [%] MW STD STD [%] MW STD STD [%]
cis-p-CS n.n. n.n. n.n. n.n.
trans-p-CS n.b. n.b. 45,1 0,5 1,2 44,5 0,8 1,7
cis-FS 412,1 24,2 5,9 432,3 22,6 5,2 183,6 11,2 6,1 172,1 8,0 4,6
trans-FS 6814,7 71,1 1,0 7187,2 33,8 0,5 613,2 3,3 0,5 590,8 8,6 1,4
∑ Dimere 936, 6 13, 6 1, 5 1005, 7 12, 9 1, 3 158, 7 1, 3 0, 8 162, 0 2, 7 1, 6
8-O-4-DFS 226,8 4,3 1,9 247,1 4,7 1,9 33,2 0,3 0,9 34,0 0,7 1,9
5-5-DFS 146,3 2,5 1,7 159,1 2,9 1,8 20,8 0,1 0,6 19,3 0,2 1,0
∑ 8-5-DFS 380,7 4,1 1,1 396,1 5,2 1,3 41,9 0,3 0,6 43,3 0,6 1,3
8-8(c)-DFS 62,8 1,0 1,5 69,5 1,1 1,5 36,8 0,2 0,5 37,9 1,0 2,6
∑ 8-8(THF)-DFS 59,7 3,0 5,0 65,9 2,3 3,5 6,5 0,2 2,7 6,8 0,2 3,5
8-8(nc)-DFS 48,8 0,9 1,9 55,1 0,7 1,3 9,3 0,1 1,1 9,6 0,1 1,4
4-O-5-DFS 2,4 0,05 2,0 2,4 0,1 4,3 n.b. n.b.
FS-CBD 8,9 0,3 3,7 10,6 0,4 3,8 9,9 0,2 1,9 10,7 0,3 2,5
∑ Trimere 162, 3 2, 4 1, 5 165, 6 4, 4 2, 7 24, 2 0, 3 1, 4 24, 2 0, 3 1, 2
5-5/8-O-4-TriFS 44,3 0,5 1,0 45,3 1,3 3,0 7,2 0,1 1,8 7,2 0,1 1,4
8-5(nc)/5-5-TriFS 23,4 0,4 1,6 23,5 0,8 3,3 2,5 0,1 2,6 2,5 0,03 1,3
8-8(c)/8-O-4-TriFS 24,4 0,6 2,3 24,9 0,6 2,4 4,0 0,1 2,3 4,0 0,1 2,2
8-O-4/8-O-4-TriFS 21,8 0,4 1,7 23,0 0,5 2,0 3,6 0,1 2,8 3,6 0,05 1,3
8-O-4/8-5(nc)-TriFS 23,0 0,5 2,2 23,5 0,7 2,8 2,9 0,1 2,5 2,9 0,1 3,4
5-5/8-8(c)-TriFS 7,5 0,2 2,1 7,4 0,4 5,1 2,4 0,1 3,1 2,4 0,1 4,1
8-8(c)/5-5-TriFS 2,6 0,1 2,7 2,7 0,1 4,7 n.b. n.b.
5-5/8-8(nc)-TriFS 11,8 0,2 1,5 11,9 0,4 3,4 0,8 0,02 2,0 0,7 0,03 4,1
8-8(nc)/8-O-4-TriFS 3,4 0,1 1,9 3,4 0,1 2,4 n.b. n.b.
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Tabelle 26: Ergebnisse der Wiederfindungsversuche, bei denen Leermatrices mit Analyten und
internen Standardsubstanzen versetzt und analysiert wurden. Links: LC-MS/MS-Methode un-
ter Verwendung der internen Standardsubstanz 5-5(methyl)-Dehydrodiferulasäure (DFS), rechts:
Stabilisotopenverdünnungsanalyse. MW: Mittelwert (n=4), STD: Standardabweichung. nc: nicht
cyclisch, c: cyclisch, THF: Tetrahydrofuran, TriFS: Dehydrotriferulasäure, FS-CBD: Ferulasäure-
Cyclobutandimer
Typ-II-Zellwandimitat Apfel-UBS Typ-II-Zellwandimitat Apfel-UBS
MW [%] STD [%] MW [%] STD [%] MW [%] STD [%] MW [%] STD [%]
∑ Dimere 91, 4 2, 6 88, 4 2, 7 94, 4 0, 6 93, 8 0, 8
8-O-4-DFS 101,2 3,5 93,6 3,5 97,5 0,7 96,8 0,6
5-5-DFS 89,9 0,9 92,2 1,3 88,2 1,6 87,0 2,9
∑ 8-5-DFS 82,5 2,2 82,7 3,5 96,2 0,5 95,6 0,5
8-5(nc)-DFS 96,9 2,5 94,6 2,6 99,5 0,3 99,1 0,5
8-5(c)-DFS 90,2 2,7 80,6 3,1 86,5 0,8 86,6 0,3
8-5(dc) 9,1 2,6 39,5 17,3 100,8 1,2 98,0 1,1
8-8(c)-DFS 88,5 10,3 77,8 2,7 91,7 0,7 91,3 0,6
8-8(THF)-DFS 97,2 6,5 92,5 2,3 99,1 0,5 99,4 1,6
8-8(nc)-DFS 100,9 4,5 96,0 4,8 90,4 0,6 90,3 0,4
4-O-5-DFS 111,1 3,4 112,8 3,1 100,5 3,1 98,8 2,1
FS-CBD 100,5 4,1 99,8 5,1 86,2 0,2 84,4 0,3
∑ Trimere 88, 1 3, 8 83, 4 1, 2 99, 9 0, 7 98, 8 0, 4
5-5/8-O-4-TriFS 107,8 5,1 102,2 2,9 101,2 0,7 99,9 0,5
8-5(nc)/5-5-TriFS 80,5 3,0 77,3 2,0 100,3 0,6 99,2 0,5
8-8(c)/8-O-4-TriFS 81,7 5,2 76,6 1,7 103,7 0,6 102,2 0,8
8-O-4/8-O-4-TriFS 110,9 4,8 102,4 0,5 99,6 0,9 98,7 0,3
8-O-4/8-5(nc)-TriFS 97,4 6,3 88,5 0,9 99,2 1,0 98,0 0,8
5-5/8-8(c)-TriFS 35,0 1,0 34,6 2,1 100,5 2,9 100,7 4,0
8-8(c)/5-5-TriFS 88,5 5,2 83,5 1,8 101,6 2,1 99,8 1,4
5-5/8-8(nc)-TriFS 101,5 4,6 95,5 1,8 86,6 1,1 85,1 1,2
8-8(nc)/8-O-4-TriFS 77,7 2,4 69,0 6,4 97,2 1,6 97,0 0,2
B
A B B I L D U N G E N





























































1 8 11 3 7
1 0 9
5 9
3 , 4 - D i h y d r o x y p h e n y l -
p r o p i o n s ä u r e
1 7 9











4 - H y d r o x y p h e n y l p r o p i o n s ä u r e
m / z
Abbildung 44: Massenspektren der Standardsubstanzen, die zur Entwicklung einer LC-MS/MS-
Methode zur Bestimmung von Ferulasäure und Ferulasäure-Metaboliten in Milch verwendet wur-
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Abbildung 45: Massenspektren der Standardsubstanzen, die zur Entwicklung einer LC-MS/MS-
Methode zur Bestimmung von Ferulasäure und Ferulasäure-Metaboliten in Milch verwendet wur-
den, nach flüssigchromatographischer Trennung und Elektrospray-Ionisation im negativen Mo-
dus.
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Abbildung 46: Massenspektren der isotopenmarkierten Standardsubstanzen, die zur Entwick-
lung einer LC-MS/MS-Methode zur Bestimmung von Ferulasäure und Ferulasäure-Metaboliten
in Milch verwendet wurden, nach flüssigchromatographischer Trennung und Elektrospray-
Ionisation im negativen Modus.
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Abbildung 47: Massenspektren der isotopenmarkierten Standardsubstanzen, die zur Entwick-
lung einer LC-MS/MS-Methode zur Bestimmung von Ferulasäure und Ferulasäure-Metaboliten
in Milch verwendet wurden, nach flüssigchromatographischer Trennung und Elektrospray-
Ionisation im negativen Modus.
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Abbildung 48: Chromatogramme der Sephadex LH-20-Trennung nach UV-Detektion in drei Elu-
tionsschritten. So wurde ein Produktgemisch aufgereinigt, das hauptsächlich 5-5-Dehydrodife-
rulasäure, Dehydrotriferulasäuren und Dehydrotetraferulasäuren enthielt (Vergleich Abbildung
21). A: Trifluoressigsäure (0,5 mM):MeOH (95:5, v/v), 1,5 mL/min Flussrate; B: Trifluoressigsäu-
re (0,5 mM):MeOH (50:50, v/v), 1 mL/min Flussrate; C: Trifluoressigsäure (0,5 mM):MeOH (40:60,
v/v), 1 mL/min Flussrate.
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Abbildung 49: Chromatogramme der Sephadex LH-20-Trennung nach UV-Detektion in drei
Elutionsschritten. So wurde ein Produktgemisch aufgereinigt, das hauptsächlich [13C2]5-5-Dehy-
drodiferulasäure, [13C3]Dehydrotriferulasäuren und [13C4]Dehydrotetraferulasäuren enthielt (Ver-
gleich Abbildung 21). A: Trifluoressigsäure (0,5 mM):MeOH (95:5, v/v), 1,5 mL/min Flussra-
te; B: Trifluoressigsäure (0,5 mM):MeOH (50:50, v/v), 1 mL/min Flussrate; C: Trifluoressigsäure
(0,5 mM):MeOH (40:60, v/v), 1 mL/min Flussrate.
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Rt = 43,8 min
Abbildung 50: Massenspektren von Dehydrodiferulasäure (DFS)-Diethylestern nach Trimethylsi-
lylierung, gaschromatographischer Trennung (Retentionszeiten (Rt) nach der Methode in Kapitel
8.3.7) und Elektronenstoß-Ionisation (70 eV). THF: Tetrahydrofuran, c: cyclisch, nc: nicht cyclisch,
dc: decarboxyliert.
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Abbildung 51: Massenspektren der synthetisierten 8-8(Tetrahydrofuran (THF))-Dehydrodiferula-
säuren (DFS) nach flüssigchromatographischer Trennung und Elektrospray-Ionisation im Negativ-
Modus.
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Abbildung 52: Massenspektren der synthetisierten 8-8(Tetrahydrofuran (THF))-Dehydrodiferula-
säuren (DFS) nach Trimethylsilylierung, gaschromatographischer Trennung und Elektronenstoß-
Ionisation (70 eV). Retentionszeiten (Rt) nach der Methode in Kapitel 8.3.7.
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Abbildung 53: UV-Spektren der im Rahmen dieser Arbeit erstmals beschriebenen Dehydrodife-
rulasäuren (DFS), Dehydrotriferulasäuren (TriFS) und Dehydrotetraferulasäuren (TetraFS). c: cy-











trans-cis-trans-8-8(THF)-DFS (vor finaler Aufreinigung)





Abbildung 56: 1H-NMR-Spektrum der trans-trans-trans-8-8(Tetrahydrofuran)-Dehydrodiferulasäu-
re (DFS).
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Abbildung 57: Massenspektren des Ferulasäure-Cyclobutandimers (FS-CBD) sowie der Dehydro-
diferulasäuren (DFS) und Dehydrotriferulasäuren (TriFS) nach flüssigchromatographischer Tren-
nung und Elektrospray-Ionisation im negativen Modus. c: cyclisch, THF: Tetrahydrofuran, nc:
nicht cyclisch.
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Abbildung 58: Massenspektren von Dehydrodiferulasäuren (DFS) und Dehydrotriferulasäuren
(TriFS) nach flüssigchromatographischer Trennung und Elektrospray-Ionisation im negativen Mo-
dus. c: cyclisch, nc: nicht cyclisch.
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Abbildung 59: Massenspektren von Dehydrodiferulasäuren (DFS) und Dehydrotriferulasäuren
(TriFS) nach flüssigchromatographischer Trennung und Elektrospray-Ionisation im negativen Mo-
dus. nc: nicht cyclisch, me: methyl, dc: decarboxyliert.
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Abbildung 60: Massenspektren der synthetisierten und isolierten Dehydrotetraferulasäuren (Te-
traFS) nach flüssigchromatographischer Trennung und Elektrospray-Ionisation im negativen Mo-
dus mit einer Cone-Spannung von 25 V und einer Kollisionsenergie erzeugt durch 25 V.
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Abbildung 61: Massenspektren der isotopenmarkierten Standardsubstanzen nach flüssigchroma-
tographischer Trennung und Elektrospray-Ionisation im negativen Modus. FS-CBD: Ferulasäure-
Cyclobutandimer, DFS: Dehydrodiferulasäure, TriFS: Dehydrotriferulasäure, c: cyclisch, THF: Te-
trahydrofuran, nc: nicht cyclisch.
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Abbildung 62: Massenspektren der isotopenmarkierten Standardsubstanzen nach flüssigchroma-
tographischer Trennung und Elektrospray-Ionisation im negativen Modus. DFS: Dehydrodiferula-
säure, TriFS: Dehydrotriferulasäure, nc: nicht cyclisch, c: cyclisch.
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Abbildung 63: Massenspektren der isotopenmarkierten Standardsubstanzen nach flüssigchroma-
tographischer Trennung und Elektrospray-Ionisation im negativen Modus. DFS: Dehydrodiferula-
säure, TriFS: Dehydrotriferulasäure, dc: decarboxyliert.
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Abbildung 64: Zur Kalibrierung der Oligoferulasäuren wurden die Flächenverhältnisse der LC-
MS/MS-Messung von Analyt (A) zu interner Standardsubstanz (IS) gegen die jeweiligen Konzen-
trationsverhältnisse aufgetragen. Mittels Mandel-Test wurde ermittelt, ob die quadratische Regres-
sion (rot) signifikant besser geeignet ist als die lineare Regression (blau). Als Beispiel ist hier die
Kalibrierung von 8-5(cyclisch (c))-Dehydrodiferulasäure (DFS) gezeigt.
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